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Abréviations 
ADN : Acide Désoxyribonucléique  
API : Analytical Profile Index 
ARISA : Analyse automatisée de l’espace 
intergénique de l’ADN ribosomal 
ARNr : Acide Ribonucléique Ribosomal 
aw : activité de l’eau 
BTC : Blocs de Terre Comprimée 
Cm : Chloramphénicol 
COV : Composé Organique Volatil 
DG18 : Dichloran-Glycérol Agar 
DGGE : Électrophorèse sur Gel en 
Gradient Dénaturant 
ddNTP : didésoxyribonucléotides 
DO : Densité Optique 
dNTP : désoxyribonucléotides 
ELISA : Enzyme-Linked Immunosorbent 
Assay 
FAC : Fines Argilo-Calcaires 
HR : Humidité Relative 
ITS : Espace Interne Transcrit 
MALDI-TOF : Matrix Assisted Laser 
Desorption Ionisation - Time of Flight 
MEA : Malt Extract Agar 
NGS : séquençage nouvelle génération 
NMDS : Positionnement 
Multidimensionnel Non-Métrique 
OTU : Unité Taxonomique Opérationnelle 
pb : paires de bases 
PCR : Réaction en Chaîne par Polymérase 
PERMANOVA : Analyse de la variance 
par permutation 
qPCR : PCR quantitative 
PBS : Tampon Phosphate Salin 
PCA : Plate Count Agar 
PDA : Potato Dextrose Agar 
PSM : Poste de Sécurité Microbiologique 
R2A : Reasoner's 2A Agar 
RFLP : Polymorphisme de Longueur des 
Fragments de Restriction 
SBM : Syndrome du Bâtiment Malsain 
SSCP : Polymorphisme de conformation 
des simples brins 
T-RFLP : Polymorphisme de Longueur des 
Fragments de Restriction Terminaux 
TSA : Tryptone Soy Agar 
UFC : Unité Formant Colonie 
UG : Unité Génome 
V8 : V8 agar
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Glossaire 
Adobe : brique de terre crue, pouvant contenir des fibres végétales ou non. 
Amorce : court brin d’ADN (20 à 40 nucléotides) s’hybridant sur une région ciblée d’une 
séquence d’ADN lors d’une PCR. 
Amplicon : fragment d’ADN amplifié par PCR. 
Bauge : terre crue mélangée à des fibres végétales et empilée. 
PCR : duplication par une enzyme (polymérase) en un grand nombre de copies d’une 
séquence d’ADN encadrée par une paire d’amorces. 
Pisé : mode de construction à base de terre crue comprimée dans un coffrage en bois. 
Séquençage : lecture des séquences d’ADN des différents brins contenus dans un échantillon. 
Séquence d’ADN : succession des nucléotides qui constituent le brin d’ADN (A, T, C, G). 
Taxon : entité d’êtres vivants regroupés en groupe par proximité phylogénétique (famille, 
genre, espèce, etc.). 
Torchis : remplissage d’ossatures en bois par de la terre crue mélangée à des fibres. 
Unité Génome : unité correspondant à une mesure du nombre de génome dans un échantillon. 
Variant : séquence d’ADN ayant connu une ou des mutations par rapport à une séquence de 
référence. 
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Actuellement, le développement durable et l’impact de la construction sur 
l’environnement et sur la santé des occupants sont devenus des problématiques majeures. Afin 
de répondre aux nouvelles attentes dans le domaine du bâtiment, de nombreux aspects sont 
étudiés, comme l’optimisation de la consommation énergétique de l’habitat ou l’utilisation de 
matériaux écologiques. Parmi eux, la terre crue connait ainsi un fort regain d’intérêt, et ce, 
pour de nombreuses raisons environnementales, économiques et patrimoniales. Ce matériau 
de construction ancestral est utilisé à travers le monde, et fut populaire jusqu’à la moitié du 
XXème siècle en France. Sa capacité thermique (stockage et restitution de chaleur) et et ses 
propriétés de régulation de l'humidité de l'air intérieur sont intéressantes (Minke, 2006; 
Pacheco-Torgal and Jalali, 2012), permettant ainsi d’assurer un confort intérieur avec un 
environnement tempéré et frais. De plus, la terre crue peut être associée à des fibres végétales 
(paille, chanvre, etc.) afin de concevoir des matériaux biosourcés avec de très bonnes 
performances en matière d’isolation thermique (Binici et al., 2007; Laborel-Préneron et al., 
2016). En supplément des propriétés énergétiques et de confort, ce matériau ne nécessite pas 
de transformation industrielle et est généralement issu directement du sol à proximité du lieu 
de construction, ce qui lui confère un impact environnemental quasi-nul (González and García 
Navarro, 2006) et en fait un matériau peu onéreux (Williams et al., 2010). 
Toutefois, la terre crue reste sensible à l’eau et peut être altérée lors d’intempéries, de 
ruissellements ou de dégâts des eaux. De plus, une des problématiques associées aux fortes 
humidités intérieures est le développement de microorganismes dans l’habitat. La terre crue 
ayant besoin d’être humidifiée pour sa mise en place, la prolifération de moisissures à la 
surface de matériaux avec inclusion biosourcée a déjà pu être observée (Flament, 2013; 
Marcom, 2011). Les risques de prolifération sur les matériaux de construction à base de terre 
crue restent assez mal caractérisés, malgré les enjeux qu’ils représentent en termes de 
maintien de la qualité de l’air intérieur. 
En effet, l’homme est plus de 80 % du temps à l’intérieur, et son exposition aux 
particules présentes dans l’air des bâtiments est particulièrement importante (Brasche and 
Bischof, 2005). Depuis plusieurs décennies, une prise de conscience des problématiques 
sanitaires et économiques liée à la pollution de l’air intérieur a lieu. En 2014, une étude menée 
par l’ANSES1, l’OQAI2 et le CSTB3 a évalué le coût de la pollution intérieure par différents 
                                                 
1
 Agence nationale de sécurité sanitaire de l'alimentation, de l'environnement et du travail 
2
 Observatoire de la qualité de l'air intérieur 
3
 Centre Scientifique et Technique du Bâtiment 
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composants (benzène, radon, monoxyde de carbone, etc.) à près de 20 milliards d’euros, 
notamment en se basant sur les coûts de mortalité, de qualité de vie ou encore de perte de 
productivité. De nombreux composants sont impliqués dans la détérioration de la qualité de 
l’air (monoxyde de carbone, amiante, etc.), et parmi eux les polluants biologiques produits 
lors de la prolifération fongique et bactérienne (COV, allergènes, toxines, etc.) (ASEF, 2012). 
En effet, lorsque des conditions environnementales particulières sont atteintes (humidité, 
température, nutriments), certains microorganismes peuvent se développer de manière 
importante (Andersson et al., 1997; Gravesen et al., 1999), émettant alors de nombreux 
composés nocifs dans l’air intérieur (Kirchner et al., 2011). L’OMS4 a établi en 2009 qu’il y 
avait suffisamment de résultats confirmant l’impact de l’occupation d’un bâtiment humide 
et/ou avec présence de moisissures sur le développement de nombreuses maladies tels que des 
allergies, des irritations voir des pathologies plus graves comme des infections. Le nombre 
d’habitations touchées par ces développements fongiques serait particulièrement élevé, de 
l’ordre de 10 à 50 % suivant les pays. 
Les matériaux de construction étant un support de développement et prolifération des 
microorganismes, il est important de mieux appréhender leur comportement dans les 
conditions hygrothermiques (normales et accidentelles) rencontrées dans les bâtiments. De 
nombreuses études se sont ainsi intéressées au développement bactérien et fongique sur les 
matériaux conventionnels (plâtre, béton, etc.), afin d’identifier les conditions 
environnementales nécessaires à leur croissance sur ces supports. Toutefois, peu d’études se 
sont intéressées aux supports en terre crue et à leur sensibilité au risque fongique et bactérien, 
ainsi qu’à l’impact de l’ajout de fibres végétales sur ces risques. Les flores bactériennes et 
fongiques présentes dans les habitats conventionnels ont été caractérisées et reliées à 
différents facteurs (géographie, saison, etc.) (Adams et al., 2013a, 2014; Dunn et al., 2013; 
Lax et al., 2014), que cela soit dans des conditions normales ou suite à des accidents 
hydriques. Mais celles présentes in situ sur les matériaux à base de terre ne sont pas connues, 
et un inventaire des microorganismes présents au sein d’habitations en terre se révéle 
nécessaire pour appréhender les éventuels risques de développement. 
Le projet ANR BIOTERRA (2014-2018) a pour but d’identifier et de caractériser la 
prolifération microbienne sur des produits de construction biosourcés, et de proposer des 
solutions pour réduire ou inhiber ces proliférations, dans la perspective de mettre en œuvre 
                                                 
4
 Organisation Mondiale pour la Santé 
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des bâtiments sains et durables. Ces travaux de thèse, intégrés dans ce projet ANR, ont eu 
pour objectif plus particulièrement de caractériser et d’identifier les flores fongiques et 
bactériennes présentes sur les matériaux en terre crue, à la fois dans des matières premières et 
sur des murs dans des constructions du patrimoine. Pour cela, des méthodes de prélèvement et 
d’analyse par biologie moléculaire des flores microbiennes présentes sur ces matériaux ont été 
développées et mises en place. La présence de microorganismes dans des matériaux, 
biosourcés ou non, a également été évaluée au fil du processus de fabrication, ainsi que 
lorsque les matériaux ont été soumis à des conditions d’humidité extrême. Enfin, une piste de 
maîtrise de la prolifération fongique a été initiée à travers le développement de méthodes de 
lutte biologique en utilisant des flores bactériennes antifongiques, initialement présentes dans 
la terre crue. 
Suite au premier chapitre que constitue cette introduction, un second chapitre fait la 
présentation des informations issues de la littérature. Les méthodes de fabrication à base de 
terre crue sont présentées, de même que les techniques existantes de prélèvement et 
d’évaluation des flores microbiennes intérieures. Les différentes communautés bactériennes et 
fongiques issues du sol et de l’habitat sont décrites, ainsi que les conditions de prolifération de 
certains microorganismes et les risques sanitaires associés. Enfin, le concept de biocontrôle 
est présenté, en vue d’un transfert à l’échelle du matériau de construction.  
Le troisième chapitre présente l’optimisation des méthodes de prélèvements pour les 
matériaux en terre crue, ainsi que la caractérisation par culture des flores présentes dans les 
matières premières et sur les matériaux in situ. L’isolement de bactéries par culture a permis 
l’initiation des méthodes de biocontrôle appliquées aux matériaux en terre crue. L’activité 
antifongique des isolats bactériens obtenus in situ a ainsi été évaluée afin de sélectionner ceux 
présentant le plus d’intérêt pour une future application sur matériau. 
Le quatrième chapitre concerne l’analyse par biologie moléculaire (séquençage haut-
débit) de la diversité et de la composition des communautés microbiennes, assurant une 
représentativité plus exhaustive des microorganismes prélevés qu’avec les approches 
culturales.  
Enfin, le cinquième chapitre conclut sur l’ensemble des données obtenues lors de ces 
travaux et sur les perspectives ouvertes suite à ces nouvelles données. 
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Pour de nombreuses raisons, les matériaux en terre crue, contenant dans certains cas des 
fibres végétales, connaissent un essor important. Cependant, ces matériaux peuvent présenter 
sous certaines conditions environnementales des développements fongiques à leur surface. La 
qualité de l’air intérieur et la santé des occupants peuvent être impactés par la prolifération de 
microorganismes au sein du bâtiment. Il est donc important de comprendre quels sont les 
microorganismes susceptibles d’être présents sur ces matériaux et dans quelles conditions ils 
risquent de se développer. 
Dans un premier temps, cette revue de la littérature présente le matériau principal de cette 
étude, à savoir la terre crue. Son histoire à travers le monde et plus particulièrement en 
France, la typologie des sols utilisés, les différents types de constructions ainsi que ses 
avantages au sein du bâtiment sont abordés. Afin d’appréhender les éventuels risques pour les 
occupants, il est nécessaire de comprendre quelles flores microbiennes sont naturellement 
présentes sur ces matériaux. Pour cela, différentes méthodes d’évaluation des communautés 
microbiennes, en particulier sur les matériaux de construction, sont détaillées, depuis l’étape 
de prélèvement jusqu’à l’identification par culture ou par biologie moléculaire. A partir de ces 
techniques, les microorganismes présents dans différents environnements comme le sol (c.-à-
d. la matière première principale de la terre crue) et l’intérieur des bâtiments ont été 
caractérisés dans de nombreuses études et sont présentés. Un focus est notamment porté sur 
les évolutions de ces flores dans des conditions favorables au développement microbien et sur 
les impacts sur la santé des occupants que peuvent causer ces proliférations. Afin de limiter 
celles-ci, la piste du biocontrôle d’organismes néfastes par d’autres microorganismes est 
également développée. Enfin, une présentation des différents objectifs de ces travaux conclut 
cette étude bibliographique. 
2.1. La terre crue : diversité des constructions et origine du regain d’intérêt 
2.1.1. L’Histoire de la terre crue en France 
Depuis des millénaires, la terre a été utilisée par l’homme pour construire des habitations 
et des bâtiments. Selon les travaux archéologiques, le mode de construction en terre crue 
aurait fait son apparition il y a plus de 9000 ans. Des briques en terre crue, nommées adobes, 
ont été retrouvées dans le Turkménistan, et seraient datées entre 8000 et 6000 av. J.C. (Minke, 
2006). D’autres travaux ont révélé des blocs d’adobes dans le bassin du Tigre qui auraient été 
façonnés autour de 7500 ans av. J.C. (Berge, 2009). Des traces de constructions en terre crue 
datant de la période d’Obeïd (environ 5000 à 4000 ans av J.C.) ont également été découvertes 
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en Mésopotamie (Pollock, 1999). La construction en terre crue a donc connu un 
développement indépendant au sein des premières civilisations émergentes, en Mésopotamie, 
en Egypte, mais également en Inde et en Chine. 
Par la suite, ces techniques de construction ont été diffusées dans le reste du monde. 
Durant l’antiquité, de nombreuses constructions et édifices en terre crue ont vu le jour. La 
Grande Muraille de Chine, dont la construction débuta au III
ème
 siècle av. J.C., fut construite 
en partie avec de la terre crue damée. Dans le bassin Méditerranéen, de nombreuses villes 
antiques étaient composées de bâtiments en terre crue. Les phéniciens inventèrent notamment 
un procédé de construction en terre massive, le pisé, qui fut utilisé pour la construction de la 
ville de Carthage en 814 av J.C. (Jaquin, 2008; Mileto et al., 2012). Les civilisations gréco-
romaines pratiquaient la construction à base de briques de terre crue, tandis que les 
populations celto-gauloises bâtissaient des habitations en bauge ou en torchis (Houben and 
Guillaud, 2006).  
Au cours du Moyen-Âge en Europe, le torchis fut largement utilisé, et de nombreux 
bâtiments du patrimoine témoignent encore de ces habitudes de construction. En France, les 
usages de la terre crue évoluèrent au cours du temps, et durant les XVIII
ème
 et XIX
ème
 siècles, 
la construction en terre prit la forme d’habitats massifs. Les habitations avec des structures en 
bois à remplir par de la terre furent substituées à des murs composés essentiellement de terre 
crue, comme la bauge ou le pisé. Ce matériau fut donc très utilisé dans certaines régions 
françaises, et ce jusqu’à la fin de la Seconde Guerre Mondiale. Suite à ce conflit, la nécessité 
de reconstruire rapidement les habitats et infrastructures ont rendu la terre inadéquate au vue 
de ses contraintes et de ses délais de mise en place. D’autres facteurs, comme la 
désertification des campagnes et le développement important de la production industrielle à 
faible coût de matériaux de constructions standardisés, ont conduit à l’abandon de ce matériau 
dans les constructions (Pignal, 2005). La terre crue fut rapidement associée à un symbole de 
pauvreté, et tomba en désuétude durant la seconde moitié du XX
ème
 siècle. 
Pourtant, à l’heure actuelle, la terre crue est encore un matériau très répandu à travers le 
monde (Figure 2.1). Il est estimé que plus d’un tiers de la population mondiale habite dans 
une habitation en terre crue (Minke, 2000), cette proportion pouvant atteindre 50 % selon les 
estimations (Guillaud, 2008). Les principaux pays concernés sont les pays en voie de 
développement ou émergeants, notamment en Afrique, les pays du Moyen Orient, en Chine 
ou encore en Mongolie. La terre crue représente un mode de construction efficace et 
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économique, qui répond aux attentes de ces pays. En Europe, il existe également un fort 
patrimoine des constructions en terre crue. Dans les pays développés, comme en France, en 
Allemagne, en Suède ou encore au Royaume-Uni, ces habitations sont principalement 
retrouvées dans les zones rurales. Ainsi en France, la population habitant dans les maisons en 
terre crue construites en torchis, en pisé ou en adobe est principalement localisée à la 
campagne. Depuis quelques dizaines d’années, la terre crue connaît un regain d’intérêt parmi 
les méthodes de construction. La dynamique de restauration et réhabilitation, plutôt que la 
construction de bâtiments neufs, a permis de redécouvrir ce matériau du patrimoine. De plus, 
la prise en compte des problématiques environnementales, comme l’impact environnemental 
(coût en CO2 de la production des matériaux de construction, de leur transport, etc.) ou 
l’utilisation de matériaux nocifs pour la santé (amiante, etc.) pèse en faveur d’une utilisation 
moderne de la terre.  
 
Figure 2.1 : Répartition des architectures en terre crue dans le monde (©CRAterre) 
2.1.2. Quel type de terre est utilisé en construction ? 
Pour bien comprendre quelles sont les propriétés de la terre utilisée dans les bâtiments et 
comment elle est utilisée, il faut dans un premier temps se pencher sur son origine et ses 
caractéristiques. 
2.1.2.1. Formation du sol 
Le sol constitue la fraction solide de la sphère terrestre. Il existe de nombreux types de 
terre, issus de différents processus physiques, chimiques et/ou biologiques. Il existe à la 
surface de la terre différents types de roches-mères, aux caractéristiques variées : les roches-
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mères dures, comme le granit ou le schiste ; les roches-mères tendres ou meubles, comme la 
craie ou l’argile. Ces roches sont soumises à différentes phénomènes de vieillissement, causés 
par les effets de la pluie, du froid ou du soleil, qui altèrent la roche dont la composition 
chimique et minéralogique est modifiée (Houben and Guillaud, 2006). Suite à cette première 
étape de désagrégation, un développement d’organismes (microorganismes, flore végétale, 
faune) à la surface des roches poursuit cette altération. Cette étape conduit à un 
enrichissement du sol en molécules organiques et modifie fortement sa composition. Le 
phénomène de migration des éléments solubles par lixiviation modifie également la 
composition du sol. Dans le cas d’un climat humide et pluvieux, les eaux de pluie tombant sur 
le sol migrent par gravité et les éléments solubles (particules argileuses, particules 
limoneuses, ions) sont alors emportés avec elles vers les nappes phréatiques (phénomène de 
lessivage). A l’inverse, si le climat est sec, les éléments solubles contenus dans le sol sont 
remontés par capillarité vers des couches plus élevées.  
Ces différents phénomènes vont conduire à une stratification du sol, avec différentes 
compositions minérales et chimiques suivant la profondeur. Les différentes couches 
homogènes du sol sont nommées horizons, et possèdent des caractéristiques spécifiques 
(Figure 2.2) (Jahn et al., 2006). L’ensemble de ces horizons forme le profil du sol, dont les 
couches sont plus ou moins distinctes suivant son âge. Au total, 10 horizons principaux et 7 
horizons de transition entre deux strates ont été définis. Les principales catégories sont les 
suivantes :  
- Horizon O : couche de matières organiques (feuilles, aiguilles, mousses, lichens, etc.) 
composant une litière pas ou peu décomposée s’étant accumulée à la surface du sol 
minéral. Cet horizon est principalement formé d’humus, et la fraction minérale 
représente un faible pourcentage de son volume.  
- Horizon A : couche mixte, mélangeant des matières organiques humifiées et des 
matières minérales. La partie minérale est issue de la dégradation de la roche mère. 
Cet horizon correspond à une terre arable, riche en humus. 
- Horizon E : couche minérale avec de faibles concentrations en silicates d’argile, de 
fer ou d’aluminium, et principalement composée de sable et de limon. Cet horizon est 
le résultat du lessivage, et se situe souvent près de la surface, sous les horizons O ou 
A et au-dessus de l’horizon B. 
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- Horizon B : couche enrichie en divers composés tels que des argiles, des silicates 
d’aluminium, ou des oxydes de fer, notamment suite à la migration verticale des 
liquides. Cette couche est nommée horizon « illuvial », et se trouve sous les horizons 
O, A ou E. 
- Horizon C : couche de roche mère peu altérée. Même si elle reste très proche de sa 
composition initiale, cette couche a subi des modifications. Elle peut contenir des 
roches sédimentaires et des sédiments. 
- Horizon R : couche de roche mère non altérée (granit, basalte, quartz, etc.). 
 
Figure 2.2 : Différents types d’horizons d’un profil de sol (adapté de 
http://sparkcharts.sparknotes.com/gensci/envsci/section3.php) 
2.1.2.2. Composition du sol 
La terre est composée de divers composés dont les proportions influencent ses 
caractéristiques physico-chimiques. Le sol contient des composés gazeux (N2, CO2, O2). 
Ceux-ci sont apportés par le travail de la terre, comme le labourage, mais surtout par l’activité 
biologique de la faune du sol (arthropodes, annélides, etc.). La terre est également composée 
de liquides, qui peuvent être issus des précipitations, de la décomposition de matières 
Chapitre 2 – Etude bibliographique : la flore microbienne associée aux constructions             
en terre crue 
 
- 24 - 
 
organiques ou encore des apports par les animaux ou l’homme. La terre contient des solides 
insolubles dans l’eau, pouvant être divisés en deux catégories: les constituants organiques et 
les constituants minéraux. Pour la matière organique, celle-ci correspond aux organismes 
vivants (végétaux, animaux, bactéries, champignons et protozoaires), aux déjections de la 
faune, aux animaux et végétaux morts en décomposition via les microorganismes, ainsi qu’à 
l’humus (Houben and Guillaud, 2006). La matière organique constitue une source d’azote, 
d’oxygène, d’hydrogène et d’hydrates de carbone. Elle est principalement concentrée dans des 
profondeurs de l’ordre de 5 à 35 cm. La partie minérale est, quant à elle, issue de la 
désagrégation de la roche mère, sous forme de sable, d’argile, de limon, de pierres ou encore 
de graviers. 
D’un point de vue minéralogique, la terre est composée d’agrégats (pierre, gravier, sable) 
et d’une matrice liante (argile). La terre est caractérisée par sa composition (proportions en 
argile, limon, etc.) et par sa texture (ou granularité). Une terre avec une forte proportion en 
argile est appelée terre grasse, et est très cohésive. A l’inverse, une terre contenant de faibles 
quantités d’argile est peu cohésive, et est appelée terre maigre. La granularité correspond à la 
distribution dimensionnelle des particules qui composent la terre (caillou, graviers, sable 
grossier, sable fin, etc.). Il existe de nombreuses variations des différents types de terre. Dans 
le Traité de construction en terre est défini un ensemble de 12 états de la terre suivant sa 
composition, depuis le conglomérat compact (terre compacte et lourde) jusqu’à la barbotine 
(terre argileuse totalement dispersée dans l’eau) (Houben and Guillaud, 2006). 
2.1.2.3. Sélection du type de terre pour utilisation en terre crue dans la 
construction 
La terre crue utilisée pour les constructions est prélevée dans les couches de terre 
minérale (horizon B), sous la couche organique, à une profondeur variable suivant les sites 
(entre 40 et 100 cm de profondeur). Afin de déterminer si la terre est viable en tant que 
matériau de construction, sa sélection est effectuée à la suite de tests réalisés par un artisan 
(test de toucher, de lavage, d’adhérence, etc.) et/ou par un laboratoire (Pignal, 2005). 
Différents critères sont à prendre en compte lors du choix du sol à utiliser, et ceux-ci 
varient suivant les techniques de construction (Jiménez Delgado and Guerrero, 2007). Dans 
un premier temps, l’analyse granulométrique donne les différents diamètres et la distribution 
des grains composant le sol. Si une terre contient trop d’argile, la phase liante du matériau 
risque d’être trop réactive à l’eau (i.e. de capter trop d’eau) et donc de faire gonfler le 
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matériau. La plasticité de la terre, déterminée par la teneur d’eau jusqu’à laquelle le matériau 
reste cohérent (limite de plasticité) et par la teneur d’eau à laquelle le matériau passe sous 
forme liquide (limite de liquidité), peut aussi être caractérisée. Une trop forte présence de sels 
dans la terre peut également être un problème, car leur cristallisation dans le matériau conduit 
à une fragilisation de celui-ci (Houben and Guillaud, 1994). La concentration en matières 
organiques ne doit également pas être trop élevée. Ces composants peuvent en effet gêner la 
cohésion physico-chimique du matériau en étant décomposés au cours du temps, ce qui 
fragiliserait la structure. Lors du séchage, la perte d’humidité conduit à une diminution du 
volume du matériau. Ce phénomène de retrait peut conduire à l’apparition de fissures et donc 
à une diminution des caractéristiques mécaniques. Il est donc important d’évaluer l’ampleur 
de ce retrait en amont de l’utilisation de la terre. Enfin, l’essai Proctor évalue de son côté la 
compressibilité du sol en déterminant la teneur en eau optimale par compactage de 
l’échantillon. 
Si la terre crue extraite du sol est de bonne qualité et répond aux critères attendus pour un 
type de construction donné, il est possible de l’utiliser directement. Cependant, quand les 
caractéristiques du sol ne sont pas optimales, il est alors nécessaire d’ajouter différents 
composés à la terre afin d’en modifier les propriétés. 
2.1.2.4. Ajouts à la terre crue 
Différents types de composés peuvent être additionnés à la terre crue pour corriger 
certaines caractéristiques. Un ajout de granulats à la terre permet une modification des 
propriétés mécaniques et physiques de ce matériau (Pignal, 2005). Les granulats agissent en 
se fixant à l’argile, la phase liante de la terre. Ils peuvent être d’origine minérale ou végétale: 
- Granulats minéraux : roche concassée, graviers, gravillons, sable, etc. L’utilisation de 
granulats minéraux dans le matériau terre crue permet de diminuer la proportion de la 
phase liante cohésive. Une diminution de la proportion d’argile permet une diminution 
de la quantité d’eau nécessaire pour plastifier le mélange ainsi qu’une diminution du 
retrait lors du séchage. Cette technique est appelée dégraissage. De plus, l’ajout de 
grains supplémentaires dans les fractions de taille trop peu présentes peut conduire à 
une amélioration de la résistance mécanique du matériau, par augmentation de la 
compacité granulaire. Il est cependant important de ne pas diminuer la quantité de 
liant de manière trop importante, car cela conduirait à une baisse de la cohésion du 
matériau.  
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- Granulats végétaux (Laborel-Préneron et al., 2016): paille, fibres de lin, chanvre, bois 
etc. Tout comme les granulats minéraux, les granulats végétaux peuvent être utilisés 
comme dégraissants (diminution du retrait durant le séchage). Les fibres permettent 
une répartition des tensions lorsque le matériau perd en volume d’eau, diminuant ainsi 
les risques de fissures. Leur ajout peut permettre d’améliorer la cohésion du matériau. 
En effet, la liaison entre les fibres végétales et les particules minérales stabilise la 
structure de l’ensemble du matériau. L’ajout de fibres végétales est donc associé à une 
meilleure résistance aux efforts de traction et à une plus grande stabilité mécanique. 
Cela permet notamment d’améliorer la mise en place de la terre crue, par exemple lors 
du remplissage de structures en bois dans le cas du torchis, ou de servir d’armature au 
matériau, dans le cas de la bauge. Enfin, l’ajout de fibres permet également d’alléger 
le matériau de construction.  
Il est également possible d’ajouter des liants ou stabilisateurs à la terre afin de modifier 
ses caractéristiques de durcissement. La stabilisation de la terre peut se faire par l’ajout de 
liants minéraux ou organiques. L’ajout de liants minéraux correspond au mélange de faibles 
quantités de chaux ou de ciment avec la terre. De nombreux composés organiques comme le 
fumier, les colles de cellulose ou l’amidon sont également utilisés en tant que liants. L’emploi 
de liants améliore la mise en œuvre du matériau, en diminuant les délais de prise et en 
réduisant les éventuels gonflements de l’argile. De plus, ils permettent une résistance 
mécanique du matériau plus importante en renforçant la cohésion de l’argile de la terre. Pour 
finir, l’amélioration de la résistance à l’humidité, et donc aux intempéries, rend ces liants très 
intéressants comme additifs aux enduits extérieurs. Cependant, lors de l’addition de liants, il 
est important de prendre en compte les propriétés physiques de la terre afin qu’elle soit 
compatible avec le type de stabilisateur et la technique de construction utilisés (Burroughs, 
2008). La production de liants minéraux représente tout de même un coût carbone non 
négligeable qu’il faut donc prendre en considération lorsque ce critère intervient dans le choix 
du matériau terre crue. 
2.1.3. Différentes techniques de construction en terre crue 
Il existe de nombreux modes d’utilisation de la terre crue. Celle-ci peut être coulée, 
comprimée, façonnée ou encore extrudée, avec à chaque fois des intérêts différents en termes 
de principes de construction (Houben and Guillaud, 2006). Très souvent, la terre utilisée pour 
la construction d’un bâtiment est extraite des sols près du site de construction. Ainsi, c’est le 
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type de terre disponible localement qui va déterminer quelles méthodes de constructions sont 
les plus adaptées. C’est par ailleurs cette utilisation d’un matériau local qui explique la plupart 
du temps les techniques de construction patrimoniales mises en œuvre dans les différentes 
régions. Les modes de construction principaux en France sont décrits ci-après (Pignal, 2005).  
2.1.3.1. Le pisé 
Cette technique de construction consiste en l’édification de murs en terre crue 
monolithiques, montés dans des coffrages en bois et constitués de plusieurs couches 
superposées de terre compactée (voir Figure 2.3). L’épaisseur moyenne des murs est de 50 
cm, et la masse volumique du matériau est de 1,7 à 1,9 t/m
3
. Les bâtiments construits en pisé 
peuvent s’élever sur 2 ou 3 niveaux, voir jusqu’à 4 niveaux en milieu urbain. La terre utilisée 
pour le pisé nécessite une granulométrie sablo-granuleuse ou argilo-graveleuse.  
 
Figure 2.3 : Mur en pisé (https://fr.wikipedia.org/wiki/Pisé) 
Le pisé est une technique qui a largement été popularisée comme mode de construction 
d’habitations à bas coût et incombustibles au cours du siècle des Lumières par les travaux de 
François Cointeraux (1740-1830). Cet architecte étant originaire de Lyon, le pisé a été 
fortement populaire dans la région lyonnaise. Des constructions en pisé peuvent également 
être retrouvées dans le patrimoine d’autres régions françaises, comme en Bretagne, en 
Bourgogne, en Auvergne, dans le Pays aquitain ou en Midi-Pyrénées. 
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2.1.3.2. La bauge 
La bauge est une des techniques utilisant la terre crue qui nécessite le moins d’outillage 
spécifique. Elle correspond à la construction de murs en terre crue monolithiques, composés 
de terre structurée par des fibres végétales et empilée (Figure 2.4). Les murs obtenus avec 
cette technique peuvent être porteurs pour des maisons plain-pied (50-60 cm d’épaisseur), 
voire pour des constructions sur deux niveaux (70-80 cm d’épaisseur). La masse volumique 
du matériau est de l’ordre de 1,7 t/m3. Les délais de mise en œuvre sont relativement longs 
avec cette technique. Elle nécessite des sols argileux à argilo-sableux. Pour les fibres 
végétales servant à structurer le matériau, la paille est principalement utilisée, mais, dans 
certains cas, du roseau ou de la bruyère ont pu être employés.  
 
Figure 2.4 : Mur en bauge (http://www.totem-terre-couleurs.fr) 
L’utilisation de la bauge se retrouve essentiellement en Grande-Bretagne. En France, le 
patrimoine en bauge se situe dans les régions où la pierre était rare et/ou chère, comme le 
bassin de Rennes. Ainsi, les principales régions présentant des bâtiments en bauge sont la 
Bretagne, la Normandie, l’Île-de-France et l’Orléanais. Cette méthode est souvent utilisée en 
complément de torchis. 
2.1.3.3. L’adobe 
L’adobe correspond à un bloc de terre crue moulée et séchée, sous forme de brique 
(Figure 2.5). Les murs maçonnés en adobe sont souvent porteurs, et l’épaisseur du mur varie 
entre 30 et 50 cm. La masse volumique du matériau est de 1,4 à 1,8 t/m
3
. Le sol utilisé doit 
être plutôt argilo-sableux. Il est possible d’ajouter des fibres lors de la fabrication des briques 
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crues. Ces fibres peuvent être végétales (paille, brindilles, etc.) ou animales (soie de porc), 
leur taille dépendant de la taille de l’adobe et leur proportion du type de construction 
recherché. Par ailleurs, l’adobe est une technique ayant été modernisée avec l’utilisation de 
presses à blocs de terre comprimée (BTC). 
 
Figure 2.5 : Mur porteur en adobe (http://www.lesguepesmaconnes.fr) 
Le mode de construction par blocs d’adobe est très ancien. De nombreuses constructions 
antiques ont été érigées avec cette méthode (Quagliarini et al., 2010). En France, l’adobe 
représente une particularité architecturale dans plusieurs régions (Gascogne, Auvergne et 
Champagne). Elle est souvent associée à l’utilisation de terre cuite, chacune ayant un intérêt et 
une fonction propre. La brique cuite est utilisée (i) pour les murs qui sont exposés aux 
intempéries et aux vents dominants, (ii) pour les structures architecturales nécessitant une 
forte résistance mécanique et (iii) à la base des murs pour éviter les remontées capillaires. 
L’adobe est, de son côté, utilisée pour les murs de refend et les murs non exposés aux vents 
dominants. 
2.1.3.4. Le torchis 
Le mode de construction en torchis consiste en une technique de hourdage. L’habitation 
repose sur une structure porteuse en bois, et celle-ci est remplie par un mélange de terre, d’eau 
et de paille (Figure 2.6). Le torchis n’est donc pas un matériau porteur, et sert d’isolation et de 
protection contre les précipitations. L’épaisseur des murs réalisés en torchis est de 8 à 15 cm 
en moyenne. La terre utilisée pour ce type de construction est issue d’un sol argilo-limoneux, 
avec une teneur en eau entre 20 à 30 %. L’ajout de fibres permet une structuration du 
matériau, ainsi qu’un retrait moins important lors du séchage. Les délais de mise en place de 
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cette technique sont très importants, aussi elle n’est actuellement utilisée que lors de la 
restauration de bâtiments anciens. 
 
Figure 2.6 : Mur en torchis (http://fr.academic.ru/dic.nsf/frwiki/1104936) 
La construction en torchis est une technique très ancienne, utilisée depuis près de 6000 
ans (Graham, 2004). En France, elle est assez répandue, notamment en Lorraine, en Alsace, 
en Franche-Comté et dans le Pays aquitain. On la retrouve régulièrement associée à d’autres 
méthodes de constructions en terre crue : avec de la bauge en Picardie et en Normandie ; avec 
de la bauge et du pisé en Bretagne ; avec du pisé dans le Bourbonnais, la Bourgogne et 
l’Auvergne ; avec de l’adobe en Champagne et en Midi-Pyrénées.  
2.1.3.5. Les enduits de protection 
Les enduits de protection sont des couches de terre crue déposées à la surface d’un mur 
(voir Figure 2.7). Ils sont composés de terre crue argileuse mélangée à de l’eau pour la mise 
en place. Il est possible d’y ajouter des fibres végétales qui permettent une diminution des 
retraits lors du séchage (Delinière et al., 2014). Ils sont principalement utilisés pour leur 
aspect esthétique et pour leurs apports dans la qualité de vie à l’intérieur des habitations 
(Röhlen and Ziegert, 2013). En effet, de par sa composition en argile, l’enduit est une surface 
ayant une forte capacité d’absorption et de désorption de l’humidité ambiante, permettant de 
ce fait une meilleure régulation du climat intérieur et une amélioration du confort dans 
l’habitat. L’enduit en terre crue peut être utilisé dans des pièces à forte humidité ponctuelle, 
comme une cuisine ou une salle de bains, car le surplus d’humidité est absorbé par l’enduit 
puis relargué une fois que l’humidité ambiante sera redescendue, évitant ainsi une 
condensation à la surface d’un mur ou d’une fenêtre. Il est couramment utilisé en extérieur, 
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afin de protéger un mur des précipitations ; auquel cas des stabilisateurs comme de la chaux 
sont ajoutés à sa composition. Les enduits sont utilisés à la fois dans la conception de 
bâtiments neufs, mais également lors de la rénovation d’anciennes bâtisses. 
 
Figure 2.7 : Murs recouvert d’un enduit en terre crue (http://www.asterre.org) 
2.1.4. Intérêts de la terre crue dans le bâtiment 
Bien que la terre crue soit en grande partie abandonnée depuis la moitié du XX
ème
 siècle, 
ces dernières décennies ont vu naître un fort regain d’intérêt pour ce matériau. En effet, 
l’utilisation de la terre crue en tant que matériau de construction présente de multiples 
avantages. Tout d’abord, comme cela a été montré précédemment, la terre est la base d’une 
multitude de techniques de construction, témoignant de sa souplesse d’utilisation et de la 
versatilité du matériau. Du point de vue performance thermique, la terre possède une inertie 
particulièrement élevée. Il lui est possible de stocker la chaleur lorsque celle-ci est élevée dans 
l’habitat, en journée par exemple. La chaleur accumulée peut donc ensuite être restituée 
lorsque la température diminue, améliorant ainsi le confort intérieur (Minke, 2006). La 
quantité de chaleur que peuvent emmagasiner les murs est notamment dépendante de leur 
épaisseur. En ce qui concerne l’isolation thermique, l’utilisation de matériaux avec inclusion 
biosourcée, tels que le terre-paille, présente d’excellentes performances (Binici et al., 2007; 
Laborel-Préneron et al., 2016). L’ajout de fibres permet d’alléger le matériau, notamment en 
emprisonnant de l’air lorsque la paille est recouverte d’argile. Le matériau voit sa masse 
volumique diminuer, et l’air étant un très bon isolant, sa conductivité thermique diminue 
également, permettant ainsi d’obtenir un matériau aux performances d’isolation élevées. En 
plus d’isoler le bâtiment et de réguler la chaleur intérieure, la terre permet une excellente 
régulation de l’humidité de l’air intérieur (Pacheco-Torgal and Jalali, 2012). Lorsque 
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l’humidité intérieure devient très importante, l’eau présente dans l’air est en partie absorbée 
par les particules d’argile contenues dans la terre. Lorsque l’humidité de l’air décroit, les murs 
désorbent l’eau stockée, ce qui contribue au maintien de l’humidité intérieure. Ainsi, des 
blocs d’adobe peuvent absorber près de 10 fois plus d’humidité que des briques céramiques 
(Minke, 2000). Dans certains cas, les matériaux à base de terre crue peuvent même se révéler 
plus efficaces que la ventilation pour réguler l’humidité intérieure (Morton, 2010). Cette 
capacité de sorption, supérieure à celle des autres matériaux de construction, permet à la terre 
d’assurer un confort à travers la régulation de l’humidité de l’air intérieur. La terre présente 
également, de par sa forte composition minérale, une bonne résistance au feu (Pignal, 2005). 
De plus, l’ajout de fibres végétales au sein d’un matériau terre n’augmente l’inflammabilité de 
celui-ci que si les fibres ajoutées sont de grande taille. 
Les matériaux à base de terre crue présentent également des intérêts écologiques et 
économiques. Les matériaux de construction conventionnels comme le béton nécessitent une 
extraction des matériaux, une transformation très énergivore et polluante, puis un transport 
qui, une fois cumulés, associent à ces matériaux un impact carbone et une consommation 
d’énergie importants, à travers les émissions de gaz à effet de serre et un gaspillage des 
ressources naturelles (González and García Navarro, 2006). Lorsque la terre crue est utilisée 
dans le bâtiment, elle est très souvent extraite à proximité du site de construction, diminuant 
fortement l’impact environnemental du transport. De plus, la terre, la paille ou encore la pierre 
peuvent être utilisées sans processus de transformation physique (cuisson) ou chimique. Tous 
ces aspects permettent d’obtenir un matériau ayant un coût carbone très faible. Enfin, le 
recyclage de ces matériaux est beaucoup plus facile à mettre en place que pour d’autres 
matériaux de construction comme l’acier ou le béton. La terre crue représente donc un 
matériau durable à l’impact environnemental très faible. Du fait de leur forte disponibilité 
locale et de la faible part des processus de transformation, les matériaux à base de terre sont 
très peu onéreux, et présentent donc un intérêt économique (Williams et al., 2010). 
Malgré ces différents intérêts, la terre crue possède certaines limites et désavantages à 
prendre en compte lors de la construction (Zami and Lee, 2010). Le travail et la mise en place 
de bâtiments en terre nécessitent une main d’œuvre, un savoir-faire et des efforts importants. 
De plus, la terre crue a besoin d’être humidifiée pour être utilisée, et les délais de séchage 
peuvent s’avérer relativement longs. Il n’est donc pas possible de travailler ce matériau sous 
tous les climats et à toutes les saisons. Cet aspect de la saisonnalité du travail de la terre la 
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rend moins flexible à utiliser que d’autres types de matériaux. Par ailleurs, les résistances 
mécaniques et les charges supportées par la terre crue sont moins élevées que celles 
supportées par des matériaux plus conventionnels comme le béton. Il est alors nécessaire de 
mettre en œuvre des épaisseurs plus importantes, ce qui peut éventuellement diminuer les 
espaces de l’habitat. Les structures en terre sont également plus sensibles aux catastrophes 
naturelles comme les séismes. Un autre défaut majeur de la terre est sa sensibilité à l’eau, 
celle-ci pouvant dégrader le matériau et altérer ses performances (Pignal, 2005). La terre peut 
être le siège de remontées capillaires du sol, le mur pouvant rapidement être saturé en eau, ou 
à des intempéries et ruissellement sur la face extérieure du bâtiment. Des stabilisateurs 
comme la chaux ou une cuisson des adobes peuvent être utilisés, mais ils impactent alors le 
bilan carbone du matériau. Pour lutter contre les remontées capillaires, des soubassements 
constitués de pierre ou de brique peuvent être érigés, bloquant ainsi les éventuelles remontées 
d’humidité du sol. Une autre possibilité consiste à drainer le sol à proximité du mur. 
Concernant la face extérieure, il est important de prendre en compte lors de la conception de 
l’habitation les vents et pluies dominants de la région, pour anticiper quels murs seront à 
renforcer pour résister aux intempéries. De plus, les murs en terre nécessitent des débords de 
toiture suffisamment grands pour éviter le ruissellement de l’eau sur les murs. Un autre risque 
potentiel est la contamination et le développement de microorganismes à la surface des 
matériaux en terre crue. Par exemple, l’ajout de fibres peut avoir un impact sur la sensibilité 
du matériau aux microorganismes (Röhlen and Ziegert, 2013), les fibres apportant à la fois 
une source de carbone disponible pour la croissance des microorganismes mais également 
leurs propres flores bactériennes et fongiques. Dans certains cas, les matériaux en terre sont 
séchés à des températures supérieures à la température ambiante afin de réduire le temps de 
séchage. Röhlen et Ziegert (2013) suggèrent que des températures supérieures à 80°C seraient 
normalement suffisantes pour éliminer les microorganismes contenus dans les matériaux avec 
inclusion biosourcée, les rendant moins susceptibles au développement fongique. En cas de 
forte humidité, que cela soit lors de la mise en œuvre, suite à une mauvaise gestion de 
l’humidité intérieure ou suite à un dégât des eaux, des moisissures risquent de se développer 
dans le bâtiment. Il a été observé que ce développement est plus important sur les matériaux 
biosourcés que sur les matériaux sans ajout végétal (Hoang et al., 2010). 
La prolifération des microorganismes à la surface des matériaux de construction en 
terre crue, biosourcés ou non, reste un risque assez mal caractérisé. L’apparition et le 
développement de moisissures sur des matériaux en terre crue contenant des fibres végétales 
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ont déjà pu être observés (Gomes et al., 2012), par exemple sur des panneaux de terre-
chènevotte (Flament, 2013) ou sur des murs de terre-paille après retrait du coffrage, en 
particulier à l’intérieur des bâtiments peu ventilés (Marcom, 2011). Le développement de 
microorganismes comme des moisissures à l’intérieur des bâtiments est un problème 
important à prendre en compte, car il implique une dégradation de la qualité de l’air intérieur 
et des risques sanitaires pour les habitants (Verdier et al., 2014). 
2.2. Méthodes d’évaluation et de caractérisation des flores environnementales 
2.2.1. Généralités sur les microorganismes 
Les microorganismes sont des organismes invisibles à l’œil nu présents de manière 
ubiquitaire y compris dans des environnements aux conditions physico-chimiques extrêmes. 
Ils représentent probablement les organismes les plus diversifiés (Torsvik et al., 2002; Venter 
et al., 2004) et abondants (Whitman et al., 1998) sur Terre. La biomasse que représentent les 
microorganismes est considérable, et serait estimée à 10
30
 cellules procaryotes dans le monde 
(Whitman et al., 1998). Par exemple, 1 gramme de sol ou 1 millilitre d’eau douce ou salée 
contiendrait respectivement entre 10
9
 et 10
6
 cellules procaryotes (Sogin et al., 2006; Whitman 
et al., 1998), et cette même masse de sol contiendrait entre 6000 et 50 000 espèces 
bactériennes différentes (Curtis et al., 2002), et jusqu’à 200 mètres d’hyphes fongiques (Leake 
et al., 2004). 
Les microorganismes sont impliqués dans de nombreux processus écologiques de leur 
habitat, qu’il s’agisse de processus physiques, chimiques ou encore biologiques. Ils jouent par 
exemple un rôle fondamental dans le recyclage des nutriments, la décomposition des matières 
organiques et la production de composés primaires dans le sol (Paul, 2014). Les vastes 
interactions entre les microorganismes et leur environnement rendent nécessaire de bien 
comprendre comment ces communautés se structurent, notamment lorsqu’elles sont en lien 
avec l’homme (santé, protection des champs agricoles, etc.). 
2.2.1.1. Les champignons 
Les champignons, aussi appelés Fungi ou Eumycètes, sont des organismes 
microscopiques eucaryotes, pouvant être unicellulaires ou pluricellulaires. Ils possèdent une 
paroi cellulaire composée notamment de chitine, de polysaccharides (comme le β-glucane), de 
protéines et de glycoprotéines. Leur appareil végétatif prend la forme d’une succession de 
cellules cloisonnées ou non appelée hyphe, et la ramification de ces hyphes est nommée thalle 
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ou mycélium. Certains champignons sont unicellulaires et sont alors appelés levures. Les 
organismes fongiques ne possèdent pas de plastes ou de chlorophylle, et n’effectuent donc pas 
de photosynthèse. Leur nutrition passe par l’absorption de composés à l’aide de transporteurs 
membranaires, et ils sont donc osmo-hétérotrophes. Pour récupérer les molécules carbonées 
nécessaires à leur croissance dans leur environnement, différents mécanismes peuvent être 
distingués. Certains Fungi puisent leurs nutriments chez d’autres organismes (plantes, 
champignons, animaux, etc.) sans impact identifié sur l’hôte (commensales). D’autres en 
revanche causent des maladies lors de ce processus, voir provoquent la mort de l’organisme 
(parasites/pathogènes). D’autres espèces dégradent les matières organiques mortes (bois, 
feuilles, organismes morts, etc.) pour se développer, et sont dites saprophytes. Enfin, certains 
champignons du sol, appelés champignons mycorhiziens, effectuent une symbiose mutualiste 
avec le système racinaire des plantes. Concernant le cycle de vie des Fungi, il peut être 
constitué d’une phase sexuée (ascospores et basidiospores) et/ou asexuée (spores végétatives 
aussi appelées conidies). Les spores produites par différents organes suivants le type de phase 
(asques et basides / conidiophores) vont être dispersées et coloniser de nouveaux 
environnements.  
Le règne des champignons est une catégorie de microorganismes très riche, l’un des 
groupes les plus divers parmi les eucaryotes (Mueller et al., 2007). Le nombre d’espèces 
décrites est de l’ordre de 100 000, mais le nombre total d’espèces dans le monde serait estimé 
entre 1,5 millions et 5,1 millions (Blackwell, 2011; Hawksworth, 2001; Schmit and Mueller, 
2006). Ces organismes sont présents de manière ubiquitaire dans des environnements à la fois 
intérieurs et extérieurs (Amend et al., 2010a; An and Yamamoto, 2016; Fröhlich-Nowoisky et 
al., 2009; Tedersoo et al., 2014). Parmi l’ensemble des Fungi présents, certains champignons 
sont filamenteux et appelés moisissures ou micromycètes. Ils appartiennent essentiellement au 
taxon des Ascomycota, mais certains champignons filamenteux existent également parmi les 
Basidiomycota et les Mucoromycotina Ce sont ces moisissures qui composent principalement 
la flore fongique associée à l’habitat humain et la compréhension de sa structure revêt un 
intérêt majeur au vu des enjeux sanitaires que représente l’environnement intérieur. 
2.2.1.2. Les bactéries 
Les bactéries sont des microorganismes procaryotes, la plupart du temps unicellulaires, 
disposant d’une paroi rigide. Leur taille peut être variable, en général de l’ordre de 1 à 5 µm, 
mais pouvant atteindre des valeurs plus extrêmes, de 0,1 à 500µm. Les cellules bactériennes 
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peuvent prendre différentes formes suivant les genres/espèces : i) formes en bâtonnets 
(bacilles), ii) formes sphériques (coques), et iii) formes spiralées (spirilles). D’autres formes 
intermédiaires peuvent être identifiées comme les coccobacilles. Il existe deux grandes 
catégories de parois cellulaires chez les bactéries, pouvant être discriminées par la coloration 
de Gram. Les bactéries à Gram positif disposent d’une couche épaisse de peptidoglycane de 
20 à 80 nm d’épaisseur à l’extérieur de la membrane cytoplasmique. Les bactéries à Gram 
négatif présentent une couche plus fine de peptidoglycane (2 à 7 nm) complétée par une 
seconde membrane lipidique. Celle-ci est notamment composée de phospholipides et de 
lipopolysaccharides, et contient de nombreux types de protéines (transport, enzyme, etc.). 
Certains groupes bactériens présentent des structures pariétales différentes, comme les 
mycobactéries par exemple. 
Ces organismes sont ubiquitaires et sont extrêmement abondants dans de nombreux 
environnements, comme le sol, l’eau, l’air, mais aussi à la surface et à l’intérieur d’autres 
organismes vivants. Les bactéries peuvent développer des relations mutualistes avec ces 
organismes, comme les bactéries de la rhizosphère associées aux racines de plantes fixant 
l’azote et utilisé par ces dernières en échange de sources carbonées. A l’inverse, certaines 
bactéries peuvent présenter des comportements pathogènes, que ce soit vis-à-vis d’animaux 
ou de végétaux. Les bactéries présentent deux caractéristiques importantes : elles adhèrent 
souvent aux surfaces et se développent alors sous forme d’agrégats denses nommés biofilms 
(les Fungi peuvent également être présents au sein de ces structures) ; par ailleurs, certains 
genres de bactéries à Gram positif (Bacillus, Clostridium, Sporohalobacter, etc.) peuvent 
produire des structures dormantes et très résistantes nommées endospores (Nicholson et al., 
2000). Ces formes permettent une survie du microorganisme à des conditions 
environnementales extrêmes (température, dessiccation, etc.) ou à un stress nutritif. 
2.2.2. Méthodes de prélèvements 
Pour l’étude des flores de l’habitat, différents environnements peuvent être étudiés 
comme l’air, les matériaux de construction (sol, murs, etc.) ou d’autres types de surface 
intérieures (table, rebords de fenêtres, etc.), mais avoir une observation exhaustive de la flore 
intérieure peut être complexe. Par exemple, les spores fongiques sont relargués dans l’air 
intérieur de manière irrégulière, dépendant de nombreux facteurs (type de matériau sur lequel 
les microorganismes prolifèrent, vitesse de l’air, etc.) (Kildesø et al., 2003; Sivasubramani et 
al., 2004). De plus, certains champignons pathogènes se développant sur des surfaces humides 
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ne relarguent que peu de spores dans l’air, ou celles-ci perdent leur cultivabilité peu après leur 
aérosolisation, ce qui augmente le risque de non détection. La détection de spores de certaines 
espèces n’est pas toujours associée à des pathologies, et inversement, la non-détection 
d’espèces pathogènes ne signifie pas leur absence. Les méthodes de prélèvements des 
microorganismes à l’intérieur des habitats sont donc cruciales afin d’accéder à la diversité des 
genres et espèces présents. Il existe une multitude de méthodes de prélèvement, chacune ayant 
ses conditions et supports privilégiés (Verdier et al., 2014). Néanmoins, chaque méthode de 
prélèvement possède ses propres biais, qui influencent notamment les types de 
microorganismes isolés. Dans le cas des matériaux de construction in situ, il n’existe 
actuellement pas de protocole de prélèvement standardisé. Le choix des méthodes repose 
surtout sur la notion de surface poreuse ou non poreuse, mais pas forcément sur le type de 
matériau de construction, qui peut cependant présenter des propriétés physico-chimiques, 
incluant des propriétés de surface, très variées (plâtre, béton, etc.). Afin de diminuer 
l’influence de la méthode de prélèvement sur les résultats, il est donc conseillé d’utiliser si 
possible au moins deux méthodes de prélèvement de surface différentes (Conseil Supérieur 
d’Hygiène Publique de France, 2006). 
2.2.2.1. Prélèvements de surface 
Les prélèvements de surface peuvent se révéler pertinents afin de connaître les sources 
potentielles de relargage de contaminants dans l’air intérieur (Madsen et al., 2006). 
Différentes techniques sont utilisées pour le prélèvement de matériau de construction : 
Prélèvement de fragments 
Cette méthode est un moyen destructif de récupérer un échantillon du matériau, 
directement extrait de la surface par grattage ou carottage. La quantité prélevée est variable et 
dépendante du type de matériau, mais se trouve dans un ordre de grandeur de 0,3 à 5g. Cette 
technique est la plus utilisée pour les prélèvements de surface sur matériaux de construction 
(Verdier et al., 2014). 
Une fois les échantillons prélevés, il existe différents moyens d’isoler les 
microorganismes contenus dans le prélèvement. Les fragments peuvent être soit directement 
déposés sur des milieux de culture, soit dispersés dans une solution de récupération qui est 
ensuite diluée et déposée sur des milieux de culture (Miller, 2001). Les suspensions obtenues 
peuvent également être traitées pour d’autres types d’analyses. Les microorganismes adhérés 
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à la surface des fragments peuvent également être observés directement par microscopie 
(Andersson et al., 1997).  
Ecouvillonnage 
L’écouvillon est constitué de cellulose/fibre artificielle ou d’alginate stérile, généralement 
imbibé d’une solution physiologique. Lors du prélèvement, il est frotté sur l’aire d’intérêt (de 
l’ordre de quelques cm²) et permet de récupérer les microorganismes présents. Cette méthode 
est souvent utilisée lorsque d’autres méthodes de contact, comme la gélose contact ou 
l’adhésif, ne peuvent pas être utilisées car la surface d’intérêt est difficilement accessible 
(Bellanger et al., 2009; Buttner et al., 2007; Ellringer et al., 2000; Reboux et al., 2009; 
Santucci et al., 2007). Les écouvillons peuvent également être utilisés pour le prélèvement de 
poussières intérieures (Adams et al., 2013a; Barberán et al., 2015). 
Divers paramètres peuvent influencer les résultats du prélèvement: la manipulation de 
l’outil par l’opérateur (Conseil Supérieur d’Hygiène Publique de France, 2006), le type 
d’écouvillon et sa matière (coton, nylon, polyester, etc.) ou si l’écouvillon est humidifié ou 
non (Edmonds, 2009; Edmonds et al., 2009; Rose et al., 2004). De plus, les propriétés de 
surface du matériau influent également sur l’efficacité de prélèvement, avec une meilleure 
performance sur les surfaces non poreuses et lisses (Buttner et al., 2007). L’étape ultérieure 
d’isolement des microorganismes est similaire à celle décrite précédemment. 
Gélose contact 
Le principe de la gélose contact consiste à presser directement un milieu de culture contre 
la surface d’intérêt. Le temps de contact et la pression exercée doivent être suffisants pour 
permettre le transfert des microorganismes sur la gélose. Celle-ci est ensuite incubée à des 
températures variables, en fonction des types de microorganismes recherchés (Andersen et al., 
2011; Beguin and Nolard, 1994; Bouillard et al., 2005; Gravesen et al., 1999; Nielsen et al., 
1998a; Santucci et al., 2007). 
Parmi les différents paramètres impliqués dans l’efficacité de prélèvement, les principaux 
facteurs concernent le temps de contact et la pression appliquée sur la gélose (Conseil 
Supérieur d’Hygiène Publique de France, 2006; Santucci et al., 2007). Afin de contrôler et de 
standardiser ces paramètres, l’utilisation d’applicateurs commerciaux est fortement 
recommandée. Le choix du type de gélose et ses conditions d’incubation sont essentiels pour 
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sélectionner les microorganismes étudiés, permettant la croissance soit uniquement des 
bactéries, soit uniquement des champignons, soit des deux en même temps. 
Prélèvement par adhésif 
Un film adhésif peut être appliqué sur la surface à prélever afin de récupérer les 
microorganismes présents. Il est ensuite déposé sur un milieu nutritif (Wiktor et al., 2009) ou 
observé sous microscope pour identification, ce qui permet éventuellement une semi-
quantification des organismes non cultivables (Andersson et al., 1997; Boutin-Forzano et al., 
2004; Doll, 2002; Gravesen et al., 1999; Nielsen et al., 1998a; Reenen-Hoekstra et al., 1991; 
Samson et al., 2010; Santucci et al., 2007). Simple, rapide à mettre en place et peu couteuse, 
cette méthode permet un prélèvement non destructif, et est particulièrement utilisée dans le 
cas des monuments historiques, en pierre par exemple (Urzı̀ and De Leo, 2001). Afin 
d’optimiser l’adhésion du film à la surface, il est préférable que celle-ci soit plate et sèche. 
Méthode de la moquette 
Cette technique de prélèvement des microorganismes est principalement utilisée en 
mycologie et notamment dans le cas des mycoses superficielles (Sierra et al., 2000). Un carré 
de moquette stérilisée est frotté contre la surface d’intérêt afin d’emprisonner les spores et 
filaments fongiques dans les fibres de la moquette. Il est ensuite déposé pendant plusieurs 
minutes sur un milieu nutritif pour transférer les microorganismes prélevés sur la gélose. Les 
microorganismes prélevés peuvent être ainsi isolés et identifiés. 
 
Les prélèvements de surface permettent donc d’accéder aux flores microbiennes 
présentes à la surface du matériau. Cependant, ces flores ne sont pas toujours corrélées avec 
les problèmes de santé des occupants. En effet, certaines espèces pourront très bien être 
détectées à la surface, sans pour autant être en condition de développement et de sporulation, 
ne représentant alors pas ou peu de risque pour la santé des habitants. Il est donc conseillé 
d’effectuer à la fois un prélèvement de surface et d’air lorsqu’on cherche à évaluer les risques 
sanitaires liés à la prolifération microbienne dans un bâtiment (Conseil Supérieur d’Hygiène 
Publique de France, 2006). 
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2.2.2.2. Prélèvement de l’air 
Le principe du prélèvement d’air est de capturer un certain volume d’air qui est soit mis 
en contact avec un milieu de culture soit filtré sur une membrane avant mise en culture (dépôt 
direct de la membrane sur milieu de culture). Plusieurs méthodes sont utilisées pour prélever 
l’air d’un environnement :  
- Prélèvement par impaction : cette méthode est actuellement la plus répandue et 
consiste en la captation d’un volume d’air (en général 100 à 1000 litres selon les 
locaux, le traitement d’air et l’appareil de prélèvement) au sein duquel les particules 
présentes, dont les microorganismes, viendront impacter sur un milieu de culture en 
boîte de Petri. Cette technique est notamment spécifiée dans la norme ISO 14698-1 
(Afnor, 2003), et permet une détection et quantification directe des germes après 
incubation du milieu de culture. La durée et la qualité de collecte sont toutefois 
limitées avec cette technique, du fait du risque de dessiccation du milieu. De même, 
un débit d’air trop important peut causer des stress importants pour les 
microorganismes (non détection de certaines espèces). 
- Prélèvement par cyclone : cet appareil permet de capturer les microorganismes 
présents dans l’air (maximum 3m3) dans un liquide de collecte, contenu dans un 
récipient, par force centrifuge. Le liquide contenant les microorganismes peut ensuite 
être analysé par méthodes culturales (directement ou après concentration/dilution), 
mais surtout servir à l’identification par biologie moléculaire ou immuno-analyses. 
Cela permet théoriquement d’obtenir des résultats plus rapidement qu’avec la 
méthode par impaction. 
- Prélèvement par filtration : une quantité d’air déterminée est aspirée à travers un filtre 
d’un diamètre et porosité définis à une vitesse continue et fixe (Norme ISO 14698 ou 
Norme ISO 16000-16) (Afnor, 2003, 2008). La durée de prélèvement peut être 
étendue par rapport aux méthodes par impaction ou cyclone. Le filtre est ensuite soit 
déposé sur un milieu nutritif, soit déposé dans un milieu de récupération, soit utilisé 
pour des extractions d’ADN. Cette méthode est particulièrement utilisée pour des 
techniques de biologie moléculaire après prélèvement. Des méthodes d’aspiration de 
particules sur filtre similaires sont également utilisées dans le cas des prélèvements de 
poussières (Amend et al., 2010a; Bouillard et al., 2005; Dannemiller et al., 2014a; 
Hospodsky et al., 2012; Santucci et al., 2007). 
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- Prélèvement par sédimentation : cette technique est la plus simple, car elle consiste 
juste à laisser un milieu de culture ouvert pendant un certain temps, et de laisser les 
éventuels microorganismes de l’air déposer par simple sédimentation. La 
sédimentation est également utilisée dans certains cas pour l’étude des poussières 
intérieures (Adams et al., 2013b, 2013c; Emerson et al., 2015). L’avantage de cette 
méthode est qu’elle permet d’évaluer les microorganismes viables / cultivables qui se 
déposent réellement sur des surfaces, comme par exemple dans le cas des industries 
agroalimentaire. Cependant, elle est fonction de la densité des microorganismes ou 
des particules auxquelles elles sont associées. Ainsi les Fungi sédimenteront plus 
rapidement que les bactéries. Des temps de sédimentation compris entre 1h et 4h sont 
classiquement utilisés afin également de limiter le desséchement de la gélose. 
Les prélèvements d’air sont particulièrement utilisés pour l’estimation des risques 
sanitaires pour les habitants, et de nombreuses études ont utilisé ces techniques pour 
caractériser la flore intérieure (Górny, 2004; Gutarowska and Żakowska, 2002; Hospodsky et 
al., 2012; Pasanen, 2001; Pastuszka et al., 2000; Portnoy et al., 2004; Reboux et al., 2009). 
Toutefois, ces prélèvements ne sont pas toujours représentatifs de la flore fongique et 
bactérienne se développant dans un bâtiment. Les prélèvements d’air favorisent les espèces 
produisant beaucoup de petites spores (Aspergillus, Cladosporium, Penicillium, etc.) au 
détriment de celles produisant peu de spores, mais avec un diamètre plus important 
(Acremonium, Chaetomium, Stachybotrys, Trichoderma, Ulocladium) (Samson et al., 2010). 
Le potentiel de dispersion des spores et des bactéries dans l’air ainsi que la survie de celles-ci 
varient d’une espèce à l’autre, et compliquent alors la détection de certains microorganismes 
pourtant bien présents. 
 
Malgré l’efficacité reconnue de chaque méthode de prélèvement, elles ne permettent pas 
de détecter la totalité des microorganismes présents dans l’environnement étudié. Les biais 
inhérents à chaque méthode limitent toujours d’une manière ou d’une autre l’accès à certaines 
espèces (Andersen et al., 2011). De nombreuses études ont fait état du manque de 
standardisation pour les méthodes de prélèvements sur matériaux de construction, ce qui rend 
parfois difficile la comparaison des résultats (Bellanger et al., 2009; Brown et al., 2007; 
Conseil Supérieur d’Hygiène Publique de France, 2006; Hyvärinen et al., 2002; Santucci et 
al., 2007). Au final, de nombreux paramètres influencent la caractérisation et la quantification 
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des communautés microbiennes, que ce soit par le choix de la méthode de prélèvement, mais 
également par la sélection de la méthode d’analyse. 
2.2.3. Méthodes d’analyses des communautés microbiennes 
Plusieurs types de méthodes peuvent être utilisés pour étudier les flores 
environnementales microbiennes (Figure 2.8). Une fois le prélèvement effectué, les 
échantillons récupérés peuvent permettre un isolement par méthodes culturales et les 
microorganismes ainsi obtenus sont identifiés selon leurs caractéristiques (phénotypes, 
composés biochimiques, génotypes, etc.). Le métabarcoding est une autre approche consistant 
en l’extraction de l’ADN de l’ensemble des microorganismes contenus dans les échantillons, 
et l’amplification d’un marqueur génétique pour caractériser et identifier les communautés 
microbiennes présentes. 
 
Figure 2.8 : Schéma des approches culturales et moléculaires pour l’identification des 
microorganismes environnementaux.  
Les différentes étapes présentées sont regroupées en 3 catégories : (1) le prélèvement, (2) les 
approches culturales (2a : isolement par culture ; 2b : identification des isolats), (3) les approches de 
métabarcoding (3a : séquençage haut-débit ; 3b : bio-informatique et bio-statistiques). Adapté de 
(Abdelfattah et al., 2017). 
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2.2.3.1. Méthodes phénotypiques 
Depuis le début des observations des microorganismes par microscopie au XVII
ème
 siècle, 
les approches d’identification des microorganismes par leurs morphotypes macroscopique et 
microscopique ont largement été utilisées. La principale méthode a consisté en l’isolement des 
microorganismes sur milieux nutritifs. L’identification morphologique des isolats est 
particulièrement importante dans le cas des champignons. Les caractéristiques phénotypiques 
des bactéries ne sont pas toujours suffisantes pour une identification précise, mais l’isolement 
reste nécessaire pour effectuer d’autres analyses. Le milieu de culture doit donc contenir les 
nutriments nécessaires pour le développement des microorganismes à isoler. Suivant les 
espèces de microorganismes, les nutriments essentiels à leur croissance peuvent être 
différents, permettant d’isoler spécifiquement certains microorganismes en ajustant la 
composition des milieux.  
- Il existe des milieux non sélectifs, ne contenant pas de molécule inhibitrice. Ces 
milieux de culture peuvent être dits riches lorsqu’ils contiennent de nombreux 
nutriments, convenant à l’isolement des microorganismes à croissance rapide. 
D’autres milieux sont pauvres en nutriments, ralentissant alors la vitesse de 
croissance des microorganismes isolés, et permettant à ceux à faible vitesse de 
croissance de ne pas être occultés par ceux qui se développent rapidement.  
- A l’inverse, les milieux dits sélectifs contiennent des substances chimiques capables 
d’inhiber le développement de certains microorganismes.  
- Enfin, certains genres bactériens et fongiques possèdent des conditions de croissance 
très particulières (besoin de certains nutriments précis, pH du milieu, etc.) et sont 
donc cultivés sur des milieux dits spécifiques.  
Une fois les isolats obtenus, d’autres milieux peuvent être utilisés pour permettre une 
meilleure identification en permettant une différenciation de certains genres voir espèces. 
Ainsi, il est alors possible de les trier selon différents critères, comme leurs caractéristiques 
morphologiques (couleur, forme de cellules, etc.), nutritives (croissance sur milieux 
sélectifs/spécifiques) ou métaboliques (détection d’activités enzymatiques spécifiques, 
dégradation de sucres, etc.). Dans le cas des bactéries, la coloration de Gram permet 
d’identifier le type de paroi des cellules présentes ainsi que de bien définir la forme des 
cellules. Chez les champignons, l’identification des conidiophores après coloration au bleu 
coton est principalement utilisée pour discriminer les différents genres et espèces. Grâce à 
Chapitre 2 – Etude bibliographique : la flore microbienne associée aux constructions             
en terre crue 
 
- 44 - 
 
l’isolement de cellules sur milieu de culture, cette approche peut donc être à la fois 
quantitative et/ou qualitative. 
Dans le cas des études de la flore microbienne sur les matériaux de construction et au sein 
des bâtiments, différents milieux de culture peuvent être utilisés (voir Tableau 2.1). L’un des 
principaux milieux utilisés pour l’isolement de champignons est le milieu MEA. Il permet le 
développement de la plupart des champignons mésophiles, et plus particulièrement des 
levures et moisissures. Cependant, certains champignons potentiellement toxiques comme 
Chaetomium, Stachybotrys ou Trichoderma ne sont que peu/pas isolés sur ce milieu 
(Andersen et al., 2011). Dans le milieu DG18, l’ajout de glycérol permet de diminuer 
l’activité de l’eau (aw) du milieu c’est-à-dire l’eau disponible pour les réactions biochimiques, 
rendant ainsi le milieu de culture plus favorable à la croissance de champignons xérophiles 
comme Wallemia ou Eurotium. D’autres milieux non sélectifs (de Sabouraud, V8, PDA) 
permettent la croissance de nombreuses espèces de champignons, sans pour autant être 
toujours adaptés pour l’identification des isolats. Pour ce qui est des bactéries, le milieu de 
culture essentiellement utilisé est le milieu TSA, qui permet la croissance d’un large spectre 
de bactéries aérobies. Il existe également d’autres milieux non sélectifs pour l’isolement des 
bactéries de certaines environnements, comme les milieux R2A (eau potable) ou PCA 
(produits alimentaires, pharmaceutiques et cosmétiques). 
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Tableau 2.1 : Liste des milieuxde culture couramment utilisés pour l’isolement de microorganismes 
dans les intérieurs de bâtiments. 
Champignons 
Type de 
milieu 
Utilisation Références 
MEA 
Milieu pour l'isolement des 
champignons mésophiles 
(Andersson et al., 1997; Beguin and Nolard, 
1994; Chao et al., 2002; Gutarowska, 2010; 
Hyvärinen et al., 2001; Pastuszka et al., 2000; 
Pitkäranta et al., 2008; Reboux et al., 2009; 
Reenen-Hoekstra et al., 1991; Samson et al., 
2010; Shelton et al., 2002; Toivola et al., 2002) 
DG18 
Milieu pour l'isolement des 
champignons xérophiles 
(Andersson et al., 1997; Chao et al., 2002; 
Hyvärinen et al., 2001; Pitkäranta et al., 2008; 
Reboux et al., 2009; Reenen-Hoekstra et al., 
1991; Takahashi, 1997; Toivola et al., 2002) 
de Sabouraud Milieu d'isolement non sélectif (Cooley et al., 1998; Santucci et al., 2007) 
V8 
Milieu favorisant la sporulation. 
Ne permet pas la croissance de 
champignons xérophiles 
(Andersen et al., 2011; Gravesen et al., 1999; 
Samson et al., 2010) 
PDA 
Milieu pour l'isolement de levures 
et moisissures. Favorise les 
champignons phytopathogènes et 
la sporulation 
(Takahashi, 1997) 
Bactéries 
TSA Milieu non sélectif 
(Andersson et al., 1997; Bouillard et al., 2005; 
Pastuszka et al., 2000) 
 
Bien qu’ils soient largement utilisés pour l’isolement de microorganismes, les milieux de 
culture présentent toutefois de nombreuses limites. Tout d’abord, les résultats par culture ne 
sont qu’une indication de la flore à un instant précis. Il est donc nécessaire de faire plusieurs 
prélèvements à différents temps et d’enregistrer les différents paramètres pouvant impacter les 
communautés microbiennes (température, humidité, présence humaine, etc.). La qualité du 
prélèvement d’air ou de surface influence également de manière importante la représentativité 
des isolats obtenus (Reboux et al., 2009). De plus, les milieux de culture ne permettent pas la 
croissance de la totalité des germes viables présents et la flore observée sur un type de milieu 
de culture donné sera forcément biaisée par la composition de celui-ci (Takahashi, 1997). 
L’identification après culture ne permet d’obtenir en réalité qu’une faible fraction des espèces 
présentes dans l’environnement. Certains microorganismes possèdent des cycles de croissance 
lents, et nécessiteraient également une importante quantité de milieu (Pasanen, 2001; Wu et 
al., 2000). De plus, une partie des champignons isolés peut se développer sous forme de 
mycélium stérile sans production de spores, compliquant grandement leur identification. La 
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contrainte la plus importante de l’approche par culture est qu’elle ne permet de visualiser que 
les flores viables et cultivables, et ne détecte pas les microorganismes non cultivables ou 
partiellement altérés. Pourtant, la majorité des microorganismes sont viables / non cultivables 
(Amann et al., 1995; Fabian et al., 2005). Par exemple, la part de champignons cultivables 
dans l’air est estimée entre 1 à 40 % suivant les types d’organismes présents et les 
environnements étudiés (Niemeier et al., 2006; Peccia and Hernandez, 2006). Dans le cas des 
bactéries, la proportion de cellules viables/cultivables est encore plus faible. Par exemple, 
seulement 1 % des bactéries observables du sol sont ensuite isolées par culture (Amann et al., 
1995; Skinner et al., 1952) et, malgré l’amélioration des milieux de culture spécifiques à 
certains environnements comme la terre, cette optimisation reste très fastidieuse et n’est pas 
suffisante pour atteindre la diversité microbienne réelle (Davis et al., 2005). En comparant les 
microorganismes présents dans l’air et observés par microscopie avec ceux retrouvés par 
culture, Radosevich et al. (2002) estiment que seulement 0,08 % des microorganismes 
observés sont ensuite isolés. L’étude par culture est de plus limitée pour certaines catégories 
taxonomiques, comme par exemple pour les Basidiomycètes (Bridge and Spooner, 2001). De 
la même manière, les bactéries à Gram négatif sont moins fréquemment viables / cultivables 
que les bactéries à Gram positif (sensibilité à la dessiccation, etc.), ce qui conduit à une 
surreprésentation de ces dernières, en particulier celles appartenant aux Firmicutes (Rintala et 
al., 2012). Enfin, bien que mortes, certaines cellules et spores d’espèces comme Stachybotrys 
contiennent toujours des molécules actives (allergènes, mycotoxines) et peuvent toujours être 
présentes dans l’air, sans pour autant être détectées (Jarvis and Miller, 2005). 
Les approches culturales permettent l’isolement d’une partie des microorganismes 
présents dans l’environnement étudié, et ainsi de les caractériser et les identifier en 
interrogeant des banques de données. Par exemple, il est possible de surveiller les flores de 
locaux, notamment en comparant différents temps de prélèvements (T0 et T1) avec une même 
méthode. De plus, l’isolement permet de pouvoir réutiliser les microorganismes obtenus pour 
des analyses autres qu’une identification (suivi épidémiologique). Cependant, l’utilisation de 
milieux de culture n’est pas suffisante pour des approches quantitatives et qualitatives 
précises, car elle conduit à une sous-estimation de la densité et de la diversité microbiennes 
(Hawksworth, 2001). L’étude de la flore intérieure de bâtiments par culture peut parfois être 
complétée par microscopie (Chew et al., 2006; Fabian et al., 2005), ce qui permet une 
meilleure estimation de la concentration microbienne dans l’air. Toutefois, la microscopie ne 
permet pas pour autant une identification complète des communautés, à cause de morphotypes 
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fortement similaires entre certaines espèces. D’autres méthodes ont donc été mises en place 
pour palier à certaines limites des méthodes par culture. 
2.2.3.2. Méthodes d’identification par détection des composés 
chimiques/biochimiques 
Un autre moyen d’évaluer la flore microbienne est la mesure de composés chimiques 
issus de la composition de la cellule (Baxi et al., 2016). Il est possible de mesurer des 
composés de la membrane fongique ((1→3)-β-D-glucane, ergostérol, polysaccharides 
extracellulaires lipopolysaccharides, phospholipides, etc.) (Andersson et al., 1997; 
Gutarowska, 2010; Pasanen et al., 1999; Szponar and Larsson, 2000), ou des composés 
cellulaires, comme l’adénosine triphosphate (ATP), issus du métabolisme (Haverinen-
Shaughnessy et al., 2015). Par exemple, les différences entre les types de lipides composant la 
membrane des bactéries et cellules eucaryotes (acides gras phospholipidiques) et celle des 
archées (lipides-éthers phospholipidiques) permettent une discrimination de ces organismes 
(Gattinger et al., 2002). De même, l’ergostérol, qui est un composé de la membrane cellulaire 
des champignons, permet une estimation de la biomasse fongique dans des poussières 
intérieures, sans pour autant permettre des identifications plus fines sur les espèces ou genres 
présents (Zelles and Alef, 1995). Il est également possible d’utiliser les composés chimiques 
produits par les microorganismes pour évaluer leur présence, et notamment les métabolites 
secondaires (mycotoxines) (Andersen et al., 2002; Andersson et al., 1997; Tuomi et al., 2000), 
allergènes, COV, etc. Cette mesure permet donc une quantification indirecte via l’activité 
métabolique des microorganismes, et par extension une estimation de leur présence dans 
l’environnement étudié. Toutefois, les microorganismes ne produisent ces métabolites que 
lors des stades tardifs de leur développement, après la phase de croissance exponentielle. La 
détection de ces molécules permet ainsi d’avantage d’accéder à l’état métabolique des germes 
présents et donc à leur stade de développement, plutôt qu’à leur concentration. Enfin, l’étude 
des métabolites secondaires permet l’identification par profil chémotaxonomique pour 
certaines catégories de champignons (Alternaria, Aspergillus, Fusarium, Penicillium ou 
encore Stachybotrys) (Frisvad et al., 2008). 
D’autres méthodes se basant sur l’identification de microorganismes par les composés 
chimiques sont appliquées sur les isolats obtenus par culture. Ce type de méthode a été 
miniaturisé pour une utilisation plus aisée, comme par exemple les galeries API (Analytical 
Profil Index) (Bouillard et al., 2005; Gutarowska, 2010). En testant une série de réactions 
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biochimiques avec agent colorimétrique, il est ainsi possible de déterminer le genre voir 
l’espèce du germe selon son profil métabolique, bien que certaines espèces aux profils très 
proches ne puissent pas être discriminées. Des essais immunologiques peuvent également être 
menés pour la détection de microorganismes spécifiques ou de composés chimiques 
dangereux. Le test ELISA (Enzyme-Linked Immunosorbent Assay) permet, par réaction 
antigène / anticorps puis mesure de la formation de ce complexe, de déterminer la présence 
d’un antigène spécifique, qu’il soit associé à une espèce particulière ou à une catégorie de 
molécules comme des mycotoxines (Murtoniemi et al., 2003). D’une manière similaire, le test 
LAL (Lysat d’Amébocytes de Limules) permet la détection d’endotoxines bactériennes (LPS) 
dans l’échantillon étudié, et peut être notamment utilisé sur les matériaux de construction 
ayant subi des dégâts des eaux (Andersson et al., 1997; Jacobs et al., 2014).  
Néanmoins, il n’existe pas de corrélation absolue entre le type et la concentration de 
métabolites mesurés et des espèces fongiques (Tuomi et al., 2000). Plusieurs métabolites 
peuvent être produits par une même espèce (Andersen et al., 2002), ou plusieurs espèces 
différentes peuvent produire le même métabolite, compliquant alors l’identification par cette 
approche. Ce manque de sensitivité et de spécificité ne rend pas les méthodes chimiques et 
immunologiques toujours adaptées à l’identification de la flore microbienne au sein des 
bâtiments (Pasanen, 2001). 
 
Une autre méthode d’identification des microorganismes consiste en l’utilisation de la 
spectrométrie de masse MALDI-TOF (Matrix Assisted Laser Desorption Ionization Time-Of-
Flight). La spectrométrie de masse est une technique permettant de détecter les molécules 
composant une matrice suivant leur ratio masse/charge (m/z). La matrice d’intérêt solide est 
bombardée par laser et les molécules ainsi ionisées passent en phase gazeuse. Celles-ci sont 
séparées par migration dans un champ électrique suivant leur masse moléculaire (m) et leur 
charge (z) et l’intensité relative du signal pour chaque molécule est mesurée, permettant de 
générer un spectre du ratio masse/charge des molécules. Cette technique permet l’analyse de 
molécules à haut poids moléculaire, pouvant excéder les 10.000 Da (Karas and Hillenkamp, 
1988), et est particulièrement rapide, avec un résultat sous quelques minutes. La spectrométrie 
de masse MALDI-TOF est utilisée dans de nombreux domaines, et notamment pour 
l’identification des microorganismes (Du et al., 2002; Lay, 2001; Mellmann et al., 2008, 
2009). Chaque genre, espèce voir sous-espèce possède des compositions en protéines 
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suffisamment différentes pour être discriminées par cette méthode. Par exemple, le groupe 
Bacillus cereus contient notamment les espèces B. anthracis, B. cereus, et Bacillus 
thuringiensis qui sont extrêmement proches phylogénétiquement et donc difficilement 
discriminables par biologie moléculaire. Cependant, elles possèdent différents niveaux de 
pathogénicité (Rasko et al., 2005). L’utilisation de la spectrométrie de masse MALDI-TOF 
permet alors l’identification des différentes espèces de Bacillus (Hotta et al., 2011; Starostin 
et al., 2015). Il est donc possible de générer des profils protéiques spécifiques sous forme de 
spectre pour chaque taxon, et des banques de données de spectres ont été construites pour de 
nombreux microorganismes, principalement des bactéries mais également des levures et 
champignons. Actuellement cette méthode de détection est particulièrement utilisée dans 
l’identification des isolats cliniques au sein des milieux hospitaliers en raison de sa précision 
et de sa rapidité (Carbonnelle et al., 2011; Seng et al., 2013). Les banques de données 
concernant les flores environnementales sont en cours d’implémentation. 
2.2.3.3. Méthodes de biologie moléculaire 
Afin d’étudier la diversité des communautés environnementales microbiennes, 
l’utilisation de l’ADN et des méthodes de biologie moléculaire s’est imposée comme une 
approche extrêmement intéressante. L’un des avantages de la biologie moléculaire en 
comparaison des autres techniques présentées précédemment est sa capacité à accéder à une 
diversité microbienne environnementale et humaine/animale plus exhaustive et plus 
représentative (Buttner et al., 2007; Gurtner et al., 2000; Yamamoto et al., 2011). En effet, en 
se basant sur l’ADN présent dans l’échantillon, il est possible d’identifier et d’étudier la vaste 
portion de microorganismes non cultivables, qui n’auraient pas pu être isolés par culture 
(Amann et al., 1995; Rinke et al., 2013). Les profils environnementaux ainsi obtenus par les 
méthodes de culture et par les méthodes génétiques sont significativement différents en 
termes de groupes, genres et espèces détectés, que cela soit d’un point de vue qualitatif ou 
quantitatif, comme par exemple dans le cas des flores associées à l’asthme (Dannemiller et al., 
2014a, 2016a; Reponen et al., 2012). De plus, bien qu’étant relativement plus onéreuses que 
les approches par culture, les méthodes moléculaires sont moins chronophages. Cependant, 
différentes limites sont inhérentes à l’utilisation des méthodes basées sur l’ADN. Les 
extractions d’ADN ne sont pas homogènes pour tous les types de microorganismes, et cette 
variabilité d’efficacité peut conduire à des biais importants dans la détection et l’évaluation 
des proportions des microorganismes présents dans un échantillon. De même, cette méthode 
conduit également à la détection de tous les ADN, y compris ceux des microorganismes non-
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viables, et prend donc en compte les microorganismes morts (avec ADN non dégradé) dans 
les analyses de présence/abondance. Pour ce qui est de l’étude des flores intérieures des 
habitats, cela peut présenter un intérêt car la dangerosité potentielle des flores microbiennes 
n’est pas forcément dépendante de la cultivabilité et viabilité des organismes (Brasel et al., 
2005). 
De nombreuses techniques se basant sur l’ADN ont été mises au point afin de définir la 
diversité des communautés microbiennes. La première étape commune à toutes ces méthodes 
est l’extraction de l’ADN des microorganismes présents dans la matrice étudiée. Ensuite, à 
partir des brins d’ADN obtenus depuis la matrice d’intérêt, différentes techniques peuvent être 
utilisées pour caractériser les communautés environnementales. Les méthodes d’analyse par 
empreinte génétique ont particulièrement été utilisées pour les études environnementales. Le 
polymorphisme de certaines régions génomiques permet de générer des séquences de taille ou 
de compositions différentes suivant les organismes, et des profils reflétant ces variations 
peuvent être ainsi obtenus, témoignant de la diversité des individus présents dans 
l’échantillon. Toutefois, ces techniques ne permettent pas d’avoir une identification 
taxonomique des organismes prélevés, et le nombre d’individus identifiables sur un seul profil 
reste restreint. Des techniques d’identification par hybridation génétique comme les puces à 
ADN peuvent être mises en place, permettant de cibler un plus grand nombre de séquences. 
Cependant, elles rencontrent certaines limites car elles ne peuvent détecter que les organismes 
référencés dans les bases de données. Enfin, les méthodes de séquençage haut-débit de l’ADN 
ont beaucoup évolué ces dernières décennies, permettant une profondeur de séquençage, 
c’est-à-dire un nombre de séquences lues par séquençage, bien plus importante que les 
méthodes précédentes. En ciblant une région conservée au sein d’une catégorie d’êtres vivants 
(bactéries, champignons, animaux, etc.), il est possible d’obtenir la composition taxonomique 
de la flore présente dans la matrice d’intérêt. Bien que présentant toujours certains biais, ces 
méthodes sont actuellement les principales techniques utilisées pour l’analyse des 
communautés microbiennes. Dans le cadre de l’étude des flores microbiennes associées aux 
matériaux en terre crue, ce sont donc ces techniques de séquençage haut-débit qui ont été 
utilisées, associées aux méthodes culturales classiques. 
2.2.3.3.1. Extraction d’ADN 
L’extraction d’ADN est une étape essentielle pour toute technique de biologie 
moléculaire. Il est possible de distinguer deux types d’extraction : i) la méthode directe, 
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consistant à effectuer l’extraction directement sur l’échantillon prélevé, et qui est la plus 
utilisée ; ii) la méthode indirecte, consistant à séparer les cellules de la matrice puis à effectuer 
l’extraction, mais impliquant des quantités de matrices plus importantes, des appareils plus 
spécifiques et une durée d’expérience plus grande (Delmont et al., 2011a). Une fois la matrice 
d’intérêt prélevée, comme un échantillon de poussières ou de sol, les microorganismes 
présents sont lysés, relarguant alors dans le milieu extérieur les brins d’ADN contenus dans 
les cellules, mais également toute sorte de composés cellulaires (protéines, lipides, sucres, 
etc.). Des étapes de purification sont mises en place pour éliminer les contaminants non-ADN 
et ne récupérer que les acides nucléiques. La non-dégradation de l’ADN au cours des 
différentes étapes est également un élément clé. L’optimisation de chaque étape du protocole 
d’extraction d’ADN est importante pour obtenir une description des communautés les plus 
exhaustives et représentatives possibles. 
Lyse cellulaire 
L’étape de lyse des cellules dépend de nombreux paramètres comme le type de 
microorganisme recherché (champignons, bactéries à Gram positif ou à Gram négatif, etc.), 
de l’état cellulaire attendu (spores, cellules végétatives, biofilms) ou des propriétés de la 
matrice elle-même. La lyse des cellules peut se faire par voie chimique (détergents, enzymes) 
et/ou physique (température, billes). Par exemple la lyse physique par billes, bien que 
diminuant la taille des fragments d’ADN extraits, permet une meilleure lyse des cellules, et se 
révèle nécessaire dans le cas de matrices de sols avec présence d’acides humiques et argileux 
(Cullen and Hirsch, 1998; Saleh-Lakha et al., 2005). D’autres méthodes de lyses physiques 
comme la sonication ou les chocs thermiques alternant congélation puis décongélation sont 
utilisés pour les échantillons de sols (Robe et al., 2003). Certains champignons possédant des 
parois cellulaires plus complexes à lyser que celles des bactéries, cette étape est cruciale pour 
pouvoir observer l’ensemble de la diversité fongique (Delmont et al., 2011a; Feinstein et al., 
2009; Fredricks et al., 2005). En comparant différentes méthodes d’extraction d’ADN à partir 
du sol, Terrat et al. (2015a) et Plassart et al. (2012a) ont mis en avant l’importance de 
l’utilisation de billes et broyeur pour les cellules fongiques. Pour ce qui est des bactéries, 
certains genres/espèces (Lactobacillus sp., Cutibacterium acnes) ou formes cellulaires 
(spores) peuvent également se révéler très résistants à la lyse. 
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Purification de l’ADN 
Dans le cas de l’étude des matériaux de construction, et plus particulièrement de ceux à 
base de terre crue, les matrices récupérées sont généralement soumises aux mêmes contraintes 
d’extraction d’ADN que le sol, car de nombreux inhibiteurs et molécules indésirables sont 
présents dans les deux cas (métaux lourds, acides humiques, etc.) (Ettenauer et al., 2012). Des 
acides humiques, des substances organiques ou encore des particules d’argiles présentes dans 
la terre peuvent se lier à l’ADN et l’ARN et risquent d’être co-extraits avec les acides 
nucléiques, conduisant alors à limiter sa purification (Moran et al., 1993). Post-extraction, les 
acides humiques sont capables d’inhiber les réactions enzymatiques et compliquent donc 
fortement l’utilisation de l’ADN (Tebbe and Vahjen, 1993). Les terres avec de fortes 
concentrations en acides humiques et/ou en argile présentent donc de plus grandes difficultés 
pour l’extraction des acides nucléiques que les sols sableux par exemple (Hirsch et al., 2010). 
L’étape de purification des contaminants organiques co-extraits avec les acides nucléiques est 
cruciale pour ce type de matrice afin d’obtenir un ADN de qualité (Cullen and Hirsch, 1998; 
Robe et al., 2003; Thakuria et al., 2008). De nombreuses méthodes d’extraction et de 
purification ont été mises en place pour répondre à ces contraintes, en particulier en fonction 
du type de sol ou de sédiments (Ogram et al., 1987; Picard et al., 1992; Zhou et al., 1996).  
 
Une fois l’ADN génomique extrait, il peut être utilisé pour différentes techniques, en 
particulier la PCR (Réaction en Chaîne par Polymérase) qui permet de dupliquer en un grand 
nombre de copies (amplicons) une région ciblée de l’ADN. Les variations d’efficacité de lyse 
des cellules, de la quantité d’ADN obtenu ou encore de la pureté de celui-ci affectent toutefois 
de manière importante les techniques post-extraction (Bertrand et al., 2005; Ettenauer et al., 
2012; Picard et al., 1992; Young et al., 1993). Aucune méthode d’extraction n’est exempte de 
biais, et chacune présente des avantages pour certains organismes et des limites pour d’autres 
(Kang and Mills, 2006; Martin-Laurent et al., 2001; Ranjard et al., 2003; Terrat et al., 2012; 
Zhou et al., 1996). Cette étape essentielle à l’analyse par biologie moléculaire influence donc 
l’observation de la diversité, de l’abondance et de la composition des communautés 
microbiennes présentes dans la matrice étudiée. Sachant qu’il n’existe pas de consensus sur la 
meilleure méthode pour extraire l’ADN de sol et de terre, celle-ci doit être adaptée en 
fonction du type de flore recherchée et des caractéristiques de la matrice étudiée, voir 
combiner plusieurs techniques pour accéder à une proportion plus exhaustive du génome 
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microbien et obtenir une représentativité en termes de populations (Delmont et al., 2011b). A 
l’inverse, la comparaison entre échantillons nécessite de conserver la même technique 
d’extraction pour tous les échantillons traités dans une étude (Kuczynski et al., 2012). 
2.2.3.3.2. Méthodes d’analyse par empreinte génétique 
Il est possible de caractériser une communauté microbienne en se basant sur une 
empreinte génétique. Ce type de méthode permet l’observation de la structure, la diversité 
ainsi que la dynamique de population au sein d’un écosystème microbien. Le principe 
consiste à suivre des variations génétiques d’un gène témoin dans une communauté, en 
observant l’ensemble des variants présents (séquences d’ADN provenant d’une même région 
mais ayant subi des mutations différentes selon les organismes au cours de l’évolution). Pour 
cela, le gène d’intérêt est amplifié par PCR, puis les différents amplicons sont discriminés 
suivant différentes techniques. Les marqueurs phylogénétiques peuvent être soit des gènes 
universels comme les gènes ribosomiques (16S pour les bactéries et 18S pour les eucaryotes), 
soit des gènes plus spécifiques, impliqués par exemple dans certains processus métaboliques. 
Les résultats des méthodes d’analyse par empreinte génétique se présentent généralement sous 
la forme de profils de bandes sur un gel de migration. La variabilité des séquences permet une 
séparation des amplicons lors de la migration, et ensuite une comparaison sur l’absence / 
présence de bandes entre les différents échantillons, chaque bande correspondant à une 
séquence particulière. Le développement de ces méthodes, rapides et peu coûteuses, a ainsi 
permis d’avoir des informations sur la diversité, la richesse et la composition des 
communautés microbiennes. Différentes méthodes d’empreinte génétique peuvent être 
distinguées (Nocker et al., 2007) : 
Electrophorèse sur gel en gradient dénaturant (DGGE) 
La DGGE est une technique de caractérisation moléculaire des communautés utilisée 
depuis les années 90. Cette méthode permet de faire migrer les amplicons PCR par 
électrophorèse en présence d’un agent chimique dénaturant plus facilement les liaisons AT 
que CG, discriminant ainsi les séquences sur le critère de leur composition (Muyzer and 
Smalla, 1998; Muyzer et al., 1993). Dans le cas de la TGGE (Electrophorèse sur gel à 
gradient de température), l’agent dénaturant chimique est remplacé par un gradient de 
température.  
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Polymorphisme de longueur des fragments de restriction (RFLP) 
La RFLP permet une identification des individus d’une population en se basant sur le 
polymorphisme des différentes séquences d’ADN étudiées au niveau de leurs sites de 
restriction. Après l’amplification PCR d’un marqueur génétique, les amplicons sont digérés 
par une enzyme de restriction et migrent sur un gel par électrophorèse. Les séquences d’une 
région donnée pouvant avoir des sites de restriction ou des tailles de séquence entre chaque 
site de restriction différents d’un genre ou d’une espèce à l’autre ; ces variations observées sur 
le profil seront un indicateur de la diversité microbienne.  
Une amélioration de cette technique, le polymorphisme de longueur des fragments de 
restriction terminaux (T-RFLP), consiste à ajouter un fluorochrome fixé sur une ou deux 
amorces lors de la PCR, permettant alors une révélation par fluorescence des parties 
terminales des fragments (Liu et al., 1997). Il est ainsi possible de dépasser certaines limites 
de la RFLP, comme la faible sensibilité et résolution génotypique, tout en étant moins 
fastidieuse à mettre en place. En comparant une communauté microbienne du sol par DGGE 
et par T-RFLP, Tiedje et al. (1999) ont montré une sensibilité 5 fois supérieure pour cette 
dernière.  
Polymorphisme de conformation des simples brins (SSCP) 
Cette méthode est principalement utilisée pour la recherche et la détection de mutations et 
d’allèles dans des séquences d’ADN, mais a également été adaptée pour l’étude des 
communautés microbiennes (Lee et al., 1996; Schwieger and Tebbe, 1998). Les amplicons 
sont dénaturés en simples brins et déposés sur gel non-dénaturant. Les simples brins d’ADN 
adoptent une structure 3D particulière (structure secondaire), dépendante de la séquence, et 
celle-ci influence leur mobilité lors de la migration dans le gel. Il est alors possible de 
différencier des fragments de même poids moléculaire sur la base de ces différences de 
structures secondaires et donc de séquence. La différenciation des fragments peut également 
être réalisée par électrophorèse capillaire.  
Analyse automatisée de l’espace intergénique de l’ADN ribosomal (ARISA) 
La méthode de génotypage ARISA (Automated Ribosomal Intergenic Spacer Analysis) 
se base sur l’analyse des régions intergéniques ribosomales pour évaluer les communautés 
bactériennes et fongiques. Ces régions sont généralement plus variables que les régions 
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ribosomales codantes, et permettent ainsi une meilleure identification des sous-types de 
certaines souches bactériennes ou la différentiation d’espèces très proches 
phylogénétiquement. Ces régions sont amplifiées par PCR et les amplicons sont séparés selon 
leur taille. L’utilisation d’amorces fluorescentes permet de mesurer une intensité relative à la 
quantité de séquences pour chaque groupe de taille de séquences proches et par extension 
chaque ensemble taxonomique proche (espèce, genre) (Danovaro et al., 2006; Fisher and 
Triplett, 1999). Cet outil s’est révélé performant pour l’analyse de communautés nécessitant 
une résolution fine et précise (Jensen et al., 1993).  
 
L’ensemble de ces approches présente plusieurs limitations. Tout d’abord, puisque ce 
sont des profils de bandes et non des régions d’ADN séquencées, elles ne permettent pas une 
réelle identification taxonomique des individus présents dans la communauté. Il faut 
nécessairement effectuer dans un second temps le séquençage de chaque bande si 
l’identification des genres et espèces est recherchée. Ces méthodes ne permettent d’observer 
que les taxons les plus abondants dans la communauté, les plus rares n’étant pas suffisamment 
amplifiés pour être détectés, et cela conduit donc à une faible résolution phylogénétique 
(Dunbar et al., 2001; Muyzer and Smalla, 1998). De plus, certaines espèces peuvent être 
difficiles à discriminer suivant les méthodes, comme le genre Staphylococcus dans le cas du 
SSCP, et la présence de plusieurs copies différentes d’une région cible au sein d’un même 
génome peut biaiser la représentativité quantitative du profil obtenu. Comme toutes les 
méthodes basées sur l’amplification PCR, des erreurs dans les séquences et donc dans les 
profils peuvent apparaitre. Enfin, il est assez compliqué en utilisant des profils de bandes sur 
gels de comparer les résultats de différentes études. Ces méthodes ne permettent donc pas 
d’obtenir des informations précises sur les échantillons environnementaux étudiés, mais un 
profil général des principaux organismes présents et de leur diversité. 
2.2.3.3.3. Méthodes d’analyse par hybridation génétique 
Puce à ADN 
La principale technique utilisant l’hybridation génétique pour la caractérisation de flore 
microbienne est la puce à ADN. Celle-ci consiste en une puce avec fixée, au fond de chaque 
puits, une séquence nucléique déterminée. L’extrait d’ADN d’intérêt est ensuite déposé dans 
chaque puits de la puce et, s’il contient la même séquence que celle fixée dans le puits, les 
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deux séquences peuvent s’hybrider et alors être amplifiées par PCR. Des puces à ADN ont 
notamment été utilisées pour caractériser les microflores présentes dans le sol, en utilisant les 
bases de données des séquences de la région ribosomale 16S (Sessitsch et al., 2006) ou une 
région ITS (Mitchell and Zuccaro, 2006). De plus, l’utilisation de puces à ADN permet 
d’accéder à une diversité plus importante que les méthodes conventionnelles de clonage et de 
séquençage (DeSantis et al., 2007). Il est également possible de comparer les résultats obtenus 
entre différentes études si un même design de plaque a été utilisé. 
Néanmoins, les puces à ADN ne permettent pas l’identification de nouveaux taxons, car 
le système de détection est entièrement basé sur l’utilisation de séquences déjà identifiées 
dans les bases de données (DeSantis et al., 2007; Ehrenreich, 2006). De même, l’analyse est 
dépendante du choix des taxons ciblés, présents sur la puce. Cette limite est particulièrement 
gênante lors de l’étude d’environnement comportant des flores peu référencées. 
Amplification PCR quantitative (qPCR) 
En utilisant des amorces ciblant spécifiquement certaines espèces, genres ou taxons plus 
larges, la qPCR permet d’obtenir des données quantitatives sur les cellules présentes dans 
l’échantillon en termes d’unités génome (UG). Elle peut donc être utilisée pour cibler 
certaines espèces précises, pour détecter par exemple la présence dans l’air de certaines 
espèces potentiellement pathogènes (Cruz-Perez et al., 2001; Jacobs et al., 2014; Simoni et al., 
2011; Vesper, 2011; Vesper et al., 2004). Ainsi, dans l’étude de Bellanger et al. (2009), les 
auteurs identifient la présence du champignon Stachybotrys chartarum sur 21 échantillons en 
utilisant la qPCR, au lieu d’un seul échantillon en utilisant des milieux de culture. De manière 
similaire, Vesper et al. (2007) ont ainsi évalué par qPCR la quantité d’UG de 36 espèces 
fongiques au sein de 1096 habitations aux Etats-Unis. En plus de pouvoir cibler des espèces 
précises, il est également possible d’utiliser les approches de qPCR en ciblant des taxons plus 
larges (Phylum, Classe) pour suivre des profils microbiens (Fierer et al., 2005). 
L’utilisation de qPCR ne permet cependant pas d’identifier toutes les espèces présentes 
dans les communautés étudiées. L’utilisation de marqueurs phylogénétiques pour des grands 
groupes taxonomiques ne rend pas possible une identification plus précise des espèces 
présentes. Les approches de séquençage génétique permettent d’accéder à ces informations. 
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2.2.3.3.4. Méthodes d’analyse par séquençage génétique 
Avec le développement de la PCR (Mullis and Faloona, 1987; Saiki et al., 1988) et 
d’amorces universelles, l’identification taxonomique des microorganismes est passée de 
profils morphologiques à des profils génétiques. Les différentes techniques de séquençage 
permettent d’obtenir la séquence nucléotidique du ou des brins d’ADN contenus dans un 
échantillon. En obtenant ainsi la composition en acides nucléiques de séquences d’ADN, il est 
devenu alors possible d’établir une taxonomie plus représentative de la diversité du vivant. A 
partir des isolats obtenus en culture, le séquençage de certains gènes et régions du génome a 
également permis une identification bien plus précise que les précédentes méthodes utilisées 
(Reller et al., 2007) et secondairement d’affiner la différenciation des genres, espèces, voire 
sous-espèces par design d’amorces plus spécifiques. 
Dans le cadre de la caractérisation de communautés environnementales, sans passer par 
une pré-étape d’isolement sur milieu nutritif, deux approches du séquençage peuvent être 
distinguées :  
- Le métabarcoding : correspond au séquençage d’un marqueur phylogénétique. Cette 
méthode permet de connaître les taxons (genres et espèces) présents dans la matrice à 
partir de l’identification taxonomique des différents variants obtenus (Cristescu, 
2014; Hebert et al., 2003a; Hugerth and Andersson, 2017; Taberlet et al., 2012). 
- La métagénomique : correspond au séquençage en shotgun (amplification de petits 
fragments) de l’ensemble de l’ADN génomique extrait de l’échantillon. Les 
séquences ainsi obtenues peuvent être réassemblées en comparant leurs régions 
chevauchantes, puis alignées sur les bases de données afin de connaître les gènes 
présents dans la communauté, et ainsi déterminer les fonctions métaboliques de celle-
ci (Gill et al., 2006; Moran et al., 2009; Riesenfeld et al., 2004).  
Dans le cas des études des communautés microbiennes, le métabarcoding est préféré à la 
métagénomique, qui nécessite le séquençage préalable de nombreux gènes pour l’ensemble 
des espèces étudiées. Les techniques de métabarcoding ont pu être utilisées pour étudier des 
environnements microbiens jusqu’alors inexplorés, et révéler ainsi leur très grande diversité 
(Moreira and López-Garcı́a, 2002; Pace, 1997). L’utilisation de marqueurs génétiques est 
actuellement largement répandue pour l’identification d’organismes, et ce dans de nombreux 
champs disciplinaires comme la gestion de l’environnement, la conservation de la biodiversité 
ou encore la sécurité alimentaire (Taylor and Harris, 2012; Valentini et al., 2009). Une fois le 
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prélèvement de la matrice d’intérêt et l’extraction d’ADN effectués, la technique de barcoding 
regroupe une succession d’opérations, et peut être caractérisée par 3 étapes principales : i) 
l’amplification du marqueur génétique, ii) le séquençage, et iii) l’analyse des données.  
 
Comme développé précédemment, le prélèvement des échantillons représente une étape 
capitale afin de récupérer une communauté représentative de l’environnement écologique 
étudié. L’extraction d’ADN et l’amplification PCR des séquences nucléiques extraites sont 
également des étapes sensibles dans le processus de métabarcoding, car elles peuvent 
influencer de manière significative la diversité et la qualité des séquences récupérées (Thomas 
et al., 2012). Il est important d’essayer d’éviter les contaminations par de l’ADN externe, ce 
qui peut arriver lors de la manipulation, dans les tampons d’extraction de l’ADN ou encore 
dans les constituants utilisés lors de l’amplification PCR. La technologie de séquençage 
utilisée pour l’étude a également un impact sur les résultats obtenus, tout comme les outils 
bio-informatiques mis en place pour le traitement de l’ensemble des données. 
2.2.3.3.4.1. Techniques de séquençage 
Depuis plusieurs dizaines d’années, différentes techniques de séquençage de l’ADN ont 
été développées afin de permettre la lecture d’un plus grand nombre de séquences 
nucléotidiques. Le séquençage Sanger fut la première technologie de séquençage utilisée, 
permettant la lecture de séquences amplifiées, mais uniquement pour des échantillons ne 
contenant qu’une seule séquence. Par la suite, les séquençages de nouvelle génération (NGS) 
apparus à la moitié des années 2000 ont permis d’améliorer la profondeur de séquençage et 
d’utiliser des échantillons contenant plusieurs séquences différentes. De plus, la possibilité de 
multiplexer plusieurs échantillons au cours d’un seul séquençage est également un point 
intéressant de ces techniques, permettant de traiter en simultané plusieurs échantillons 
environnementaux. Enfin, le développement des méthodes de séquençage se poursuit à 
l’heure actuelle, avec des séquenceurs de troisième génération, permettant une lecture des 
brins d’ADN directe et sans étape préalable (PCR, etc.). 
Séquençage Sanger 
Le développement du séquençage Sanger a permis de caractériser et d’identifier d’une 
nouvelle manière les organismes (Sanger et al., 1977). Afin d’identifier des espèces ou des 
genres microbiens, les amplicons obtenus directement par PCR à partir d’isolats ou 
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d’échantillons environnementaux doivent être clonés afin d’isoler les séquences et de les 
purifier. Les librairies de clones peuvent ensuite être séquencées par Sanger en effectuant une 
PCR avec des désoxyribonucléotides (dNTP) et une faible quantité de 
didésoxyribonucléotides marqués par un fluorochrome différent pour chaque base (ddNTP). 
Lorsqu’ils sont ajoutés par la polymérase, les ddNTP stoppent la synthèse du brin d’ADN, 
permettant d’avoir un ensemble de séquences marquées par un fluorochrome spécifique de la 
base terminant la séquence. En faisant migrer les amplicons par électrophorèse et en 
observant l’ordre des fluorochromes suivant les tailles des différents fragments, il est possible 
de déduire la séquence d’ADN initiale. L’automatisation du séquençage en 96 capillaires 
permet de séquencer plus de 1000 séquences de 1000pb par jour, permettant de traiter 
d’importantes librairies de clones. Le séquençage Sanger automatisé est considéré comme la 
technique de séquençage de « première génération ». 
En alignant la séquence d’intérêt obtenue sur celles disponibles dans les bases de 
données, il est alors possible de déterminer l’assignation taxonomique de cette séquence. Le 
séquençage pour l’identification phylogénétique des petites sous-unités ribosomiques (ARNr) 
16S pour les bactéries et 18S pour les eucaryotes a permis d’obtenir un nouveau regard sur les 
communautés environnementales, et a alors révélé une très grande diversité de 
microorganismes non cultivables (Eckburg et al., 2005; Giovannoni et al., 1990). Ces 
méthodes ont permis la détection et la caractérisation de nouveaux taxons et phylotypes 
microbiens (O’Brien et al., 2005; Schadt et al., 2003; Vandenkoornhuyse et al., 2002). 
Le séquençage d’amplicons par Sanger a largement été utilisé pour la caractérisation de la 
flore intérieure (Pashley et al., 2012; Pitkäranta et al., 2008, 2011) ou la diversité fongique du 
sol (O’Brien et al., 2005). Par exemple, en comparant les résultats obtenus par culture et par 
librairies de clones de l’ITS, Pitkäranta et al. (2011) observent que la diversité de la flore 
intérieure mesurée dans leur étude était 5 à 10 fois plus importante par méthode moléculaire 
que par culture. Lors du séquençage des clones dans les études environnementales, seuls les 
amplicons les plus abondants et représentatifs sont toutefois séquencés. Pour observer toute la 
complexité d’un écosystème, il serait nécessaire de séquencer plusieurs centaines ou milliers 
de clones. Cette technique reste couteuse et assez chronophage, limitant la profondeur 
d’analyse. 
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Séquençages nouvelle génération (NGS) 
Chacune des méthodes présentées précédemment reste limitée pour avoir un aperçu 
global de la diversité bactérienne et fongique, ne permettant souvent pas d’accéder à 
l’ensemble de l’écosystème étudié. Apparues vers la fin des années 2000, les technologies de 
séquençages nouvelle génération (NGS) ont révolutionné les approches d’étude des séquences 
d’ADN, que cela soit pour le séquençage de nouveaux génomes ou l’étude de communautés 
environnementales (Glenn, 2011; Shendure and Ji, 2008). Avec les méthodes de 
métabarcoding et les NGS haut-débit, il est possible de multiplexer de nombreux échantillons 
simultanément et d’avoir une profondeur de séquençage très importante, de l’ordre de 
plusieurs millions de séquences par séquençage, dépassant d’au minimum 5 fois la profondeur 
du Sanger automatisé par électrophorèse capillaire (Metzker, 2010). Alors que l’identification 
d’espèces était auparavant réalisée sur des organismes isolés, l’utilisation de méthodes de 
séquençage haut-débit permet désormais l’identification d’une plus grande proportion des 
individus appartenant à un écosystème spécifique directement depuis l’amplification PCR de 
l’ADN environnemental (ADNe), sans passer par des étapes de clonage (Bohmann et al., 
2014). L’ajout des NGS aux méthodes de métabarcoding a donc permis une augmentation de 
la rapidité, de la précision ainsi que de la résolution dans l’identification des genres/espèces 
(Gibson et al., 2014; Ji et al., 2013; Taylor and Harris, 2012). De plus, avec la forte 
diminution du coût du séquençage, l’utilisation de réplicats est devenu possible, augmentant 
ainsi la robustesse des analyses (Thomas et al., 2012). 
Depuis le développement des méthodes de séquençage haut débit, le nombre d’études 
faisant appel au métabarcoding et aux techniques qui lui sont associées est en augmentation. 
Les plateformes NGS ont pu être utilisées pour mieux caractériser les communautés 
environnementales complexes et observer les éventuels changements et dynamiques au sein 
des structures de ces communautés, et ce dans une grande variété d’environnements (Fierer et 
al., 2007; Ji et al., 2013; Taberlet et al., 2012; Valentini et al., 2016). Ces modifications, 
pouvant être considérées mineures mais très informatives sur l’état d’un écosystème, ne sont 
pas discernables avec des méthodes traditionnelles moins sensibles, comme le séquençage 
Sanger, d’où le fort impact que les séquenceurs NGS ont eu sur les études écologiques (Huse 
et al., 2010; Roesch et al., 2007; Sogin et al., 2006). Le métabarcoding ne permet pas une 
quantification absolue du nombre de cellules présentes dans l’échantillon, mais permet 
d’obtenir des résultats semi-quantitatifs, avec une bonne représentativité des proportions 
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relatives des différents taxons détectés au sein d’un même échantillon (Amend et al., 2010b). 
Les cellules majoritaires vont toutefois conduire à une forte représentation sur l’ensemble des 
séquences obtenues, ce qui occulter les microorganismes plus rares en fonction de la 
profondeur de séquençage. En complément, si la quantité d’un taxon est recherchée, le 
séquençage haut-débit peut alors être couplé avec des qPCR pour une quantification précise 
de ce taxon (Dannemiller et al., 2014b; Yamamoto et al., 2014). 
Différentes études ont décrit les paramètres spécifiques associés à divers protocoles de 
métabarcoding utilisant les NGS (Abdelfattah et al., 2017; Bálint et al., 2014; Cristescu, 2014; 
D’Amore et al., 2016; Ficetola et al., 2016). Le choix de la technologie de séquençage haut-
débit pour les études écologiques et environnementales reste largement discuté et étudié, et la 
sélection d’une plateforme de séquençage s’effectue sur plusieurs critères. La qualité des 
séquences générées est le critère primordial à prendre en considération, car influant très 
fortement les analyses (Schloss et al., 2011). Un autre facteur essentiel dans les études de 
métabarcoding est la taille des séquences générées, afin que celle-ci soit adaptée à 
l’assignation taxonomique à l’aide de marqueurs génétiques (Wang et al., 2007). Enfin, un 
autre aspect à prendre en compte est le ratio nombre de séquences/coût financier : plus une 
méthode pourra proposer un séquençage à faible coût, plus il sera possible de multiplexer 
plusieurs échantillons au sein d’un seul séquençage. En ce qui concerne les études 
environnementales, trois principales techniques ont été/sont utilisées (Metzker, 2010; 
Shokralla et al., 2012) :  
- Pyroséquençage 454 
Cette technologie de séquençage a été lancée en 2005 par Roche, et s’est placée comme 
la première technique de séquençage nouvelle génération. Elle a été utilisée durant près d’une 
décennie et a permis une avancée considérable dans la biologie moléculaire, et notamment 
dans les analyses de populations, en permettant le séquençage à faible coût d’un nombre 
beaucoup plus important de séquences que ne le permettait le séquençage Sanger. 
Le fonctionnement de cette méthode de séquençage est le suivant. Les banques de brins 
d’ADNe sont préparées avec l’ajout d’adaptateurs aux extrémités des brins d’ADN. Les 
fragments sont ensuite fixés par leur adaptateur sur des billes, avec un fragment par bille, puis 
une PCR en émulsion est réalisée. Ce type de PCR consiste en la formation d’une bulle de 
nature lipidique qui devient un mini-réacteur à PCR, et chaque bille se recouvre de millions 
de copies de la séquence qui y était fixée (voir Figure 2.9.a). Une fois l’amplification 
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effectuée, les billes sont déposées dans une plaque PTP (PicoTiter Plate) comportant des 
millions de puits permettant le dépôt d’une seule bille par puits (voir Figure 2.9.b). Le 
pyroséquençage a alors lieu dans chaque puits, permettant ainsi de distinguer les différentes 
séquences de la banque. Durant le séquençage, lorsqu’un nucléotide est ajouté par la 
polymérase, un pyrophosphate lié au nucléotide est libéré. Une série de réactions 
enzymatiques permet de transformer la libération de ce pyrophosphate en lumière, et il est 
ainsi possible de détecter l’ajout de nucléotide à la séquence. La quantité de lumière est 
directement proportionnelle au nombre de nucléotides additionnés. Les nucléotides sont 
ajoutés successivement, permettant de déterminer le signal lumineux dans chaque puits pour 
chacune des bases ajoutées. Les profils lumineux mesurés, les pyrogrammes, sont ensuite 
transformés en séquence d’ADN (voir Figure 2.9.c). 
 
Figure 2.9 : Pyroséquençage utilisant une plateforme Titanium 454 (Roche) (Metzker, 2010).  
(a) Dans une PCR à émulsion, le mélange réactionnel contenu 
dans une émulsion eau-huile est créé pour encapsuler les 
complexes ADN-billes dans une seule goutte. L’amplification 
PCR est réalisée dans ces gouttes pour générer des billes 
contenant plusieurs milliers de copies d’une même séquence 
d’origine. Les billes peuvent ensuite soit être liées chimiquement 
à une surface de verre, soit déposées dans une plaque PTP.  
(b) Suite au chargement des billes portant l’ADN amplifié dans 
les puits de la plaque PTP, d’autres billes sont ajoutées, portant 
les enzymes sulphurylase et luciferase à leur surface. Dans cet 
exemple, un seul type de dNTP (ici la cytosine) est montré 
comme étant déposé sur la plaque PTP. La détection de la 
lumière générée par l’ajout de dNTP est effectuée pour chaque 
puits par un dispositif à transfert de charges haute résolution.  
(c) La lumière générée par la succession de réactions 
enzymatiques est enregistrée sous forme de pics nommés 
« flowgram » ou « pyrogram », et transformée en séquence 
ADN. 
Chapitre 2 – Etude bibliographique : la flore microbienne associée aux constructions             
en terre crue 
 
- 63 - 
 
De par sa méthode, le pyroséquençage 454 permet l’analyse de séquences d’ADN 
relativement longues, ce qui est particulièrement intéressant pour la précision de l’annotation 
taxonomique dans les études écologiques. Le fait qu’aucun agent chimique de déblocage 
d’extension ne soit utilisé permet de limiter les risques d’extension incomplète ou différée 
(Metzker, 2010), mais cela implique également une difficulté à séquencer les régions 
homopolymèriques. Le pyroséquençage 454 reste également une technologie relativement 
onéreuse. Le nombre de lectures obtenues lors d’un séquençage n’est parfois pas 
suffisamment profond pour étudier la totalité de certains échantillons complexes et atteindre 
toutes les espèces présentes (Claesson et al., 2010). L’arrivée de nouvelles technologies, plus 
performantes et/ou à moindre coût, a rendu l’utilisation du pyroséquençage 454 moins adaptée 
pour l’étude des communautés microbiennes, et les plateformes de séquençage 454 ont été 
arrêtées par Roche en 2016 (D’Amore et al., 2016). 
- Séquençage Illumina 
La chimie Illumina utilisée pour le séquençage a été commercialisée en 2007 par Solexa, 
et s’est rapidement imposée dans le domaine du séquençage de génomes entiers grâce à son 
importante production de séquences. 
La méthode de séquençage fonctionne de manière différente du pyroséquençage 454. La 
plateforme Illumina utilise une méthode de séquençage par synthèse couplée à une 
amplification par pont (« bridge ») à la surface de la « flowcell » (cellule dans laquelle se 
déroule le séquençage) (voir Figure 2.10.a). La banque des fragments d’ADN est préparée en 
ajoutant des adaptateurs aux deux extrémités des séquences. Grâce à ses adaptateurs, les 
simples brins d’ADN se fixent aléatoirement à la surface de la « flowcell ». Ensuite, des 
cycles de PCR « bridge » sont réalisés, c’est-à-dire que les adaptateurs proches du brin fixé 
servent d’amorces, permettant l’amplification localement d’un même brin et ainsi la 
génération de millions de groupes denses (« clusters »). Durant le séquençage, des nucléotides 
marqués avec un fluorochrome, spécifiques à chaque base, sont ajoutés et une modification 
chimique empêche l’addition de nucléotide après eux (Figure 2.10.b). La « flowcell » est 
excitée pour mesurer au niveau de chaque cluster les fluorochromes présents et donc les 
nucléotides ajoutés. Un traitement chimique vient ensuite libérer le fluorochrome fixé sur les 
nucléotides et permet l’ajout à nouveau de nucléotides marqués durant le cycle suivant de 
séquençage. En répétant ces étapes, et grâce à la correspondance fluorochrome – nucléotide, il 
est possible de séquencer chaque cluster (voir Figure 2.10.c). 
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Figure 2.10 : Séquençage utilisant la chimie Illumina (Solexa).  
(a) L’amplification sur phase solide 
se décompose en de deux étapes : 
fixation du simple brin de référence 
sur les adaptateurs du support, puis 
amplification en pont du brin de 
référence avec les amorces 
(adaptateurs) les plus proches afin 
de former un cluster.  
 
 
(b) Les quatre types de nucléotides 
marqués chacun par un 
fluorochrome spécifique sont 
utilisés pour l’extension du brin de 
référence. L’ajout d’un nucléotide 
marqué bloque l’extension du brin. 
Une fois les nucléotides non fixés 
éliminés par lavage, la fluorescence 
est mesurée pour chaque cluster. 
L’étape de clivage permet de retirer 
le fluorochrome et de rendre l’ajout 
de nouveaux nucléotides possible.  
 
 
 
 
 
 
 
(c) Le signal du fluorochrome 
associé au nucléotide ajouté dans 
chaque cluster est détecté. Ici le 
séquençage de deux clusters est 
montré pour 6 lectures (Metzker, 
2010). 
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En comparaison de la précédente technique de séquençage haut débit, le séquençage 
Illumina présente plusieurs avantages. Dans leur étude, Luo et al. (2012) ont comparé les 
communautés microbiennes obtenues par les méthodes de séquençage 454 et Illumina. Les 
profils de communautés obtenus sont similaires, et la principale différence se trouve alors 
dans le nombre de séquences produites et le coût de séquençage. Les séquences générées sont 
à minima d’aussi bonne qualité qu’avec le 454, mais la chimie Illumina présente l’avantage 
d’avoir une profondeur de séquençage bien meilleure, et ce pour un coût moins important 
(Caporaso et al., 2012; Claesson et al., 2010; Kozich et al., 2013; Smith and Peay, 2014). La 
détection des nucléotides un par un permet également une meilleure détection des régions 
homopolymorphiques par rapport au séquençage 454. Ces différents avantages de la chimie 
llumina par rapport au pyroséquençage 454 en font donc la technologie de métabarcoding 
actuellement privilégiée pour les études de diversité microbienne. Toutefois, une des limites 
de cette technique est la taille des séquences amplifiables. Celles-ci doivent être de l’ordre de 
500pb maximum (séquençage de 2x250pb), ce qui est inférieur aux tailles envisageables en 
pyroséquençage 454 ou en séquençage Sanger. Cette contrainte peut s’avérer problématique 
pour l’assignation taxonomique de certaines séquences, pour discriminer des genres ou 
espèces très proches phylogénétiquement. De plus, le risque de déphasage, c’est-à-dire d’une 
extension incomplète, est plus important du fait de l’utilisation d’agents chimiques pour 
débloquer l’extension une fois les nucléotides ajoutés.  
- Séquençage IonTorrent 
La technologie d’IonTorrent est développée par Thermo Fisher Scientific depuis 2010. La 
préparation des banques est basée sur un principe similaire à celui du pyroséquençage 454, à 
savoir l’amplification PCR à émulsion à la surface de billes (Shendure and Ji, 2008). Les 
millions de billes portant chacune des millions de copies d’une seule séquence par bille sont 
déposées dans des puits individuels sur une puce de séquençage semi-conductrice (Rothberg 
et al., 2011). Chaque type de nucléotide est introduit de manière cyclique en présence de 
polymérase. L’ajout d’un nucléotide particulier est détectée par la libération d’ions 
hydrogène, et permet ainsi de générer la séquence amplifiée dans chaque puits.  
L’Ion Torrent présente l’avantage d’être une plateforme plus petite et moins chère que les 
autres. Le temps de séquençage est également fortement réduit, passant de plusieurs dizaines 
d’heures pour les autres technologies à quelques heures pour l’Ion Torrent. Néanmoins, dans 
une comparaison entre un séquençage par Illumina et par Ion Torrent, Salipante et al. (2014) 
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ont montré que le séquençage Ion Torrent était caractérisé par une profondeur de séquençage 
et une qualité des séquences inférieures à celles obtenues par chimie Illumina (Tableau 2.2). 
Enfin aucun système de blocage d’extension n’est utilisé, et plusieurs nucléotides peuvent être 
ajoutés à la suite durant un seul cycle de séquençage, ce qui peut provoquer des erreurs pour 
les régions homopolymèriques. 
Tableau 2.2 : Systèmes de séquençage nouvelle génération et leurs caractéristiques. 
Les plateformes présentées concernent celles utilisées en métabarcoding pour les communautés 
environnementales. Adapté de (Staats et al., 2016). 
Appareil Société 
Temps de 
séquençage 
(h) 
Séquences / 
séquençage 
Taille des 
séquences 
(base) 
Données de 
sortie 
454 GS 
Junior Plus 
Roche 18 70 x 10
3
 700 70 Mb 
MiniSeq Illumina® 24 44-55 x 10
6
 2x 150 6,6-7,5 Gb 
MiSeq Illumina® 56 44-55 x 10
6
 2x 300 13,2-15 Gb 
NextSeq 
500 
Illumina® 29 
Jusqu'à 800 
x 10
6
 
2x 150 100-120 Gb 
Ion PGM™ 
System 
Ion 
Torrent™ 
7,3 4-5,5 x 10
6
 400 1,2-2,0 Gb 
Ion 
Proton™ 
System 
Ion 
Torrent™ 
4 60-80 x 10
6
 200 
Jusqu'à 10 
Gb 
 
Bien que les NGS soient un outil extrêmement utile pour mesurer l’abondance des 
différents taxons dans un environnement, cette mesure n’est toutefois pas absolue, notamment 
du fait de biais pouvant intervenir à la fois lors de l’amplification PCR et/ou du séquençage 
(Fierer et al., 2009). L’ADNe peut être trop dégradé et empêche alors une amplification ou un 
séquençage correct du marqueur génétique. L’obligation de passer par une étape de PCR 
depuis l’ADNe induit des biais potentiels qui risquent d’influencer l’estimation de la 
biodiversité (Bik et al., 2012). Ces biais peuvent être causés par des erreurs à deux niveaux : i) 
durant la préparation de la banque d’amplicons, ii) durant l’amplification des banques avant le 
séquençage (PCR en émulsion, PCR en pont, etc.). Ces erreurs lors de la synthèse de 
nouveaux brins d’ADN peuvent être des substitutions ou des insertions/délétions de régions, 
et sont dépendantes du type de polymérase utilisée et du nombre de cycles d’amplification 
(Cline et al., 1996). Le choix des amorces lors de la PCR est également une source de biais 
dans l’analyse des communautés (Lindahl et al., 2013). Pour limiter ces biais, il est donc 
recommandé d’utiliser une polymérase Hot-start, de limiter le nombre de cycles 
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d’amplification, de diminuer la température d’hybridation ainsi que de regrouper plusieurs 
réplicats PCR par échantillon (Lindahl et al., 2013). Concernant ce dernier point, Smith et 
Peay (2014) se sont intéressés à l’effet de différents nombres de réplicats de PCR regroupés, 
puis séquencés ensemble sur des échantillons de sols pour rechercher les ectomycorhizes. Les 
auteurs n’ont pas observé de différences significatives entre réplicats pour la diversité ou la 
structure des communautés étudiées, les effets de la localisation du prélèvement ou de la 
méthode de séquençage étant bien plus prédominants. Le regroupement des réplicats ne 
permettait pas d’améliorer l’abondance relative car la proportion des taxons était relativement 
identique entre eux. Enfin, des erreurs peuvent également apparaître lors du séquençage, par 
exemple avec la désynchronisation ou l’arrêt prématuré du séquençage pour certains clusters 
lors de la chimie Illumina. 
Le développement des méthodes de séquençage haut-débit est en constante évolution, et 
de nouvelles techniques ont été régulièrement mises au point au cours de ces dernières années. 
La troisième génération de séquenceur, c’est-à-dire les méthodes permettant de séquencer 
directement des molécules d’ADN sans passer par des étapes préliminaires, peut être 
intéressante pour obtenir une représentativité plus juste de la biodiversité de l’écosystème 
étudié. La technologie de PacBio, apparue en 2011, permet le séquençage de longs fragments 
d’ADN, d’en moyenne 5kb mais pouvant monter jusqu’à 30kb. Cette technique fonctionne 
avec l’amplification de molécules d’ADN uniques par des polymérases fixées à l’intérieur de 
structures nanophotoniques, et l’incorporation de nucléotides est alors détectée par 
fluorescence. Actuellement, le faible débit de séquençage (50 000 lectures / séquençage) et 
l’important taux d’erreurs rendent cependant cette technique inadaptée pour le métabarcoding. 
Le MinION, commercialisé par Oxford Nanopore depuis 2015, est une autre plateforme de 
séquençage de troisième génération, avec la particularité d’avoir la taille d’une clé USB. Le 
principe de cette méthode est de faire passer les fragments d’ADN de la banque dans un 
nanopore. Le passage d’un brin d’ADN modifie alors le courant électrique au niveau du 
nanopore, et cette variation peut être mesurée. Chaque base modifiant le courant électrique de 
manière différente, il est possible en traitant le profil électrique mesuré de le transformer en 
séquence d’ADN. La portabilité de cette appareil ainsi que ses performances de séquençage 
lui ont permis d’être déjà utilisé dans de nombreux cas, comme lors de l’épidémie d’Ebola au 
Libéria en 2015 (Hoenen et al., 2016) ou dans la station spatiale internationale (Rainey, 
2016). Mais bien qu’il ne soit pas nécessaire de passer par des étapes d’amplification en 
amont, ces techniques demandent l’utilisation d’ADN de très bonne qualité, ce qui est 
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rarement le cas dans les études environnementales. De plus, puisque l’ensemble des génomes 
environnementaux est séquencé, le pourcentage de pb correspondant aux régions d’un 
marqueur génétique sélectionné est très faible, même si la plateforme présente une bonne 
profondeur de séquençage. Il faudrait donc passer par un enrichissement des régions ciblées 
afin de régler en partie ces problèmes de profondeur de séquençage trop faible (Logares et al., 
2014; Zhou et al., 2013).  
Suivant la technique de séquençage sélectionnée, un marqueur génétique doit être choisi 
en fonction des contraintes de cette technique. 
2.2.3.3.4.2. Sélection du marqueur génétique 
Les acides nucléiques représentent actuellement le marqueur le plus efficace pour 
l’assignation taxonomique des microorganismes. Lors de l’utilisation des techniques de 
métabarcoding, l’un des paramètres les plus importants est le choix de la région qui sera 
amplifiée et utilisée comme marqueur génétique (« barcode »). La région sélectionnée se doit 
de répondre à plusieurs critères essentiels (Valentini et al., 2009) : 
i) Elle doit être universelle, c’est-à-dire présente chez tous les organismes du taxon 
étudié. 
ii) Elle doit être robuste, avec des régions fortement conservées au niveau de ses 
extrémités 5’ et 3’, afin que des amorces universelles puissent s’hybrider sur les 
régions bordantes. 
iii) Elle doit présenter une variabilité suffisamment importante pour permettre une 
discrimination des différents genres/espèces, mais doit être identique entre 
individu d’une même espèce. 
iv) Si la séquence n’est pas encore identifiée pour certaines espèces, elle doit contenir 
suffisamment d’informations phylogénétiques pour permettre une assignation à 
des niveaux taxonomiques plus hauts.  
v) Elle doit être standardisée, c’est-à-dire que la même région doit être utilisée pour 
l’ensemble des groupes taxonomiques étudiés, afin de pouvoir réaliser des 
comparaisons. 
Avec l’importance capitale de la standardisation des différents marqueurs génétiques, 
l’évaluation de l’efficacité des régions candidates fut le principal objectif au début des 
techniques de métabarcoding. Le « Consortium for the Barcode of Life » (CBOL) a ainsi 
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standardisé l’identification des espèces par marqueurs génétiques, notamment en spécifiant 
quels marqueurs devaient être utilisés pour chaque groupe taxonomique. Par exemple, en ce 
qui concerne les animaux, le gène mitochondrial codant pour la cytochrome c oxydase I a été 
défini comme la région à utiliser pour le métabarcoding (Hebert et al., 2003b). Toutefois, 
cette région n’est pas adaptée pour les autres groupes taxonomiques, comme les plantes ou les 
champignons (Hollingsworth et al., 2009). Pour les microorganismes, les gènes ribosomiques 
sont de très bons candidats. De par leur fonction vitale chez les organismes, ils sont présents 
dans l’ensemble des individus. Ils ne sont que très rarement transférés horizontalement, ce qui 
assure la spécificité d’une séquence attribuée à un taxon. Ces gènes possèdent à la fois des 
domaines très conservés, portant des fonctions essentielles à la viabilité de l’organisme, et des 
régions hypervariables, permettant leur utilisation pour la comparaison phylogénétique des 
séquences. Chez les bactéries, le gène codant pour l’ARNr 16S est la région la plus 
couramment utilisée dans toutes les méthodes moléculaires pour l’identification taxonomique 
(Andersson et al., 1997; Rintala et al., 2002). Dans le cas des champignons, les régions ITS1 
et ITS2 ont été proposées comme marqueurs génétiques universels à utiliser (Schoch et al., 
2012). 
Bactéries – ARNr 16S 
La région la plus couramment utilisée pour identifier les communautés bactériennes se 
situe au niveau du gène codant pour l’ARN ribosomique 16S (Tringe and Hugenholtz, 2008). 
Sur la totalité de la séquence codante pour l’ARNr 16S, neuf sous-régions variables ont pu 
être distinguées, chacune séparée par une région très conservée (voir Figure 2.11) (Baker et 
al., 2003; Wang and Qian, 2009). 
 
Figure 2.11 : Représentation schématique de la séquence codant pour l’ARNr 16S avec les 
régions conservées (vert) et hypervariables (bleu). Adaptée de (Singer et al., 2016). 
Actuellement, les limites des techniques de séquençage haut débit ne permettent pas de 
séquencer la totalité de la région codant pour l’ARNr 16S, d’où la nécessité de sélectionner 
une sous-région comme marqueur génétique. Ayant un rôle très important sur le profil 
microbien observé (Kumar et al., 2011), le choix de cette région ainsi que le design des 
amorces ont fait l’objet de nombreuses études, afin de déterminer quels sont la région et/ou le 
couple d’amorces optimaux pour l’étude des flores bactériennes (Kim et al., 2011; Klindworth 
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et al., 2013; Yu et al., 2012). L’utilisation de communautés artificielles (« mock ») permet de 
tester l’efficacité de marqueurs génétiques de manière contrôlée (Kozich et al., 2013). Dans 
une étude in silico, Yang et al (2016) ont aligné les différentes régions hypervariables 
présentes dans les bases de données afin de générer des arbres phylogénétiques et ainsi 
évaluer la variabilité de chacune de ces régions. La région V4 serait la région la plus variable, 
et donc la plus efficace pour l’étude taxonomique, suivie par les régions V5 et V6 (voir Figure 
2.12). Actuellement, les études utilisent essentiellement les régions V3-V4 ou V4-V5 pour 
l’identification des communautés bactériennes (Barberán et al., 2015; Caporaso et al., 2011, 
2012; Emerson et al., 2015; Fierer et al., 2012a; Parada et al., 2016; Takahashi et al., 2014). 
 
Figure 2.12 : Représentation schématique des différentes régions variables du gène codant 
pour l’ARNr 16S. 
Les régions rouges (V2, V8) ont une faible résolution phylogénétique. Les régions vertes (V4, 
V5, V6) sont potentiellement les meilleurs choix pour les analyses phylogénétiques. La carte 
d’amorces provient de Lutzonilab (http://lutzonilab.org/16s-ribosomal-dna/) (Yang et al., 
2016). 
Champignons - ITS 
L’étude des flores fongiques par les méthodes de barcoding reste plus complexe que dans 
le cas des flores bactériennes. La résolution taxonomique de l’analyse des champignons par 
métabarcoding est fortement dépendante de la sélection du marqueur génétique utilisé (Arfi et 
al., 2012; Schoch et al., 2012), et les résultats sont difficilement comparables si le marqueur 
choisi est différent. La séquence ciblée ne doit pas être trop longue ou contenir des introns, 
cela pouvant gêner l’amplification et le séquençage de nouveaux groupes taxonomiques 
(Lindahl et al., 2013). En effet, dans l’étude d’Ihrmark et al. (2012) réalisée sur une 
communauté artificielle en utilisant le séquençage 454, la taille du marqueur génétique serait 
inversement corrélée avec l’abondance détectée. La variabilité des régions ITS rend ces 
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séquences particulièrement intéressantes comme marqueur génétique (Nilsson et al., 2008, 
2009, 2012; Schoch et al., 2012). D’autres marqueurs alternatifs à l’ITS ont parfois été 
utilisés, comme les régions codant pour la grande sous-unité de l’ARNr (LSU/28S) ou la 
petite sous-unité ribosomale (SSU/18S), en particulier pour certains groupes taxonomiques 
comme les Zygomycètes ou les Gloméromycètes. Ces régions restent toutefois insuffisantes 
pour permettre l’étude des flores fongiques totales par les techniques NGS (Tedersoo et al., 
2015). 
Alors que le séquençage Sanger permet le séquençage de la totalité des deux régions ITS, 
les techniques de séquençage haut-débit ne permettent pas la production de séquences aussi 
grandes, et il est donc nécessaire de sélectionner une des deux régions comme marqueur 
génétique (voir Figure 2.13). Le choix entre l’ITS1 et l’ITS2 est une source potentielle de 
biais dans l’analyse des communautés fongiques. L’ITS1 a largement été utilisé dans de 
nombreux travaux (Adams et al., 2013c, 2013a; Amend et al., 2010a; Barberán et al., 2015; 
Buée et al., 2009; Danielsen et al., 2012; Emerson et al., 2015; Gardes and Bruns, 1993; 
Schmidt et al., 2013; White et al., 1990) tandis que d’autres études préfèrent utiliser l’ITS2 
comme marqueur (Korpelainen et al., 2016; Rocchi et al., 2017). Dans leur étude comparative 
entre ITS1 et ITS2, Blaalid et al. (2013) concluent que ces deux régions conduisent dans la 
majorité des cas à des résultats similaires lorsqu’elles sont utilisées pour du métabarcoding 
chez les champignons, avec cependant certaines variations pour certains taxons (Lecanorales 
plus abondants dans les librairies d’ITS2 et Agaricales présentant plus de genres différents 
dans les librairies d’ITS1). A l’inverse, les travaux de Tedersoo et al. (2015) et de 
Bazzicalupo et al. (2013) suggèrent que la région ITS2 serait plus variable, et couvrirait une 
diversité fongique plus grande que l’ITS1. Au final, il serait intéressant lorsque cela est 
possible d’utiliser les deux régions ITS afin d’obtenir des informations sur les communautés 
fongiques certes différentes mais complémentaires (Buée et al., 2016). 
 
Figure 2.13 : Carte de la région ribosomale comportant les ITS 1 et 2 ainsi que les amorces utilisées 
par Terdersoo et al. (2015). Adaptée de (Tedersoo et al., 2015). 
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Le choix des couples d’amorces est également un critère important dans les études de 
métabarcoding, car l’universalité des amorces pour les ITS est en partie limitée. Différents 
couples d’amorces ciblant le même marqueur génétique peuvent conduire à la détection de 
taxons différents, ce qui a pu être observé in silico (Bellemain et al., 2010) ou sur des 
échantillons environnementaux (Op De Beeck et al., 2014; Tedersoo et al., 2010). Les 
amorces apporteraient un biais significatif, avec des effets importants sur la composition de la 
communauté fongique observée (Arfi et al., 2012; Blaalid et al., 2013). Selon le choix du 
couple d’amorces utilisé pour l’ITS1, 2% de la composition de la communauté au niveau des 
OTUs seraient par exemple impactés (Tedersoo et al., 2015). 
2.2.3.3.4.3. Analyses des données de séquençage 
Une fois les séquences obtenues à la suite des séquençages haut-débit, leur nombre 
important rend ces données difficiles à traiter sans l’utilisation d’outils bio-informatiques 
spécifiques. Plusieurs pipelines bio-informatiques peuvent être utilisés pour traiter ces 
séquences, comme les outils QIIME, MOTHUR ou encore OBITOOLS (Boyer et al., 2016; 
Caporaso et al., 2010; Schloss et al., 2009). Différentes étapes sont nécessaires afin d’obtenir 
la table taxonomique globale de la communauté étudiée : 
i) Démultiplexage des séquences : lors du séquençage, des index sont ajoutés en 
amont des séquences afin de pouvoir conserver la correspondance séquence – 
échantillon. Lors du traitement des données de séquençage, les index sont retirés et 
les séquences réassignées aux échantillons correspondants. 
ii) Assemblage des séquences : le séquençage Illumina est réalisé en pair-end, ce qui 
signifie que l’amplification a lieu depuis les extrémités 5’ et 3’ de la séquence. Il 
est donc nécessaire de fusionner des séquences chevauchantes afin de reconstruire 
complètement les séquences initiales. Les séquences ainsi obtenues sont filtrées 
selon leur qualité afin d’éliminer tout artefact (séquence trop courte, chimère, etc.) 
issu du séquençage.  
iii) Clustering des séquences : avec une très grande quantité de séquences, il est 
nécessaire de rassembler les séquences les plus proches en clusters à l’aide de 
différents algorithmes, afin de faciliter par la suite l’analyse des données (Chen et 
al., 2013). Cette étape permet notamment de diminuer l’impact des erreurs lors du 
séquençage ou de l’amplification PCR. En effet, même avec des erreurs sur 
quelques bases, les séquences seront suffisamment similaires pour être associées à 
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la séquence initiale dans le cluster. Chaque cluster forme alors une Unité 
Taxonomique Opérationnelle (OTU), correspondant à un groupe d’individus avec 
une taxonomie plus ou moins précise. Le clustering s’effectue à un seuil de 
similarité fixé, dans la majorité des cas à 97%, ce qui est proche des similarités 
intra-espèces chez les procaryotes (Kim et al., 2014). Dans le cas de taxons très 
proches, le seuil de similarité de 97% ne sera parfois pas suffisant pour les 
discriminer (Nilsson et al., 2008). Certaines études utilisent parfois un pourcentage 
de similarité plus stringent à 99% (Rocchi et al., 2017), ce qui permet d’améliorer 
l’identification de certains taxons spécifiques, mais peut d’un autre côté conduire à 
une surestimation de la diversité totale, par exemple à cause des variations intra-
génomiques des multi-copies des marqueurs génétiques. Cela rend également la 
banque générée plus sensible aux erreurs de séquençage. Dans certains cas, une 
fois le clustering effectué, les OTUs singletons (1 seule séquence) ou avec trop peu 
de séquences sont retirées des jeux de données, car pouvant être associés à des 
erreurs de séquençage ou des groupes taxonomiques trop minoritaires (Auer et al., 
2017; Brown et al., 2015). Dans le cas de l’étude des ITS, un retrait des régions 
bordantes 5,8S et 28S est également possible grâce au Hidden Markov Model 
(HMM) et permet ainsi d’extraire uniquement l’ITS pour faciliter l’assignation 
taxonomique des séquences par la suite (Bengtsson-Palme et al., 2013). L’étape de 
clustering peut toutefois conduire à une perte d’information, notamment lorsque 
les rôles et fonctions métaboliques sont pris en compte. Deux espèces proches 
phylogénétiquement mais ayant des fonctions métaboliques différentes peuvent 
être assemblées dans le même cluster, ce qui empêchera leur discrimination (Eren 
et al., 2014; McElroy et al., 2013). 
iv) Assignation taxonomique : une fois les clusters d’OTUs effectués, les séquences 
représentatives de ces OTUs sont alignées sur des bases de données pour permettre 
une assignation taxonomique par similarité des séquences. Différents outils 
d’alignement de séquences sont utilisés, les plus communs étant BLAST (Altschul 
et al., 1990), BLAT (Kent, 2002) ou encore USEARCH (Edgar, 2010). Les 
principales bases de données utilisées pour l’assignation des séquences 16S des 
bactéries sont SILVA (Pruesse et al., 2007; Quast et al., 2013) et Greengenes 
(DeSantis et al., 2006). Pour les champignons, la base de données UNITE sert 
souvent de référence pour l’assignation taxonomique (Kõljalg et al., 2005, 2013). 
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Que cela soit pour les bactéries ou les champignons, GenBank peut également être 
utilisée pour la vérification de séquences non assignées ou à un niveau 
phylogénétique trop imprécis. 
v) Construction de la table d’OTUs : Une fois chaque OTU assignée à une 
taxonomie, une table d’OTUs est réalisée afin d’avoir une correspondance entre 
cette taxonomie et le nombre de séquences détectées dans chaque échantillon. Afin 
de pouvoir comparer plus facilement les échantillons entre eux et malgré une 
diminution de la profondeur de séquençage, Weiss et al. (2017) recommandent la 
normalisation des tailles des banques en amont des analyses. 
Une fois la table d’OTUs générée, des analyses statistiques sont effectuées afin d’obtenir 
des données descriptives des communautés étudiées (Bálint et al., 2016), les deux principales 
caractéristiques étant la diversité alpha et beta. La diversité alpha correspond à la diversité au 
sein d’un seul échantillon. A l’inverse, la diversité beta correspond à la diversité entre les 
différents échantillons, en les comparant à l’aide d’analyses multivariées (ANOSIM, 
PERMANOVA) et d’outils de visualisation comme les Analyses en Composante Principale 
(PCA), les Analyses en Coordonnées Principales (PCoA) ou le Positionnement 
Multidimensionnel Non-Métrique (NMDS) (Buttigieg and Ramette, 2014; Thomas et al., 
2012). D’autres données comme les abondances relatives des individus de la communauté, à 
différents niveaux taxonomiques, peuvent être obtenues afin d’observer les profils 
taxonomiques des échantillons séquencés. 
 
Comme pour toute technique, l’estimation de la diversité par métabarcoding est 
cependant soumise à de nombreuses limites et biais (Taberlet et al., 2012). Tout d’abord, 
l’extraction d’ADN n’est pas homogène entre les différents groupes de microorganismes, et 
impacte donc directement les résultats des analyses. De même, le choix et la résolution 
taxonomique du marqueur génétique sélectionné, ainsi que les amorces utilisées pour 
l’amplifier, influencent fortement le profil de la communauté étudiée. Cette approche est 
semi-quantitative, et se base donc sur la proportion de séquences d’une population au sein 
d’un échantillon. Le nombre de copies des régions choisies (région ribosomale 16S bactérien, 
régions ITS fongiques) peut varier d’une espèce à l’autre (Herrera et al., 2009), et il est 
difficile d’évaluer quel sera l’impact de cette variation sur leur abondance relative finale. De 
plus, certaines espèces peuvent porter dans leur génome plusieurs variants du marqueur 
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génétique sélectionné, ce qui peut par la suite conduire à des biais dans l’analyse des données 
(Reeder and Knight, 2009).  
D’autres biais techniques sont également à prendre en compte. Bien qu’étant de haute 
fidélité, les polymérases peuvent effectuer des erreurs lors de la PCR ou le séquençage, et 
ainsi conduire à des séquences mal assignées (Carlsen et al., 2012; Degnan and Ochman, 
2012). La profondeur de séquençage peut aussi représenter une limite, surtout dans le cas de 
multiplexage. Il faut que la quantité de séquences générées soit suffisante pour couvrir la 
totalité des amplicons de chaque banque, sinon les organismes rares risquent alors d’être non 
détectés. Lorsque l’abondance des organismes est irrégulière dans un environnement, il est 
également possible que les taxons rares soient occultés par ceux les plus communs, et il est 
donc important de bien répartir les prélèvements et d’avoir une profondeur de séquençage 
suffisante (Adams et al., 2013b). La profondeur de séquençage étant corrélée à la richesse 
observée (Haegeman et al., 2013), l’étape de normalisation des banques est nécessaire pour 
limiter les éventuels biais liés à des quantités de séquences différentes. Toutefois, cela peut 
conduire à une perte d’information concernant les taxons les plus rares. Une autre limite avec 
les séquençages haut-débit est le séquençage préférentiel des petites séquences. Ce problème 
est relativement peu impactant dans le cas du 16S, car les tailles des régions codant pour les 
ARNr sont très proches au sein des bactéries. En revanche, dans le cas des champignons, les 
régions ITS peuvent être fortement variables, pouvant aller de 200 à 600pb, pouvant causer un 
biais dans la représentativité de la communauté. 
Ainsi, une étude récente a montré que dans le cas du 16S, le nombre de séquences par 
OTUs, et donc l’abondance relative, ne serait pas forcément corrélée à l’abondance réelle des 
individus dans l’échantillon étudié (Edgar, 2017a). En étudiant in silico l’abondance 
d’espèces bactériennes présentes dans des communautés artificielles par l’amplification de la 
région V4 du gène ribosomal 16S, l’auteur a pu observer que les différences du nombre de 
copies de ce gène dans les génomes ainsi que les mésappariements des amorces conduisaient 
à des biais dans les résultats d’abondance obtenus. De plus, la variabilité dans le nombre de 
copies du gène codant pour le 16S ainsi que la possibilité de mésappariement des amorces 
peuvent conduire à des variations d’abondance observée non corrélées à des différences 
d’abondance réelle. 
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Le choix des pipelines bio-informatiques pour traiter les données influe également sur le 
résultat final (Cristescu, 2014). L’utilisation d’étape de clustering pour les séquences très 
proches peut aussi être une source de réduction de la diversité taxonomique réelle (Kõljalg et 
al., 2013; Yamamoto and Bibby, 2014). Des séquences qui peuvent être issues d’espèces très 
proches phylogénétiquement mais différentes pourraient être assemblées dans un même OTU, 
diminuant alors la diversité. A l’inverse, un clustering trop stringent peut conduire à la 
séparation de taxons pourtant issus de la même espèce et une surestimation de la diversité 
(Kunin et al., 2010). Suivant le pourcentage de similarité choisi, l’étape de clustering des 
différentes séquences donc est une étape pouvant réduire la diversité réelle au niveau des 
espèces. En comparant de larges données de séquences d’ARNr 16S, Robert C. Edgar suggère 
que le clustering à 97 % ne serait pas assez précis pour permettre l’identification correcte 
jusqu’au niveau de l’espèce, et préconise alors un clustering plus stringent, de l’ordre de 99 % 
ou 100 % pour y parvenir (Edgar, 2017b). Il n’existe pas encore de protocole standardisé et 
rigoureux pour l’ensemble des analyses de données et l’interprétation des résultats. Les 
données de sorties, comme le nombre d’OTUs ou leur assignation taxonomique, sont relatives 
aux différents pipelines utilisés (algorithmes différents pour le filtre qualité, le clustering, 
l’alignement, etc.), ce qui limite les possibilités de comparaisons de la diversité entre études.  
Enfin, il est nécessaire que l’espèce ou le genre ait été identifié en amont et que sa 
séquence soit référencée dans des bases de données fiables et robustes, corrélées à des isolats 
morphologiquement identifiés, pour permettre une assignation taxonomique précise (Taberlet 
et al., 2012). Bien que ce problème d’exhaustivité des bases de données s’améliore au fur et à 
mesure des années, la proportion de non-assignés reste importante, en particulier chez les 
champignons. La présence de séquences non assignées, notamment jusqu’au niveau de la 
famille, suggère la présence d’espèces encore non décrites car trop éloignées des espèces 
actuellement connues (Langarica-Fuentes et al., 2015). Les différences de qualité et 
d’abondance des séquences des différentes espèces dans les bases de données influencent la 
probabilité d’identification d’un taxon particulier (Kõljalg et al., 2013). Par ailleurs, dans le 
cas des champignons, les régions ciblées par les amorces sont souvent partagées par d’autres 
organismes eucaryotes (plantes, oomycètes, etc.), ce qui conduit parfois à de fortes 
proportions de séquences non fongiques et diminue alors la profondeur de séquençage 
(Schmidt et al., 2013). Dans ces situations, il est nécessaire de trouver un compromis entre la 
spécificité des amorces et le recouvrement de l’ensemble des taxons fongiques (Toju et al., 
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2012), conduisant à l’utilisation d’amorces relativement « non spécifiques » pour étendre la 
diversité fongique observable.  
 
Malgré ces limites, les méthodes de métabarcoding par séquençage haut-débit 
représentent une révolution du paradigme des études environnementales. La profondeur de 
détection des organismes est bien plus importante qu’avec les méthodes précédentes, et cela a 
permis de caractériser de manière plus précise de nombreuses flores microbiennes et de 
compléter les banques de données avec les séquences correspondant à des espèces non 
cultivables, que ce soit pour la flore associée à l’habitat humain, ou la flore du sol servant de 
matière première dans le cas des habitations en terre crue. 
2.3. Etude des flores environnementales 
L’étude des communautés microbiennes de l’habitat et des matériaux de construction est 
une étape importante pour appréhender et comprendre l’influence de ces organismes sur la 
santé des occupants. 
Les matériaux de constructions conventionnels subissent un grand nombre de traitements 
qui altèrent fortement les microorganismes présents dans les matières premières. Dans le cas 
des matériaux en terre crue, celle-ci est généralement séchée à température ambiante, et ne 
subit pas de modification physico-chimique aussi importante que dans le cas d’autres 
matériaux comme le béton ou le plâtre. Ainsi, il est possible que les flores microbiennes 
initialement présentes dans le sol utilisé pour la construction soient conservées à la surface et 
dans le matériau final, et doivent donc être prises en considération lors des travaux sur la 
caractérisation microbienne proliférant dans et sur les matériaux en terre crue. 
De nombreuses études ont également été menées sur les communautés microbiennes à 
l’échelle de l’habitat. Les bactéries et champignons présents dans l’air et les poussières 
intérieures ainsi que sur les surfaces des bâtiments ont été caractérisés par différentes 
méthodes, culturales ou moléculaires. Différentes origines de ces microorganismes ont ainsi 
été distinguées. Les facteurs pouvant influencer ces flores doivent être pris en compte car ils 
pourraient affecter de la même manière les microorganismes présents sur les matériaux en 
terre crue lorsque ceux-ci sont présents dans les habitats. Parmi ces facteurs, une forte 
humidité, due par exemple à des accidents hydriques (dégâts des eaux, remontées capillaires, 
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etc.), peut avoir un impact fort sur les communautés microbiennes et leur prolifération. Ce 
phénomène est particulièrement important dans les problématiques sanitaires. 
En effet, le développement de microorganismes dans l’habitat peut, sous certaines 
conditions environnementales, conduire à des risques pour la santé des occupants du bâtiment. 
La qualité de l’air intérieur peut être altérée par de nombreux polluants dont ceux produits lors 
de la prolifération de microorganismes, en particulier de moisissures, au sein du bâtiment. Ces 
problématiques de développement microbien dans l’habitat et sur les matériaux de 
constructions sont reliées à différentes conditions, et peuvent conduire à l’apparition de 
certaines pathologies respiratoires chez les occupants. C’est pourquoi il est important de 
caractériser les flores des matériaux de construction et leurs conditions de développement afin 
de pouvoir mieux contrôler ces risques. 
2.3.1. Flore microbienne du sol 
Le sol est composé d’une grande diversité taxonomique au sein de ses écosystèmes 
(Torsvik et al., 2002; Tringe et al., 2005). Un gramme de sol contiendrait environ 10
9 
cellules 
et 10
6
 taxons différents, ce qui témoigne de leur forte diversité (Curtis et al., 2002; Gans et al., 
2005). Cet environnement complexe constitue un des plus grands réservoirs biologiques, et 
notamment en ce qui concerne les microorganismes (Roesch et al., 2007; Whitman et al., 
1998).  
Les microorganismes sont un composant essentiel des écosystèmes terrestres (Maron et 
al., 2011; Torsvik and Øvreås, 2002; Van Der Heijden et al., 2008). Un vaste panel de modes 
de vie peut être retrouvé, comme des organismes décomposeurs (saprophytes) (Berg and 
McClaugherty, 2013), mutualistes des plantes (endophytes, mycorhiziens) (Allen, 1991; 
Courty et al., 2010; Smith and Read, 2010) ou encore opportunistes/pathogènes. Les 
microorganismes du sol jouent ainsi un rôle dans de très nombreux processus écologiques 
comme l’acquisition de nutriments (Smith and Read, 2010), le recyclage de l’azote (Tiedje, 
1988) et du carbone (Högberg et al., 2001) ou encore la structure du sol (Rillig and Mummey, 
2006). Ces effets sont notamment étudiés pour leur impact essentiel sur la productivité des 
plantes. Par exemple, les bactéries fixatrices d’azote présentes dans le sol permettent un 
enrichissement de la terre en azote et en phosphore et subviennent ainsi à des besoins capitaux 
pour les plantes. Le processus de minéralisation, c’est-à-dire la décomposition des matières 
organiques solubles et insolubles ainsi que la conversion en matières inorganiques 
assimilables par d’autres organismes, est réalisé par les microorganismes du sol et permet de 
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renouveler l’accessibilité en nutriments (Schimel and Bennett, 2004). Environ 80% des 
espèces de plantes à travers le monde sont en symbiose au niveau des racines avec des 
champignons mycorhiziens qui permettent un apport en de nombreux composants (Azote, 
Phosphore, Cuivre, Zinc, Fer, etc.) en échange de carbone. Certaines bactéries produisent 
également des métabolites antifongiques permettant de protéger les plantes contre les 
champignons néfastes (Weller et al., 2002). Certains microorganismes peuvent être délétères 
pour les plantes (Phytophthora, Fusarium, Pythium, etc.), s’attaquant directement à elles ou 
en leur faisant concurrence dans l’accessibilité aux nutriments. Les microorganismes peuvent 
également être responsables de la nitrification du sol, rendant alors le milieu moins favorable 
au développement de certains organismes. 
L’utilisation de méthodes de biologie moléculaire basées sur la PCR et le séquençage de 
régions ribosomiques a permis de décrire avec une plus grande précision les flores 
microbiennes du sol. Ces techniques ont permis d’étudier, par profilage génétique et 
séquençage Sanger, des processus écologiques affectant la diversité des communautés 
fongiques (Artz et al., 2007; Fierer et al., 2007; Gomes et al., 2003; O’Brien et al., 2005; 
Schadt et al., 2003; Tedersoo et al., 2003). L’identification des flores microbiennes a pu être 
largement améliorée avec l’utilisation de séquençages haut-débit comme le pyroséquençage 
454 (Buée et al., 2009; Danielsen et al., 2012; Gottel et al., 2011; Jumpponen et al., 2010; 
Nacke et al., 2011; Rousk et al., 2010; Thomson et al., 2015; Will et al., 2010; Xu et al., 2012) 
ou le séquençage Illumina (Schmidt et al., 2013). 
De nombreux types de sols ont ainsi été caractérisés pour mieux appréhender la diversité 
microbienne qui les compose (voir Tableau 2.3). A travers les différentes études de 
métabarcoding sur des extraits de sols, les taxons bactériens majoritairement détectés 
appartiennent aux phylums Acidobacteria, Actinobacteria, α-proteobacteria, β-
proteobacteria, Bacteroidetes et ϒ-proteobacteria (Fierer et al., 2012b; Gottel et al., 2011; 
Nacke et al., 2011; Roesch et al., 2007; Thomson et al., 2015; Will et al., 2010). Dans le cas 
des études sur les champignons, ce sont les phylums Ascomycota et Basidiomycota qui ont été 
principalement identifiés, avec dans une moindre mesure le phylum Zygomycota (Buée et al., 
2009; Danielsen et al., 2012; Gottel et al., 2011; Jumpponen et al., 2010; Schmidt et al., 2013; 
Tedersoo et al., 2014; Thomson et al., 2015; Xu et al., 2012). Le type de terre (sol sableux, sol 
de forêt, etc.) joue toutefois un rôle important dans la composition des communautés 
microbiennes présentes. Par exemple, Fierer et al. (2005) ont évalué la présence de différents 
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grands groupes taxonomiques au sein de trois types de sols (sols désertiques, forestiers ou de 
prairie), et leur étude a révélé un ratio Fungi/Bacteria extrêmement élevé dans le cas du sol 
forestier. Dans le cas de l’horizon organique d’un sol forestier, prélevé entre 0 et 5 cm, de 
fortes abondances en Basidiomycètes sont détectées, et secondairement Ascomycètes et 
Mortierella (Buée et al., 2009). Différentes catégories de champignons ont pu être 
identifiées : des champignons saprophytes (Cryptococcus, Mortierella), parasitaires 
(Ceratobasidium), mutualistes (Lactarius) ou ectomycorhiziens (Boletales, Agaricales, 
Thelephorales, Russulales, Cantharellales, Sebacinales). Dans d’autres types de sol, les 
proportions des abondances relatives entre les phylums Ascomycota et Basidiomycota 
sont à peu près équivalentes (Jumpponen et al., 2010). A l’inverse, en prélevant entre 0 et 
10 cm de profondeur dans des sols de prairies, composés d’alluviaux argileux, Schmidt et 
al. (2013) ont établi une communauté fongique très différente, avec une abondance 
relative au niveau des principaux phylums de 78,14% pour les Ascomycota, 10,24% pour 
les Basidiomycota, 3,61% pour les Glomeromycota. L’étude de Xu et al. (2012) sur des 
sols agricoles démontre également une prévalence des Ascomycota sur les 
Basidiomycota, et en particulier des genres Phoma et Verticillium. Dans une vaste étude 
sur 365 sites de prélèvements à travers le monde, Tedersoo et al. (2014) ont caractérisé la 
flore fongique de très nombreux types de terre (sol de prairie, de toundra arctique, de forêt 
tropicale, etc.) et ont ainsi mis en évidence des variations significatives en fonction du type de 
sol ou encore de la position géographique, notamment avec l’impact du climat. Les principaux 
groupes fongiques sont présents dans tous les écosystèmes, mais en proportion variable. 
Ainsi, le ratio Ascomycota sur Basidiomycota est plus élevé dans les prairies et les forêts 
tropicales humides, mais plus faible dans les forêts de feuillus. D’autres taxons peuvent varier 
d’un type de sol à l’autre, comme Chytridiomycota, Cryptomycota et Glomeromycota qui sont 
plus divers dans les prairies que dans les autres sols. La profondeur de prélèvement intervient 
également dans la structure des communautés microbiennes observée. En étudiant différentes 
strates du sol, Will et al. (2010) ont mis en évidence la différence de diversité bactérienne 
suivant l’horizon observé, avec une association des phylums Actinobacteria, Bacteroidetes, 
Cyanobacteria, Fibrobacteres, Firmicutes, Spirochaetes, Verrucomicrobia, α-proteobacteria, 
β-proteobacteria, et ϒ-proteobacteria plutôt avec l’horizon A tandis que Acidobacteria, 
Chloroflexi, Gemmatimonadetes, Nitrospira seraient retrouvés de manière plus abondante 
dans l’horizon B. 
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Tableau 2.3 : Principaux taxons microbiens détectés dans différents types de sols. 
Type de sol 
Profondeur 
de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectées Références 
Champignons         
Sols forestiers 5 cm Pyroséquençage 454 
Basidiomycota (Ceratobasidium, Cryptococcus, 
Lactarius, Russula, Scleroderma, Inocybe), Ascomycota 
(Neofabraea, Cenococcum), Mortierella 
(Buée et al., 
2009) 
Sols urbains / ruraux 
de chênes 
15 cm Pyroséquençage 454 Ascomycota, Basidiomycota 
(Jumpponen et 
al., 2010) 
Sols de peupliers - Pyroséquençage 454 
Ascomycota (Pezizomycotina), Basidiomycota 
(Agaricomycotina) 
(Gottel et al., 
2011) 
Champs agricoles 20 cm Pyroséquençage 454 
Ascomycota (Phoma, Verticillium), Basidiomycota 
(Guehomyces, Cryptococcus), Zygomycota 
(Xu et al., 2012) 
Champs agricoles 20 cm Pyroséquençage 454 Filobasidiaceae, Mortierellaceae 
(Danielsen et 
al., 2012) 
Sols alluviaux 10 cm Séquençage Illumina Ascomycota, Basidiomycota 
(Schmidt et al., 
2013) 
Sols variés 5 cm Pyroséquençage 454 
Basidiomycota (Agaricomycetes), Ascomycota 
(Sordariomycetes, Leotiomycetes, Eurotiomycetes, 
Dothideomycetes), Mortierellomycotina, 
Mucoromycotina 
(Tedersoo et al., 
2014) 
Sols variés 20 cm Pyroséquençage 454 
Basidiomycota (Agaricomycetes, Tremellomycetes), 
Ascomycota (Eurotiomycetes, Sordariomycetes) 
(Thomson et al., 
2015) 
Bactéries         
Champs agricoles / 
Sol forestier 
10 cm Pyroséquençage 454 
Proteobacteria (β-proteobacteria, ϒ-proteobacteria), 
Bacteroidetes, Acidobacteria, Actinobacteria, 
Firmicutes 
(Roesch et al., 
2007) 
Sols de prairie Horizon A & B Pyroséquençage 454 
Acidobacteria, β-proteobacteria, Actinobacteria, 
ϒ-proteobacteria, α-proteobacteria, δ-proteobacteria 
(Will et al., 
2010) 
Sols de peupliers - Pyroséquençage 454 
Proteobacteria (α-proteobacteria, β-proteobacteria, ϒ-
proteobacteria), Acidobacteria, Verrucomicrobia 
(Gottel et al., 
2011) 
Sols forestiers / Sols 
de prairie 
Horizon A Pyroséquençage 454 
Acidobacteria, α-proteobacteria, Actinobacteria, β-
proteobacteria 
(Nacke et al., 
2011) 
Sols de prairie 0-5 cm Pyroséquençage 454 
Acidobacteria, α-proteobacteria, Bacteroidetes, 
Actinobacteria, β-proteobacteria 
(Fierer et al., 
2012b) 
Sols variés 20 cm Pyroséquençage 454 Actinobacteria, Acidobacteria, α-proteobacteria 
(Thomson et al., 
2015) 
 
De nombreux facteurs biotiques et abiotiques sont responsables de variations spatiales et 
temporelles au sein des communautés microbiennes présentes dans le sol, et en particulier la 
composition du sol. Le pH est un facteur très important dans la variabilité de la diversité et de 
la richesse microbienne du sol (Fierer and Jackson, 2006; Griffiths et al., 2011; Rousk et al., 
2010; Tedersoo et al., 2014; Thomson et al., 2015). Par exemple, les clusters des taxons 
bactériens présents dans des sols à un pH donné sont similaires pour d’autres sols de pH 
similaire. La concentration en azote a également un impact significatif sur la composition des 
communautés bactériennes (Campbell et al., 2010; Fierer et al., 2012a) et fongiques du sol 
(Egerton-Warburton et al., 2007; Frey et al., 2004). Plus particulièrement, le ratio C : N a un 
effet très significatif sur le profil des flores fongiques (Thomson et al., 2015). La saison aurait 
également un effet significatif sur l’abondance de certains taxons fongiques du sol 
(Jumpponen et al., 2010), mais ce facteur aurait un rôle bien inférieur à celui de la 
composition du sol (Thomson et al., 2015). La localisation géographique, et par extension 
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le climat ambiant, influence également fortement les communautés fongiques et 
bactériennes du sol (Cho and Tiedje, 2000; Fierer and Jackson, 2006; Green et al., 2004; 
Tedersoo et al., 2014). Celui-ci contient donc une très grande diversité de 
microorganismes, avec une forte hétérogénéité suivant le type de sol, la zone ou la 
profondeur de prélèvement. Les interprétations sont donc souvent prudentes car, en plus 
de l’ensemble de ces facteurs de variations, chaque méthode employée possède ses 
propres biais (Hirsch et al., 2010). 
2.3.2. Flore microbienne associée à l’habitat 
La flore microbienne présente au sein des habitats possède un fort impact sur la santé des 
occupants. Le lien entre l’être humain et l’environnement intérieur n’a fait qu’augmenter au 
cours de ces dernières décennies, avec actuellement un temps passé à l’intérieur de plus de 80 
% (Brasche and Bischof, 2005; Höppe and Martinac, 1998). Une faible diversité microbienne 
dans l’habitat aurait notamment une influence positive sur le développement de certaines 
pathologies comme l’asthme (Dannemiller et al., 2014a) et la présence de microorganismes 
particuliers sur des surfaces du bâtiment peut avoir un impact sur la transmission de certaines 
maladies (Boone and Gerba, 2007). C’est pourquoi il est parfois indispensable d’obtenir des 
mesures précises de l’exposition aux microorganismes, et plus particulièrement lors d’études 
sanitaires (Karvonen et al., 2014).  
2.3.2.1. Origines des microorganismes à l’intérieur des habitats 
Les bâtiments sont des écosystèmes variés et complexes, composés de milliards de 
microorganismes interagissant entre eux et avec leur environnement (Frankel et al., 2012; 
Kembel et al., 2012). Au sein des habitats, les microorganismes présents dans l’air, sur le sol 
et sur les surfaces à l’intérieurs des bâtiments peuvent provenir de sources très diverses 
(Adams et al., 2013c; Dunn et al., 2013; Hospodsky et al., 2012; Squinazi, 2002; Täubel et al., 
2009). Pour ce qui est de la flore de l’air intérieur, deux types peuvent être distingués : i) la 
flore naturelle de l’air, aussi appelée flore de base, comportant des spores fongiques et 
quelques espèces bactériennes (p. ex. Bacillus), et la ii) la flore accidentelle, reliée 
essentiellement à la présence et aux activités humaines créant des bioaérosols. 
L’une des principales origines des microorganismes de l’habitat est l’environnement 
extérieur. Les microorganismes présents dans l’air hors des constructions pénètrent par les 
ouvertures (portes et fenêtres) lors de l’aération du bâtiment. Parallèlement, les 
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microorganismes transportés par l’homme, par l’intermédiaire des vêtements ou des 
chaussures, se déposent par la suite sur les surfaces intérieures. Cet impact de l’extérieur sur 
la flore intérieure est particulièrement marqué pour les communautés fongiques (voir Figure 
2.14) (Adams et al., 2013c; Shin et al., 2015). Ces dernières, en suspension dans l’air 
extérieur, sont très nombreuses et variées (Shelton et al., 2002), parfois plus que les flores 
bactériennes (Fierer et al., 2008). L’abondance des différents champignons composant les 
communautés fongiques de l’air extérieur est dépendante de la saison (Fröhlich-Nowoisky et 
al., 2009), de la géographie (Barberán et al., 2015), des conditions météorologiques, de 
l’activité humaine (zone rurale/urbaine) et est plus généralement soumise à une importante 
variation temporelle, avec des changements significatifs selon les jours (Pashley et al., 2012). 
Dans leurs travaux, Adams et al. (2013c) ont étudié par séquençage haut-débit les structures 
des communautés fongiques à l’intérieur et à l’extérieur de différentes résidences durant 1 
mois à deux saisons différentes. La majorité des champignons et des levures détectés 
provenaient de l’air extérieur, et la communauté fongique de cet air était effectivement 
variable selon à la fois la géographie et la saisonnalité. Puisque la flore intérieure serait en 
grande partie issue de l’air extérieur, cette dispersion au sein des flores extérieures impacterait 
alors de la même manière la flore intérieure observée. 
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Figure 2.14 : Schéma de la structure des communautés fongiques de l’air. 
Les communautés fongiques de l’air intérieur seraient dépendantes de la dispersion de celles de l’air 
extérieur (flèche noire), et de la croissance et resuspension depuis différents environnements intérieurs 
(flèches discontinues). Les résultats d’Adams et al. indiquent que la dispersion des espèces 
extérieures, changeant selon la géographie et les variations de saisons (flèches vertes), serait un 
déterminant de la diversité fongique intérieure plus important que la croissance et la resuspension 
associées à la fonction des pièces. Adapté d’Adams et al. (2013c). (Icônes réalisées par Freepik). 
Pour ce qui est des bactéries, la flore de base de l’air ne représente qu’un faible fraction 
dès lors qu’il y a présence et activité humaines, car, dans ce cas, la source des bactéries 
majoritairement présentes dans l’air est le microbiote humain (ensemble des microorganismes 
présents chez l’homme) (Adams et al., 2015; Dunn et al., 2013; Flores et al., 2013; Lax et al., 
2014; Qian et al., 2012; Ruiz-Calderon et al., 2016; Wilkins et al., 2017). Chaque humain 
possède à la surface de sa peau une flore bactérienne de composition et de structure 
particulières, qui peut même se révéler être une empreinte spécifique d’un individu (Dekio et 
al., 2005; Gao et al., 2007; Grice and Segre, 2011; Grice et al., 2008). La flore associée au 
revêtement cutané humain est en partie déposée à chaque contact avec une surface, comme les 
claviers d’ordinateurs (Fierer et al., 2010), les téléphones mobiles (Meadow et al., 2014a) ou 
encore les surfaces de l’habitat (Lax et al., 2014; Wilkins et al., 2016). L’homme perd près 
d’un milliard de cellules mortes cutanées par jour par desquamation (Milstone, 2004), et le 
décrochage de ces cellules dissémine par la même occasion des microorganismes dans 
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l’habitat (Tringe et al., 2008). Ainsi, la flore bactérienne détectée sur des surfaces intérieures 
est fortement corrélée à celle des occupants des bâtiments (Dunn et al., 2013; Flores et al., 
2011, 2013; Hewitt et al., 2012; Hospodsky et al., 2012; Lax et al., 2014; Rintala et al., 2008; 
Shin et al., 2015). Par exemple, parmi les bactéries détectées à la surface des cuisines, près de 
20% sont spécifiquement associés à la flore bactérienne des mains (Flores et al., 2013). En 
effectuant des prélèvements dans 40 résidences, Dunn et al. (2013) ont estimé qu’environ 
80% des bactéries sur les surfaces de l’habitation seraient associés à la flore humaine. Ce 
microbiote pouvant évoluer au cours du temps et des activités, ce changement peut conduire à 
une modification de la flore présente sur les surfaces dans les habitats (Wilkins et al., 2017). 
Les flores ORL, à travers la respiration, la toux ou les reniflements, viennent apporter des 
microorganismes supplémentaires dans l’air. La flore bactérienne associée à l’homme 
représenterait alors au moins 20 % de la flore de l’air dans les classes d’écoles (Hospodsky et 
al., 2012; Meadow et al., 2014b). En plus des surfaces et de l’air, les bactéries commensales 
de l’homme sont également retrouvées dans les poussières intérieures (Rintala et al., 2008; 
Täubel et al., 2009). L’occupation et l’activité humaine conduisent également à une mise en 
suspension dans l’air des microorganismes présents en surface ou dans les poussières, et donc 
à une augmentation des concentrations en bactéries et en champignons en suspension 
(Hospodsky et al., 2012, 2015; Meadow et al., 2014b; Qian et al., 2014). A l’inverse, lors de 
l’absence d’une personne de son habitat, l’empreinte de son microbiote sur les surfaces 
intérieures diminue sous quelques jours (Lax et al., 2014). La très faible quantité de 
champignons chez l’homme par rapport à la flore bactérienne explique le faible impact voire 
l’absence d’impact de la présence de l’homme sur la flore fongique (Huffnagle and Noverr, 
2013).  
Enfin d’autres macroorganismes, comme des animaux, des plantes ou des insectes, 
peuvent être une autre voie d’apport supplémentaire de microorganismes spécifiques de ces 
organismes dans les locaux (Fujimura et al., 2010; Hospodsky et al., 2012).  
 
Chaque environnement possède ses propres contraintes (sources de nutriments, humidité, 
température, etc.), et est plus propice au développement de certains microorganismes. La 
structure et la diversité des communautés bactériennes et fongiques sont donc différentes 
entre l’air extérieur (Fröhlich-Nowoisky et al., 2009), l’air intérieur (Adams et al., 2013c; 
Fierer et al., 2008), les poussières des bâtiments (Amend et al., 2010a; Rintala et al., 2008) et 
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à la surface des matériaux de construction humides (Andersen et al., 2011; Gravesen et al., 
1999). Grâce à de nombreux travaux, depuis les études par culture jusqu’au métabarcoding 
actuel, certains microorganismes majoritaires ont pu être identifiés. 
2.3.2.2. Flores microbiennes dans les habitats sains 
Champignons 
De nombreuses études se sont intéressées à la caractérisation des communautés fongiques 
à l’intérieur des habitats, que ce soit dans l’air, dans les poussières ou sur les surfaces de la 
construction (voir Tableau 2.4). 
Tableau 2.4 : Principaux taxons fongiques détectés dans différents environnements de l’habitat 
intérieur (air, poussières, surfaces). 
Environnement 
Méthode de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectés Références 
Air intérieur 
Habitations 
Aerocollecteur 
centrifugeur 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Aureobasidium, Alternaria), 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), Leotiomycetes 
(Botrytis), Sordariomycetes (Scopulariopsis, Acremonium) 
(Beguin and Nolard, 
1994) 
Habitations 
Aerocollecteur 
centrifugeur 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Alternaria), Eurotiomycetes 
(Aspergillus, Penicillium) 
(Takahashi, 1997) 
Habitations 
Aerocollecteur 
par impaction 
Culture 
Saccharomycetes (Candida), Dothideomycetes (Cladosporium 
herbarum & sphaerospermum & cladosporoides), 
Sordariomycetes (Myrothecium), Microbotryomycetes 
(Rhodotorula), Penicillium 
(Pastuszka et al., 2000) 
Habitations 
Aerocollecteur 
par impaction 
Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), Dothideomycetes 
(Cladosporium) 
(Hyvärinen et al., 2001) 
Bâtiments 
Aerocollecteur 
par impaction 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium), Eurotiomycetes (Penicillium, 
Aspergillus), champignons non-sporulants 
(Shelton et al., 2002) 
Habitations 
Aerocollecteur 
par impaction 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Alternaria), Eurotiomycetes 
(Penicillium, Aspergillus) 
(Dassonville et al., 2008) 
Classe d'université 
Aerocollecteur 
cyclonique 
Séquençage Sanger Sordariomycetes (Fusarium, Trichoderma) (Fierer et al., 2008) 
Hôpital Aerocollecteur Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), Dothideomycetes 
(Cladosporium, Alternaria) 
(Sautour et al., 2009) 
Habitations Sédimentation Pyroséquençage 454 
Tremellomycetes (Cryptococcus), Dothideomycetes 
(Cladosporium, Epicoccum, Aureobasidium, Alternaria, 
Phoma, Stemphylium), Eurotiomycetes (Penicillium, 
Aspergillus) 
(Adams et al., 2013c) 
 Ecoles, garderies Aerocollecteur Pyroséquençage 454 Agaricomycetes, Dothideomycetes, Eurotiomycetes (Shin et al., 2015) 
Poussières         
Bureaux 
Echantillonneur 
par aspiration sur 
filtre 
Culture 
Levures, Dothideomycetes (Aureobasidium, Cladosporium, 
Alternaria), Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus) 
(Chao et al., 2002) 
Habitations 
Echantillonneur 
par aspiration sur 
filtre 
Culture 
Eurotiomycetes (Aspergillus, Penicillium), Sordariomycetes 
(Trichoderma), Mucor  
(Santucci et al., 2007) 
Garderie Aspirateur Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Aureobasidium), 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus) Sordariomycetes 
(Acremonium) 
(Pitkäranta et al., 2008) 
Garderie Aspirateur Séquençage Sanger 
Dothideomycetes (Cladosporium, Aureobasidium, 
Leptosphaerulina, Macrophoma), Tremellomycetes 
(Cryptococcus), Malasseziomycetes (Malassezia), 
Saccharomycetes (Candida), Microbotryomycetes 
(Rhodotorula) 
Bâtiments 
Echantillonneur 
par aspiration sur 
filtre 
Pyroséquençage 454 
Dothideomycetes (Alternaria, Cladosporium, Epicoccum), 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus, Paecilomyces), 
Sordariomycetes (Fusarium, Stachybotrys) 
(Amend et al., 2010a) 
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Environnement 
Méthode de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectés Références 
Poussières 
Bureaux Aspirateur Séquençage Sanger 
Dothideomycetes (Cladosporium, Aureobasidium, 
Hormonema), Tremellomycetes (Cryptococcus), 
Malasseziomycetes (Malassezia), Saccharomycetes 
(Saccharomyces) 
(Pitkäranta et al., 2011) 
Université 
Echantillonneur 
par aspiration sur 
filtre 
Séquençage Illumina 
Dothideomycetes (Aureobasidium, Preussia), Saccharomycetes 
(Saccharomyces, Cyberlindnera), Microbotryomycetes 
(Rhodotorula), Tremellomycetes (Cryptococcus) 
(Korpelainen and 
Pietiläinen, 2016) 
Habitations 
Collecteur 
électrostatique de 
poussière 
Séquençage Illumina 
Dothideomycetes (Cladosporium, Epicoccum, Alternaria), 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), Wallemiomycetes 
(Wallemia) 
(Rocchi et al., 2017) 
Surfaces dans le bâtiment       
Habitations 
Géloses de 
contact, 
écouvillons 
Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus fumigatus et 
versicolor), Dothideomycetes (Cladosporium sphaerospermum, 
Alternaria alternata, Aureobasidium pullulans) 
(Beguin and Nolard, 
1994) 
Habitations 
Ecouvillons, 
Géloses contact, 
Adhésifs 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Ulocladium, Alternaria), 
Eurotiomycetes (Aspergillus) 
(Santucci et al., 2007) 
Habitations Ecouvillons Pyroséquençage 454 
Dothideomycetes (Cladosporium, Phoma), Tremellomycetes 
(Cryptococcus), Eurotiomycetes (Penicillium, Exophiala), 
Saccharomycetes (Candida), Malasseziomycetes (Malassezia), 
Microbotryomycetes (Rhodotorula), Wallemiomycetes 
(Wallemia), Sordariomycetes (Fusarium) 
(Adams et al., 2013a) 
 
Du fait de son impact sanitaire important, l’identification des champignons présents dans 
l’air de l’habitat a rapidement été un enjeu majeur. En utilisant des approches par culture, les 
principaux taxons isolés appartiennent aux Ascomycètes, et en particulier aux genres 
Cladosporium, Aspergillus, Penicillium et Alternaria. Par exemple, une étude sur les flores 
microbiennes présentes à l’intérieur d’habitations à Paris a conduit à la détection de 
Cladosporium, Aspergillus, et Penicillium dans environ 60% des logements, ainsi que 
d’Alternaria dans un peu moins de 20% des logements (Dassonville et al., 2008). Ces flores 
sont également détectées par culture dans les poussières et les surfaces des bâtiments.  
L’utilisation des méthodes de biologie moléculaire, et notamment de séquençage haut-
débit, a permis d’observer une diversité fongique plus importante, en particulier pour les 
Basidiomycètes qui étaient difficilement isolables. Ainsi, dans leur étude, Korpelainen et 
Pietiläinen (2016) ont détecté dans l’air intérieur de nombreux genres habituellement peu 
isolés comme Aureobasidium, Preussia ou encore des levures comme Cryptococcus ou 
Saccharomyces. Il existe toutefois certaines différences significatives entre les études de la 
flore de l’habitat recensées dans la littérature. Dans une étude sur la composition fongique 
intérieure globale, Amend et al. (2010a) ont montré une dominance du phylum Ascomycota. 
En effectuant des prélèvements de poussières à l’intérieur des constructions, Rocchi et al. 
(2017) ont également révélé une prévalence des Ascomycètes (79%) et une faible détection 
des Basidiomycètes (20%). A l’inverse, les résultats d’Adam et al (2013b, 2013c, 2013a) 
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révélaient une composition fongique diverse, avec une abondance importante des 
Agaricomycètes (Basidiomycètes) et des Dothideomycètes (Ascomycètes) dans les 
environnements intérieurs(Adams et al., 2013b, 2013c, 2013a). Enfin, les prélèvements de 
Shin et al. (2015) semblaient être composés majoritairement de Basidiomycètes, et plus 
particulièrement d’environ 60 % à 70 % d’Agaricomycètes. Ces différences peuvent toutefois 
être expliquées par plusieurs facteurs, variant suivant les études : méthodes de prélèvements 
(sédimentation, aspiration sur filtre, écouvillons, etc.), technologies de séquençage 
(pyroséquençage 454, séquençage Illumina), fonction du bâtiment (habitations, bureaux, 
université, garderies, etc.), ou encore localisation géographique (USA, France, Corée du Sud, 
etc.). Il est donc complexe de comparer ces résultats entre eux dans la mesure où de nombreux 
paramètres sont impliqués.  
Malgré ces variabilités entre études, certains genres fongiques ont toutefois été 
caractérisés comme étant associés à l’environnement intérieur. Les champignons présents à 
l’intérieur du bâtiment étant un sous-ensemble des champignons initialement présents à 
l’extérieur, la plupart des genres et espèces identifiés sont donc communs à ces deux 
environnements (Adams et al., 2013c; Amend et al., 2010a; Pitkäranta et al., 2008). Par 
exemple, le genre Cladosporium est un champignon xérotolérant, se retrouvant de manière 
très abondante à la fois dans l’air intérieur et extérieur (Amend et al., 2010a; An and 
Yamamoto, 2016; Yamamoto et al., 2012). Les principaux genres fongiques détectés dans 
l’air intérieur appartiennent aux Ascomycètes, comme Alternaria, Aspergillus, 
Aureobasidium, Cladosporium, Epicoccum, Fusarium, Paecilomyces, Penicillium, Phoma, 
Stachybotrys, et aux Basidiomycètes, avec essentiellement des levures (Candida, 
Cryptococcus, Cyberlindnera, Malassezia, Rhodotorula, Saccharomyces) et Wallemia. Au 
niveau des espèces, certaines sont plus fréquemment détectées, comme Cladosporium 
sphaerospermum, Penicillium chrysogenum, Aspergillus versicolor et niger ainsi que 
Stachybotrys chartarum. Cette relation entre flore intérieure et extérieure rend importante 
l’évaluation de ces deux flores pour comprendre les modifications des profils fongiques et 
pour détecter une prolifération spécifique à l’habitat de certaines espèces. 
Bactéries 
Des analyses sur les aérosols bactériens et des prélèvements de surface ont permis de 
dégager de la même manière une composition générale de la flore bactérienne intérieure, avec 
certains taxons majoritaires (voir Tableau 2.5). 
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Tableau 2.5 : Principaux taxons bactériens détectés dans différents environnements de l’habitat 
intérieur (air, poussières, surfaces). 
Environnement 
Méthode de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectés Références 
Air intérieur 
Habitations 
Aerocollecteur par 
impaction 
Culture 
Actinobacteria (Micrococcus), Bacilli 
(Staphylococcus) 
(Pastuszka et 
al., 2000) 
Chambres, bureaux, 
classes 
Aerocollecteur Culture 
Actinobacteria (Micrococcus, Kocuria), ϒ-
proteobacteria (Enterobacter, Acinetobacter, 
Pseudomonas), Bacilli (Staphylococcus) 
(Bouillard et al., 
2005) 
Classe d'université 
Aerocollecteur 
cyclonique 
Séquençage Sanger 
Flavobacteriia 
(Flavobacterium/Chryseobacterium), Cytophagia 
(Flexibacter), ϒ-proteobacteria 
(Enterobacteriaceae, Pseudomonas), α-
proteobacteria (Rhizobium, Sphingomonas), 
Actinobacteria (Arthrobacter, Cytophagia 
(Hymenobacter) 
(Fierer et al., 
2008) 
Hôpital Aerocollecteur Pyroséquençage 454 
β-proteobacteria, ϒ-proteobacteria, α-
proteobacteria, Actinobacteria 
(Kembel et al., 
2012) 
Classe d'université Aerocollecteur Pyroséquençage 454 
Actinobacteria (Proprionibacterineae, 
Micrococcineae, Staphylococcus, 
Corynebacterineae) 
(Hospodsky et 
al., 2012) 
Habitations Sédimentation Pyroséquençage 454 
Actinobacteria, Bacilli, α-proteobacteria, ϒ-
proteobacteria, β-proteobacteria 
(Adams et al., 
2014) 
Ecoles, garderies Aerocollecteur Pyroséquençage 454 
α-proteobacteria (Parracocus, Methylobacterium), 
ϒ-proteobacteria (Acinetobacter), Firmicutes 
(Staphylococcus, Bacillus), Actinobacteria 
(Corynebacterium, Micrococcus) 
(Shin et al., 
2015) 
Habitations Aerocollecteur Séquençage Illumina 
Actinobacteria (Acinetomycetales), Bacilli 
(Bacillales), ϒ-proteobacteria (Pseudomonadales) 
(Emerson et al., 
2017) 
Poussières         
Chambres, bureaux, 
classes 
Echantillonneur par 
aspiration sur filtre 
Culture 
Bacilli (Staphylococcus, Streptococcaceae), ϒ-
proteobacteria (Enteroccocaceae) 
(Bouillard et al., 
2005) 
Maisons de retraite Aspirateur Séquençage Sanger 
Actinobacteria (Corynebacterium, 
Propionibacterium), Bacilli (Staphylococcus, 
Streptococcus) 
(Rintala et al., 
2008) 
Habitations Aspirateur Séquençage Sanger 
Bacilli (Staphylococcus, Lactobacillus, 
Streptococcus) Actinobacteria (Corynebacterium, 
Propionibacterium), Proteobacteria 
(Täubel et al., 
2009) 
Classe d'université 
Echantillonneur par 
aspiration sur filtre 
Pyroséquençage 454 
Actinobacteria (Propionibacteriaceae, 
Micrococcineae), ϒ-proteobacteria 
(Enterobacteriaceae, Pseudomonas, 
Chryseomonas), α-proteobacteria (Sphingomonas, 
Acinetobacter) 
(Hospodsky et 
al., 2012) 
Surfaces du bâtiment       
Tables, photocopieurs, 
etc. 
Gélose contact Culture 
Actinobacteria (Micrococcus), 
Bacilli¸(Staphylococcus), α-proteobacteria 
(Agrobacterium, Methylobacterium) 
(Bouillard et al., 
2005) 
Habitations Ecouvillons Séquençage Illumina 
Actinobacteria, Bacilli, Clostridia, α-
proteobacteria, ϒ-proteobacteria, β-proteobacteria 
(Dunn et al., 
2013) 
 
Lors des différentes études portant sur la flore microbienne intérieure, les bactéries 
détectées appartiennent essentiellement aux phylums suivants (Adams et al., 2014; Bouillard 
et al., 2005; Dunn et al., 2013; Emerson et al., 2017; Fierer et al., 2008; Hospodsky et al., 
2012; Kembel et al., 2012; Rintala et al., 2008; Shin et al., 2015; Täubel et al., 2009) :  
i) β-proteobacteria 
ii) ϒ-proteobacteria : Enterobacteriaceae (Enterobacter), Pseudomonadaceae 
(Pseudomonas), Moraxellaceae (Acinetobacter) 
Chapitre 2 – Etude bibliographique : la flore microbienne associée aux constructions             
en terre crue 
 
- 90 - 
 
iii) α-proteobacteria : Rhizobiaceae (Rhizobium), Sphingomonadaceae 
(Sphingomonas) 
iv) Actinobacteria : Propionibacterineae (Propionibacterium), Micrococcineae 
(Micrococcus, Kocuria, Arthrobacter), Corynebacterineae (Corynebacterium) 
v) Firmicutes : Bacillaceae (Bacillus), Staphylococcaceae (Staphylococcus), 
Streptococcaceae (Streptococcus) 
Suivant les études, différents taxons sont détectés majoritairement dans les prélèvements 
d’air et de surface. Par exemple, les classes Actinomycetales, Bacillales et Pseudomonadales 
seraient majoritaires dans les habitats (Emerson et al., 2017). Dans l’étude de Shin et al. 
(2015), les espèces relatives à la flore humaine comme Micrococcus sp. et Staphylococcus sp. 
sont principalement détectées, mais avec certaines espèces environnementales comme 
Paracoccus sp. et Methylobacterium sp.. En observant différentes pièces de résidences, 
Adams et al. (2014) ont pu montrer une corrélation entre la flore humaine (ϒ-proteobacteria, 
Corynebacterineae, Propionibacterineae, Streptomycetaceae, Bacilli, etc.) et les pièces 
intérieures, et un lien entre les flores issues de sources extérieures (α-proteobacteria, 
Cyanobacteria, Deinococci, etc.) comme le sol ou des feuilles, et les zones externes de 
l’habitation (balcon). Dans l’ensemble, les bactéries présentes dans l’environnement intérieur 
seraient donc issues d’une combinaison de flores commensales de l’homme et de flores de 
l’environnement extérieur. Les proportions des différents taxons varient en fonction de 
nombreux facteurs comme l’aération, le traitement de l’air ou l’occupation des locaux. 
Facteurs de variation des communautés microbiennes intérieures 
La composition et la diversité des communautés microbiennes sont influencées par un 
large panel de facteurs biotiques et abiotiques.  
L’ensemble de ces facteurs rend la flore de chaque site souvent spécifique à un bâtiment 
voire un point du bâtiment, à un instant donné. Dans leur étude sur les communautés 
bactériennes chez 7 familles américaines durant 6 semaines (prélèvements de peau et de 
surface de l’habitation), Lax et al. (2014) ont mis en évidence que les prélèvements de 
différents sites (cuisine, salle de bains, etc.) au sein d’une même maison étaient moins 
différents que les prélèvements d’un même site dans plusieurs maisons différentes. Cette 
variabilité inter-bâtiment a été confirmée dans d’autres études, avec des flores microbiennes 
dans les habitats très variables d’une habitation à l’autre (Emerson et al., 2017; Tringe et al., 
2005). Dans le cas des flores bactériennes, cette spécificité de site peut être en partie 
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expliquée par le fait que la majorité des bactéries provient des individus présents dans la 
construction, chacun ayant une flore commensale et des modes de dissémination/maîtrise des 
flores spécifiques. De plus, des différences significatives ont été observées entre les flores des 
environnements extérieurs urbains et ruraux (Bowers et al., 2013). Pour ce qui est des flores 
fongiques, la localisation géographique semble avoir un impact très important sur la 
composition des communautés de l’air extérieur (Barberán et al., 2015). Dans la mesure où les 
champignons de l’intérieur proviennent en grande partie de l’extérieur, cette variabilité 
géographique peut se retrouver dans les flores de l’habitat (Adams et al., 2013c; Amend et al., 
2010a). 
L’architecture du bâtiment, comme la présence de ventilation, joue un rôle significatif 
dans la structure des communautés microbiennes intérieures (Kembel et al., 2012, 2014; Lax 
et al., 2014). Egalement, le type de surface dans le bâtiment a une influence sur la flore 
bactérienne qui s’y développera (Flores et al., 2011). Celles-ci peuvent être différentes au sein 
d’une même construction, suivant la fonction de la pièce (Kembel et al., 2014). Par exemple, 
les bactéries associées à la flore de l’homme sont plus fortement corrélées aux pièces avec une 
forte activité humaine, tandis que les bactéries d’origine environnementale sont plus présentes 
dans les lieux ouverts vers l’extérieur ou avec peu de présence humaine. L’occupation 
humaine augmente la présence des taxons spécifiques à son microbiote, mais la flore de l’air 
intérieur tend vers le profil de l’air extérieur lorsque l’environnement est bien ventilé, qu’il y 
ait une occupation humaine ou non (Meadow et al., 2014b). Le taux de renouvellement de 
l’air influence donc de manière significative la composition microbienne de l’habitat (Kembel 
et al., 2012). Le lieu de prélèvement (pièce, surface, etc.), l’aération et la présence humaine 
ont donc un rôle important dans le profil microbien qui est observé (Dunn et al., 2013; Flores 
et al., 2013; Hewitt et al., 2012). Dans d’autres cas, aucune variation significative n’est 
observée entre les différentes pièces, et ce malgré des différences d’usage et d’humidité 
(Adams et al., 2013c).  
En plus d’une variabilité importante entre les différents sites géographiques et au sein des 
habitations, les communautés microbiennes présentes dans les habitats ne sont pas 
équivalentes au cours du temps. Par exemple, les flores bactériennes de l’air intérieur peuvent 
connaître de fortes variabilités au sein d’une habitation sur de courtes durées, de l’ordre de 
quelques semaines, ainsi que sur des périodes plus longues (1 an), notamment à travers les 
saisons (Emerson et al., 2017; Fierer et al., 2008; Meadow et al., 2014b; Rintala et al., 2008). 
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De la même manière, la diversité des spores fongiques à l’intérieur des bâtiments varie en 
fonction des saisons, que cela soit sur un plan quantitatif ou qualitatif (Adams et al., 2013c; 
Fierer et al., 2008; Shelton et al., 2002). Pitkäranta et al. (2008) notent par exemple une plus 
forte abondance des taxons de levures dans les poussières intérieures en hiver, et des 
champignons filamenteux en été. A l’extérieur, les communautés microbiennes ont été 
observées comme étant plus différentes entre les saisons qu’au sein d’une même saison 
(Bowers et al., 2011, 2013). Les changements d’humidité relative et de température au sein de 
l’habitat sont souvent corrélés à des modifications de la flore microbienne intérieure 
(Dannemiller et al., 2014a; Frankel et al., 2012; Hyvärinen et al., 2002; Kembel et al., 2012; 
Pitkäranta et al., 2011; Sordillo et al., 2011). L’occupation de l’habitat influence également 
les dynamiques de flores en surface et dans l’air. L’activité humaine conduit à une remise en 
suspension des particules fongiques et des microorganismes dans l’air (Ferro et al., 2004; 
Qian et al., 2014), et à une diminution des flores commensales de l’homme lorsqu’un lieu 
devient inoccupé (Lax et al., 2014). A l’inverse, une plus forte concentration microbienne est 
donc détectée dans l’air lorsque les locaux sont occupés (Hospodsky et al., 2012, 2015; Qian 
et al., 2008). Le rôle des animaux dans la structure des communautés microbiennes de 
l’habitat a notamment été rapporté dans d’autres études (Dunn et al., 2013; Fujimura et al., 
2010).  
L’ensemble de ces facteurs témoigne des interactions complexes entre les caractéristiques 
physiques, environnementales et écologiques de ces écosystèmes. Le prélèvement sur une 
seule période de temps n’est pas toujours suffisant pour être informatif sur les 
microorganismes auxquels les habitants sont exposés tout au long de l’année, voire tout au 
long de leur vie.  
 
Parmi les genres bactériens et fongiques détectés dans des habitats à priori sans 
problèmes sanitaires, certains font tout de même partie de la liste des microorganismes 
potentiellement nocifs, du fait de leur production de toxines et d’allergènes (ASEF, 2012; 
Conseil Supérieur d’Hygiène Publique de France, 2006; Reboux et al., 2010). Toutefois, c’est 
lorsque le bâtiment présente des conditions d’humidité excessives que le risque sanitaire est le 
plus élevé. 
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2.3.2.3. Flore microbienne dans les habitats humides 
Sous certaines circonstances, il est possible que les bâtiments subissent des dégâts des 
eaux, causés par une fuite d’eau par le toit, une plomberie défectueuse, ou une forte 
condensation, entrainant alors une humidité intérieure très élevée et incontrôlée (Gravesen et 
al., 1999). Les phénomènes de moisissures dans les locaux apparaissent très souvent suite à 
ces accidents, avec des symptômes reconnaissables (odeurs de moisi, moisissures apparentes) 
présentant des risques sanitaires pour les occupants (Mendell et al., 2011). C’est pourquoi de 
nombreuses études ont cherché à caractériser les flores bactériennes et surtout fongiques se 
développant en conditions de forte humidité dans le bâtiment.  
L’humidité est un facteur primordial induisant le passage des microorganismes en phase 
active de multiplication. Une humidité croissante conduit à une augmentation de leur 
concentration et de leur richesse à la surface des matériaux de construction (Andersson et al., 
1997; Boutin-Forzano et al., 2004; Santucci et al., 2007) et dans les poussières du sol des 
habitations (Dannemiller et al., 2014a, 2016b; Kettleson et al., 2015; Pitkäranta et al., 2011). 
Dans le cas des bactéries, Kettleson et al. (2015) n’ont pas observé de modification de la 
richesse ou de la diversité de ces communautés dans les bâtiments ayant subi des dégâts des 
eaux. L’absence de corrélation entre l’augmentation de l’abondance de la flore fongique et la 
flore bactérienne peut être expliquée par le fait que le développement des champignons 
nécessite une activité de l’eau aw moins haute que pour les bactéries (Pastuszka et al., 2000). 
A l’inverse, d’autres études ont montré que certains taxons bactériens étaient détectés de 
manière plus importante dans les maisons fortement humides que dans les maisons saines 
(Kettleson et al., 2013; Rintala et al., 2004). D’autres paramètres, comme les conditions 
d’humidité et le type de matériau, peuvent rendre certains champignons plus invasifs que 
d’autres (Nielsen et al., 2004; Pasanen et al., 1992a). Cette modification de la flore intérieure 
perdure dans le temps, les communautés bactériennes et fongiques restant toujours altérées 
suite aux dégâts des eaux même après une réhabilitation du bâtiment (élimination des traces 
visibles du dégât des eaux, retour à une humidité relative intérieure intermédiaire) (Emerson 
et al., 2015). Cette subsistance des microorganismes associés aux dégâts des eaux présente 
alors un risque de re-prolifération si des conditions favorables sont de nouveau rencontrées.  
Différents taxons bactériens et fongiques ont été détectés dans les bâtiments ayant subi 
des dégâts des eaux (Tableau 2.6). En utilisant des approches par culture, il a été montré que 
les genres Penicillium et Aspergillus sont les plus associés à un excès d’humidité dans le 
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bâtiment, et en particulier les espèces Penicillium chrysogenum et Aspergillus versicolor 
(Andersen et al., 2011; Andersson et al., 1997; Gravesen et al., 1999; Niemeier et al., 2006; 
Reboux et al., 2009). En plus de ces deux genres, d’autres champignons filamenteux comme 
Alternaria, Chaetomium, Cladosporium et Stachybotrys sont également régulièrement 
détectés dans ces environnements. Les approches de biologie moléculaire ont confirmé 
l’abondance majoritaire des genres Penicillium et Aspergillus dans les bâtiments ayant subi 
des dégâts des eaux (An and Yamamoto, 2016; Dannemiller et al., 2017; Emerson et al., 
2015). 
Tableau 2.6 : Principaux taxons microbiens détectés dans différents environnements de l’habitat 
intérieur humide (air, poussières, surfaces) définis selon la littérature. 
Environnement 
Méthode de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectés Références 
Champignons     
Air intérieur 
Classes d'écoles 
Aerobiocollecteur 2 
étages 
Culture 
Dothideomycetes (Cladosporium, Alternaria), 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus) 
(Cooley et al., 1998) 
Habitations 
Aerocollecteur par 
impaction 
Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Dothideomycetes 
(Alternaria alternata, Cladosporium cladosporoides), 
Mucoromycotina (Absidia) 
(Pastuszka et al., 2000) 
Habitations Aerocollecteur Culture 
Eurotiomycetes (Aspergillus, Penicillium), 
Dothideomycetes (Cladosporium) 
(Niemeier et al., 2006) 
Habitations Collecteur impacteur Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus versicolor), 
Dothideomycetes (Cladosporium), Levures 
(Reboux et al., 2009) 
Poussières         
Bureaux Aspirateur Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), 
Sordariomycetes (Chaetomium, Stachybotrys), 
Dothideomycetes (Ulocladium, Cladosporium) 
(Chao et al., 2002) 
Habitations Aspirateur Culture 
Eurotiomycetes (Aspergillus, Penicillium), 
Dothideomycetes (Cladosporium, Alternaria), 
Sordariomycetes (Fusarium), Mucoromycotina (Mucor) 
(Niemeier et al., 2006) 
Bureaux Aspirateur Séquençage Sanger 
Eurotiomycetes (Penicillium), Dothideomycetes 
(Cladosporium) 
(Pitkäranta et al., 2011) 
Habitations 
Sédimentation dans 
une boîte de Petri 
Séquençage Illumina 
Eurotiomycetes (Penicillium), Dothideomycetes 
(Cladosporium) 
(Emerson et al., 2015) 
Habitations 
Fragments de tapis + 
Aspirateur 
Séquençage Illumina 
Eurotiomycetes (Aspergillus, Penicillium), 
Wallemiomycetes (Wallemia) 
(Dannemiller et al., 
2017) 
Surfaces du bâtiment       
Garderie 
Echantillonnage par 
fragments 
Culture 
Sordariomycetes (Stachybotrys chartarum, Chaetomium 
globosum), Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus 
versicolor, Paecilomyces variotii), Dothideomycetes 
(Cladosporium herbarum et sphaerospermum), 
Mucoromycotina (Mucor) 
(Andersson et al., 
1997) 
Bâtiments publics 
(écoles, garderies, etc.) 
Géloses contact, 
Adhésif 
Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus), 
Sordariomycetes (Chaetomium, Stachybotrys chartarum), 
Dothideomycetes (Ulocladium) 
(Gravesen et al., 1999) 
Habitations Ecouvillons Culture 
Eurotiomycetes (Aspergillus, Penicillium), 
Dothideomycetes (Cladosporium) 
(Niemeier et al., 2006) 
Habitations Ecouvillons Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium, Aspergillus versicolor), 
Dothideomycetes (Cladosporium), Levures,  
(Reboux et al., 2009) 
Habitations, bâtiments 
publics 
Géloses contact Culture 
Eurotiomycetes (Penicillium chrysogenum, Aspergillus 
versicolor), Sordariomycetes (Chaetomium, 
Acremonium), Dothideomycetes (Ulocladium, 
Cladosporium sphaerospermum) 
(Andersen et al., 2011) 
Habitations Ecouvillons Séquençage Illumina 
Dothideomycetes (Cladosporium, Alternaria, Crivellia), 
Microbotryomycetes (Rhodotorula), Tremellomycetes 
(Cryptococcus), Eurotiomycetes (Aspergillus) 
(An and Yamamoto, 
2016) 
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Environnement 
Méthode de 
prélèvement 
Méthode 
d'identification 
Principaux taxons détectés Références 
Bactéries     
Poussières         
Habitations 
Sédimentation dans 
une boîte de Petri  
Séquençage Illumina 
ϒ-proteobacteria (Moraxellaceae, Pseudomonadaceae, 
Enterobacteriaceae) 
(Emerson et al., 2015) 
Surfaces du bâtiment      
Garderie 
Echantillonnage par 
fragments 
Culture 
α-proteobacteria (Agrobacterium, Caulobacter), 
Actinobacteria (Mycobacterium, Arthrobacter, 
Streptomyces, Micrococcus), Bacilli (Paenibacillus, 
Bacillus pumilus et amyloliquefaciens) 
(Andersson et al., 
1997) 
 
Tout comme dans le cas le cas des environnements intérieurs sains, certaines études ont 
établi des corrélations entre la localisation du prélèvement (sol, murs, type de pièce, etc.) et la 
flore microbienne présente dans les bâtiments fortement humides (Bellanger et al., 2009; 
Reboux et al., 2009; Santucci et al., 2007). En plus de cette variabilité locale, le type de 
matériau étudié joue également un rôle important dans la composition de la flore fongique qui 
s’y développe en condition humide (An and Yamamoto, 2016; Andersen et al., 2011; 
Andersson et al., 1997; Doll, 2002; Hyvärinen et al., 2002; Pasanen et al., 1992a). Dans leur 
étude, Andersen et al. (2011) ont montré que des matériaux comme le plâtre ou le papier peint 
sont favorables au développement d’Acremonium, Penicillium chrysogenum, Stachybotrys, 
Ulocladium, et pas d’Aspergillus niger. Dans le cas du bois ou du contreplaqué, la 
prolifération d’Arthrinium phaeospermum, Aureobasidium pullulans, Cladosporium 
herbarum, Trichoderma et de levures a pu être observée. Ces résultats ont été confirmés dans 
d’autres études (Paic Lacaze, 2016). Enfin, les flores se développant sur les bétons humides 
appartiennent aux genres Aspergillus, Chaetomium, Mucor et Penicillium, qui sont des flores 
souvent détectées dans les poussières et le sol. Cela suggère que ces champignons seraient 
apportés par la saleté et, en étant capables de supporter les conditions modérément alcalines 
du béton carbonaté, seraient capables de se développer à la surface de celui-ci quand les 
conditions d’humidité le permettent. D’une manière générale Penicillium est le genre le plus 
retrouvé, quel que soit le matériau, tandis que le genre Aspergillus est souvent détecté sur des 
matériaux céramiques (béton, plâtre, etc.), sur les peintures et sur les colles. Le genre 
Stachybotrys est fortement présent sur les plâtres humides, en particulier les espèces S. 
chartarum et S. chlorohalonata (Andersen et al., 2003). D’autres genres fongiques, comme 
Acremonium (A. strictum), Chaetomium (C. globosum) et Trichoderma (T. harzianum), 
peuvent, dans une moindre mesure, proliférer en condition de forte humidité. Enfin, les zones 
du matériau de construction où le mycélium fongique est visible présentent très souvent une 
diversité fongique plus faible (An and Yamamoto, 2016). Le développement important d’un 
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champignon conduirait en partie à la monopolisation des ressources de l’écosystème par ce 
champignon, diminuant de fait la présence ou la détection d’une partie des flores minoritaires. 
Toutefois, il n’existe pas de profil type de flore issue d’une condition de forte humidité. Dans 
ses travaux, Paic Lacaze (2016) a mis en évidence la succession des microorganismes se 
développant sur des matériaux de construction dans ce type de condition. Par exemple, la 
production de composés azotés par des bactéries initialement présentes permettrait le 
développement par la suite de certains champignons. De nombreux facteurs seraient 
impliqués dans la dynamique de colonisation d’un support, comme la nature du matériau, ses 
propriétés physico-chimiques, les conditions environnementales ambiantes ou encore les 
communautés microbiennes présentes, notamment à travers les interactions néfastes entre 
microorganismes (champignons – champignons ou bactéries – champignons) avec la 
production de molécules antagonistes.  
Pour les bactéries, les organismes majoritairement identifiés sur des zones humides dans 
les bâtiments sont des bactéries à Gram positif (Rintala et al., 2008) et en particulier des 
Actinobacteria, comme Streptomyces (Rintala et al., 2002, 2004), et des mycobactéries 
(Andersson et al., 1997; Torvinen et al., 2006). De plus, le type de communauté bactérienne 
sur les surfaces humides intérieures est très souvent relié à la contamination fongique 
(Hyvärinen et al., 2002; Pitkäranta et al., 2008; Torvinen et al., 2006).  
Dans certaines conditions environnementales, les microorganismes présents dans l’habitat 
peuvent se développer de manière importante. Cela peut par la suite conduire à une 
dégradation de la qualité de l’air, et impliquer alors des risques pour la santé des habitants. 
2.3.3. Qualité de l’air et impacts sanitaires 
2.3.3.1. Enjeux de la qualité de l’air 
Actuellement, les humains passent plus de 80 % de leur temps à l’intérieur des bâtiments 
(Brasche and Bischof, 2005; Höppe and Martinac, 1998). Dans leur étude, Kirchner et al. 
(2011) ont suivi le temps de présence des individus au sein de leur logement. Bien que ces 
données varient suivant l’âge, le sexe ou l’activité des personnes, les habitants passeraient en 
moyenne 16 h par jour dans leur maison, dont 39 % du temps dans la pièce à coucher, 12 % 
dans le séjour et 11 % dans la cuisine. Si le temps de travail ou d’école est additionné, c’est au 
total entre 20 à 22 heures sur 24 qui sont passées dans des lieux intérieurs. Au sein d’un 
environnement clos, les occupants peuvent être exposés à une grande variété d’agents 
physiques et de contaminants chimiques ou microbiologiques, parfois sur de très longues 
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durées. Les effets de ces composants sur la santé dépendent de nombreux facteurs comme le 
temps d’exposition, les prédispositions génétiques, les facteurs socio-économiques ou encore 
les paramètres environnementaux. Bien qu’il existe une forte médiatisation de la pollution de 
l’air extérieur et de son impact sur la santé, cette sensibilisation est moins importante pour 
l’enjeu sanitaire que représente la pollution de l’air intérieur alors que le temps passé à son 
contact est bien plus important. 
L’impact de l’air intérieur sur la santé des occupants est une problématique qui s’est 
développée depuis une quarantaine d’années dans les pays industrialisés. L’expression « Air 
intérieur » a fait son apparition dans les années 70 et témoigne d’une prise de conscience du 
danger que peut représenter une mauvaise gestion de l’environnement à l’intérieur de 
l’habitat. Différents cas cliniques ont appuyé l’enjeu de l’air intérieur, comme l’utilisation de 
mousse urée-formol aux Etats-Unis qui a conduit à une contamination par du formaldéhyde 
des habitants de ces bâtiments (Marbury and Krieger, 1991). Ainsi, une revue scientifique 
spécialisée sur cette thématique, Indoor Air, fut fondée en 1991, démontrant l’intérêt 
grandissant pour ces problématiques. La qualité de l’air intérieur est donc devenue depuis ces 
dernières décennies une problématique de santé publique majeure (Krieger and Higgins, 
2002). De nombreuses études ont tenté d’évaluer l’importance et les risques sanitaires que 
représente la pollution intérieure, ainsi que de l’impact économique de ce danger. Dans une 
étude exploratoire menée par l’ANSES, l’OQAI et le CSTB, les auteurs se sont intéressés aux 
coûts socio-économiques que représente la pollution intérieure par différents polluants 
(benzène, radon, trichloréthylène, monoxyde de carbone, particules et fumée de tabac) ; ceux-
ci représenteraient une somme de 19,6 milliards d’euros par an, évaluée en se basant sur les 
coûts de mortalité (8,9 milliards), de qualité de vie (8,9 milliards), de perte de production (1,6 
milliard), de soins (360 millions), de recherche (11 million) ou encore sur le gain des retraites 
non versées (209 millions) (ANSES et al., 2014). Les problématiques de qualité de l’air 
intérieur ont un impact sanitaire et économique très important, il est donc essentiel de bien 
définir les sources de pollution induisant des risques pour la santé des habitants. 
2.3.3.2. Typologie de la pollution intérieure 
Un polluant de l’air correspond à toute matière, quel de soit son état (solide/liquide/gaz, 
poussière/gouttelettes, etc.), en suspension dans l’air et pouvant donc être inhalée par les 
individus. Bien que les principaux contaminants de l’air extérieur soient souvent identifiés et 
étudiés, les contaminants relatifs à l’air intérieur ne sont pas toujours bien définis, malgré le 
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fait qu’ils soient en contact avec l’homme sur des durées plus importantes (Kirchner et al., 
2011).  
De nombreux paramètres sont à prendre en compte lors de l’étude des contaminants 
aériens. Il est possible de distinguer deux principaux modes d’actions : i) les polluants dont 
les effets apparaissent suite à de courtes expositions et à de fortes concentrations, provoquant 
des irritations de la peau et des muqueuses respiratoires ou encore des nausées ; ii) les 
polluants dont les effets ne se manifestent qu’à la suite d’une exposition longue et 
généralement à une faible concentration, étant à l’origine par exemple de pathologies 
respiratoires, neurologiques, cardiovasculaires, voire cancéreuses. La diffusion des polluants 
au sein de l’air intérieur varie suivant l’hygrométrie ambiante, induisant ainsi une 
modification de leur présence dans l’air suivant les saisons. Un autre facteur essentiel dans la 
qualité de l’air est l’aération de l’environnement. En effet, une aération régulière permet un 
renouvellement de l’air intérieur par de l’air extérieur et ainsi une probable diminution des 
polluants dans l’habitat ou du moins une limitation de leurs concentrations dans les locaux. 
Elle permet également de réguler plus efficacement l’humidité au sein de l’habitat, et donc 
d’éviter la condensation de vapeurs d’eau sur une surface, pouvant conduire au 
développement de moisissures. 
Parmi l’ensemble des matières présentes en suspension dans l’air, il est possible de 
distinguer les catégories de polluants suivantes (Kirchner et al., 2011) : 
- Les polluants chimiques : monoxyde de carbone, composés organiques volatils 
(COV), aldéhydes ou encore plomb. Ces composés sont reliés à des pathologies dont 
les effets sont bien identifiés, comme l’irritation des yeux ou des voies respiratoires en 
présence de COV ou d’aldéhydes, le développement de pathologies respiratoires suite 
à l’exposition aux particules et oxydes d’azote ou encore le développement de cancers 
suite à l’inhalation de benzène ou de formaldéhyde (Viegi et al., 2004). 
- Les polluants physiques : radon, amiante, etc. L’inhalation de particules de radon ou 
d’amiante peut conduire à des développements de cancer du poumon (Bourdès et al., 
2000). 
- Les polluants biologiques : allergènes domestiques (acariens, chat, chien, etc.) et plus 
particulièrement les polluants microbiologiques, correspondant aux champignons et 
bactéries et à leurs métabolites. Les impacts de ces derniers sur la santé sont 
nombreux, allant de développements d’allergies et d’asthmes suite à l’inhalation de 
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COV d’origine microbienne à des toxi-infections ou des irritations respiratoires 
causées par des mycotoxines (Conseil Supérieur d’Hygiène Publique de France, 
2006). Les polluants biologiques incluent également les virus présents dans l’air, 
essentiellement d’origine humaine et pouvant causer des pathologies infectieuses 
(grippe, rhume, rougeole, etc.). Les réservoirs biologiques de la microflore intérieure 
sont principalement les moquettes, revêtements muraux, matériaux d’isolation, 
installations sanitaires, circuits de distribution de l’eau et systèmes de climatisation et 
de ventilation. Dans l’air, les microorganismes sont souvent adhérés aux particules de 
poussières et de saletés ou présents dans les gouttelettes émises par les éternuements et 
la toux (gouttes de Pflügge), et ils parviennent à se stabiliser notamment grâce à 
l’humidité contenue dans les gouttes d’aérosols.  
L’air intérieur est donc susceptible de contenir une diversité de particules polluantes, avec 
des impacts plus ou moins importants sur la santé des habitants. Les sources de ces 
contaminants peuvent être nombreuses : une partie des contaminants est apportée par l’air 
extérieur comme les gaz d’échappement (Chikara et al., 2009) ; la composition des matériaux 
de construction conventionnels peut également être liée à la présence de produits chimiques et 
de métaux lourds, pouvant impliquer par la suite des problèmes de santé chez les habitants ; 
enfin, la présence et le développement de microorganismes à l’intérieur de l’habitat peut 
conduire à une pollution biologique.  
Dans certaines conditions, les occupants peuvent présenter des symptômes médicaux 
(irritations des yeux, de la peau ou des voies respiratoires, troubles de la concentration, maux 
de tête, etc.) reliés à l’ensemble de leur environnement intérieur. Ce phénomène complexe 
est nommé Syndrome du Bâtiment Malsain (SBM) (Norbäck, 2009), et provient d’une 
combinaison de facteurs environnementaux (COV, biocontaminants, bruits, lumière trop 
faible, etc.), socio-professionnels (organisation du travail, etc.) et psychologiques. Bien que 
les polluants de l’air intérieur ne soient pas la seule cause de SBM, ils y contribuent 
fortement. L’humidité et le développement de moisissures sont très souvent impliqués dans 
l’augmentation du SBM (Crook and Burton, 2010) et la contamination microbienne est un 
facteur majeur de la pollution de l’air intérieur.  
2.3.3.3. Développement microbien et pollution de l’air intérieur 
Le développement de microorganismes au sein du bâtiment est une problématique 
répandue à travers le monde. Différents travaux ont tenté d’évaluer l’étendue des habitats 
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touchés par les moisissures. En France, près de 37% des logements présenteraient une 
contamination fongique, avec 15% des habitations ayant des moisissures visibles (Kirchner et 
al., 2011). Si on étend l’observation à l’ensemble de l’Europe du Nord et de l’Amérique du 
Nord, le taux de bâtiments contaminés par des moisissures serait compris entre 20 et 40 % 
(Brunekreef et al., 1989; Conseil Supérieur d’Hygiène Publique de France, 2006; Spengler et 
al., 1994). Lors d’une grande étude publiée par l’Organisation Mondiale de la Santé (2009), il 
est estimé que le problème d’humidité, conduisant à l’apparition de champignons, toucherait 
entre 10 à 50 % des bâtiments en Australie, en Europe, en Inde, au Japon et en Amérique du 
Nord, avec des variations suivant le climat des pays.  
2.3.3.3.1. Conditions environnementales de prolifération des 
microorganismes au sein du bâtiment 
Les microorganismes impliqués dans les problèmes d’air intérieur peuvent être soit 
d’origine humaine ou extérieure, soit présents dans l’air suite à une prolifération sur les 
surfaces intérieures de l’habitat. Dans ce dernier cas, ils se développent sur des surfaces et, 
lors des stades avancés de leur croissance, relarguent des cellules/spores ou/et des composés 
pouvant affecter la santé des occupants. Si les colonisations microbiennes sont visibles à l’œil 
nu, il y a alors d’importants risques de relargage de spores dans l’air, et il est donc important 
de connaître les facteurs ayant conduit à cette prolifération. La principale catégorie de 
microorganismes impliqués dans les problèmes d’air intérieur suite à des proliférations 
correspond aux moisissures. Ces champignons microscopiques nécessitent la présence d’eau, 
de substrats carbonés et de minéraux pour se développer (Botton et al., 1990). Dans 
l’environnement intérieur d’une habitation, ils peuvent croître directement sur la nourriture, 
sur le bois ou encore le papier peint. En plus d’une source de nutriments, ces microorganismes 
ont besoin de conditions environnementales particulières pour assurer leur croissance. De 
nombreuses études se sont intéressées au développement fongique à la surface des matériaux 
de construction et ont tenté de modéliser les conditions environnementales optimales de 
croissance sur ces supports (Hoang et al., 2010; Isaksson et al., 2010; Johansson et al., 2012, 
2013; Latif et al., 2015; Nielsen et al., 2004; Pasanen et al., 2000; Ryu et al., 2015).  
Humidité 
L’activité de l’eau (aw) est un élément clef dans le développement des moisissures, 
notamment dans l’habitat (Ayerst, 1969; Grant et al., 1989; Nielsen et al., 2004; Pasanen et 
al., 1992b). Elle correspond à la pression de vapeur d’eau d’un produit humide divisée par la 
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pression de vapeur saturante à la même température. Cette quantité correspond à l’eau 
disponible pour les réactions biochimiques, et par la même occasion utilisable par les 
microorganismes pour leur croissance. 
De nombreuses études se sont intéressées à la relation entre l’activité de l’eau et la 
croissance des microorganismes (Corry, 1987; Gibson et al., 1994; Leong et al., 2006; Parra 
and Magan, 2004; Sautour et al., 2002). La croissance fongique peut être observée à partir 
d’une aw de 0.7 (Brown, 1976; Pitt and Christian, 1968), mais le seuil minimum d’activité de 
l’eau varie en fonction des espèces de champignons (Grant et al., 1989). Pour la majorité des 
moisissures, le développement est possible à partir d’une aw de 0.78 (Ayerst, 1969; Nielsen, 
2002). Chez certaines espèces (Alternaria, Aureobasidium, Botrytis, Cladosporium ou encore 
Epicoccum), une survie à des humidités faibles (aw autour de 0.5) peut toutefois être observée 
sur 3 semaines (Park, 1982). Les moisissures possèdent donc des capacités de croissance 
différentes suivant les espèces. Certaines sont capables de se développer dans des 
environnements secs, et sont nommés xérophiles, tandis que d’autres nécessitent des milieux 
fortement humides, et sont appelées hydrophiles.  
Dans la majorité des habitats, aucun problème d’HR n’est observé, limitant ainsi la 
croissance des microorganismes. Par exemple, si le taux d’humidité dans l’air reste en dessous 
de 70%, il n’y a pas de risque de développement de moisissures dans l’habitat (Hacker et al., 
2005). Cependant, l’apparition de microorganismes et la colonisation des surfaces du bâtiment 
ont été reportées occasionnellement lorsque certains seuils d’humidité ont été atteints à 
l’intérieur du bâtiment (Andersen et al., 2011; Cooley et al., 1998; Johanning et al., 1996; 
Straus, 2011; Straus et al., 2003). Si l’activité de l’eau est supérieure à 0.75, cela implique des 
risques importants de développement fongique au sein de l’habitat (Viitanen et al., 2010). 
L’humidité relative minimum pour la croissance de moisissures est toutefois fortement 
dépendante du type de matériau de construction et de sa propre capacité de rétention d’eau 
(Johansson et al., 2005; Nielsen et al., 2004) : i) 70 % pour des matériaux à base de bois, ii) 
85 % pour du plâtre et iii) 90 % à 95 % pour des matériaux cimentaires et des bétons. Lorsque 
le matériau n’est pas en condition humide (non imbibé), l’humidité relative nécessaire au 
développement de champignons est très élevée, de l’ordre de 85 à 95 %. A l’inverse, la 
présence d’eau liquide dans le matériau favorise fortement la croissance et la sporulation des 
microorganismes (Black and Straube, 2007; Doll, 2002; Pasanen et al., 1991, 1992b, 1992a). 
D’une manière plus générale, une humidité élevée et incontrôlée (HR entre 60 % et 90 %) 
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conduit au développement de moisissures à l’intérieur de la construction (Nielsen et al., 
2004). 
Les dégâts des eaux sont donc l’un des facteurs principaux du développement microbien 
à l’intérieur du bâtiment et peuvent avoir des origines variées (Andersen et al., 2011). 
L’humidité contenue dans l’air peut se condenser sur des surfaces plus froides que l’air 
ambiant, et alors former des zones avec de l’eau liquide, favorable à la croissance 
microbienne. Cette vapeur d’eau peut être produite par l’activité humaine (cuisine, lessive, 
douche, etc.) ou par le métabolisme du corps humain (respiration, transpiration). L’eau peut 
également provenir du sol (nappe phréatique, eaux d’infiltration, fuite de canalisations 
enterrées) et, par remontée capillaire par les fondations ou dans des murs poreux, humidifier 
la structure du bâtiment, et par la même occasion, l’air intérieur. Elle peut également être 
apportée lors d’intempéries comme des inondations, des fortes pluies ou des fontes de neiges. 
Des défauts dans la toiture ou dans les murs de l’habitation peuvent aussi conduire à une 
humidification importante et incontrôlée. Enfin, elle peut survenir lors de rupture de 
canalisation sous pression à l’intérieur du bâtiment. Les mesures d’humidité relative sont donc 
de bons indicateurs de la probable contamination microbienne, notamment pour les matériaux 
de construction dans les bâtiments ayant subi des dégâts des eaux (Boutin-Forzano et al., 
2004; Pasanen et al., 2000).  
Les bactéries sont également impliquées dans la pollution de l’air intérieur, et en 
particulier les bactéries à Gram négatif avec la production d’endotoxines. L’humidité est l’un 
des facteurs favorisant la présence d’importantes teneurs en endotoxines bactériennes dans 
l’air. A l’inverse, l’usage de déshumidificateur est associé à de faibles concentrations en 
endotoxines dans l’habitat (Rylander, 2002). L’aw nécessaire à la croissance des bactéries est 
plus élevée que pour les champignons, de l’ordre de 0,91 (Rockland et al., 1987). L’impact 
des endotoxines sur la qualité de l’air intérieur reste toutefois moins étudié que celui des 
moisissures, car moins fréquemment évalué.  
Température 
Le second paramètre prépondérant dans le développement des microorganismes est la 
température. En fonction des espèces, les températures de croissance s’étendent globalement 
de 0 à 50°C (Ayerst, 1969; Sedlbauer, 2001). Dans la mesure où la majorité des bactéries et 
moisissures d’importance pour l’homme correspond à des espèces mésophiles, les 
températures optimales de croissance les plus répandues sont comprises entre 20°C et 30°C 
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(Adan and Samson, 2011; Grant et al., 1989; Magan and Lacey, 1984). Les températures 
optimales de croissance étant différentes suivant les espèces, la croissance microbienne peut 
être observée entre 10°C et 35°C au sein des bâtiments (Nielsen et al., 2004).  
Oxygène 
L’oxygène est un autre facteur influant sur le développement microbien. Il existe deux 
types de respiration, avec différents types de comportement par rapport à l’oxygène chez les 
microorganismes :  
- Aérobie : les organismes dits aérobies présentent des chaines d’oxydo-réduction 
utilisant l’oxygène comme accepteur final d’électrons. Les moisissures se 
développent en condition aérobie.  
- Anaérobie : le mécanisme respiratoire n’utilise pas le dioxygène comme accepteur 
final d’électrons, mais une substance minérale oxydée.  
o Les bactéries dites anaérobies-stricts sont détruites en présence d’oxygène du 
fait de la production d’H2O2 létal, en absence de capacité à dégrader ce 
composé.  
o Les microorganismes anaérobies facultatifs sont capables de fonctionner en 
aérobiose ou anaérobiose suivant la disponibilité du dioxygène dans 
l’environnement.  
Dans la mesure où les supports au sein de la maison sur lesquels les moisissures et 
bactéries risquent de se développer (murs, sols, meubles, …) sont toujours au contact de l’air 
ambiant, les microorganismes aérobies ou anaérobies facultatifs sont essentiellement 
retrouvés lorsqu’il y a un développement microbien dans le bâtiment. L’oxygène n’est donc 
pas un critère pris en compte lors des études de flore intérieure. 
 
Au vu des comportements variés des microorganismes en fonction des différents 
paramètres environnementaux, les espèces se développant dans un environnement ou sur un 
support seront fortement dépendants de ces conditions. Dans le cas des contaminations de 
l’air dues à la prolifération de microorganismes sur des surfaces, différentes modèles de 
développement des espèces fongiques sur des matériaux de construction en fonction de 
l’humidité relative et de la température ont donc été proposés (Clarke et al., 1999; Viitanen 
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and Ojanen, 2007). Néanmoins, d’autres caractéristiques sont également à prendre en compte 
pour ce type de contamination, et notamment les propriétés du support colonisé. 
2.3.3.3.2. Impact des matériaux de construction sur la prolifération des 
microorganismes 
En plus de paramètres environnementaux, les caractéristiques physico-chimiques du 
support sur lequel les moisissures sont susceptibles de se développer vont influencer leur 
croissance. 
Composition du matériau 
Dans le cas de la croissance des microorganismes, la composition chimique du substrat a 
une influence primordiale (Ayerst, 1969; Gutarowska, 2010; Hoang et al., 2010; Spengler and 
Chen, 2000). Selon sa composition, le matériau de construction peut être directement utilisé 
comme source de nutriments par les microorganismes (Lugauskas et al., 2003; Santucci et al., 
2007; Vacher et al., 2010). Si le matériau contient de la cellulose, comme dans le cas des 
matériaux biosourcés avec des fibres végétales ou les matériaux à base de bois, cet effet sera 
encore plus prononcé. En effet, la cellulose représente une source carbonée facilement 
assimilable par certains microorganismes, et en particulier les champignons. Dans son étude, 
Gutarowska (2010) a mesuré le développement d’Aspergillus niger, de Penicillium expansum 
et Penicillium chrysogenum sur différents matériaux de construction associés à un milieu de 
culture. Les matériaux contenant de la cellulose (papier peint, plâtre en carton) étaient plus 
favorables au développement fongique que les autres (plâtres, ciments), notamment grâce aux 
cellulases produites par les champignons. A l’inverse, le fort pH du ciment ainsi que les 
composés inorganiques le composant ont limité la prolifération fongique. De même, Hoang et 
al (2010) ont étudié le développement de champignons sur des matériaux de construction 
verts et leur équivalents non verts, avec, dans ces deux catégories, certains matériaux 
contenant des matières organiques (planche en fibres de tournesol, parquet en bambou, 
planche en pin recyclé, parquet en bois). Les matériaux ont été inoculés soit artificiellement 
avec une suspension d’Aspergillus niger à la surface, soit naturellement en les exposant à 
l’environnement intérieur, puis ont été placés sous forte humidité (89 %). Dans les deux cas, 
les matériaux riches en cellulose ont présenté un développement fongique plus important par 
rapport aux matériaux inorganiques, qu’ils soient verts ou non. L’utilisation de ces matériaux 
organiques comme source de nutriments par les champignons les rendraient plus sensibles à la 
prolifération fongique. Les matériaux sans matière organique, comme les plâtres ou les 
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bétons, seront moins susceptibles d’être utilisés comme substrat (Grant et al., 1989; 
Gutarowska, 2010; Hoang et al., 2010). Cependant, des saletés et des poussières peuvent se 
trouver sur les surfaces intérieures des bâtiments et être alors utilisées comme une source de 
nutriments par les microorganismes. Des matériaux n’étant alors théoriquement pas sensibles 
à la prolifération microbienne peuvent ainsi présenter des mycéliums visibles (Hoang et al., 
2010).  
pH 
Le pH du milieu est un autre facteur influant sur le développement des microorganismes, 
avec différents pH optimaux suivant les espèces (Garraway and Evans, 1991). La majorité des 
germes se développent à des pH relativement peu acides / neutres, entre 4 et 7, ce qui rend les 
matériaux ayant un pH dans cette gamme plus sensibles aux microorganismes. A l’inverse, les 
matériaux au pH alcalin entre 12 et 13, comme les matériaux cimentaires au jeune âge, sont 
bien moins susceptibles de présenter des développements microbiens (Verdier et al., 2014). 
Cependant avec le temps, le processus de carbonatation à la surface des matériaux (formation 
de calcite par réaction du CO2 de l’air avec le calcium contenu dans la matrice cimentaire, en 
présence d’eau) conduit à une diminution du pH jusqu’à 9, rendant la surface du matériau de 
construction plus favorable au développement microbien (Shirakawa et al., 2002; Wiktor et 
al., 2009; Wilimzig and Bock, 1994). Certaines espèces bactériennes et fongiques ont 
toutefois une tolérance ou affinité pour les milieux à forts pH, et peuvent se développer 
malgré des conditions très stringentes (Sedlbauer, 2001). Par exemple, certaines bactéries 
alcalophiles peuvent être incorporées dans le béton afin d’en réparer les micro-fissures 
(Jonkers et al., 2010). 
Rugosité / Porosité 
Enfin, l’état de surface des matériaux a également un fort impact sur la capacité des 
microorganismes à coloniser un environnement et à s’y développer. Sur les matériaux de 
construction, deux paramètres sont principalement pris en compte : la porosité et la rugosité. 
Ces caractéristiques vont intervenir à la fois sur l’absorption de l’eau et sur l’accumulation de 
nutriments à la surface (D’Orazio et al., 2014; Gutarowska, 2010; Hoang et al., 2010) mais 
également sur l’adhésion des microorganismes dans les aspérités du matériau (Deruelle, 1991; 
D’Orazio et al., 2014; Tran et al., 2012). Dans le cas des matériaux de construction, les 
surfaces ont très souvent une forte porosité et rugosité. Dans un environnement avec une 
importante humidité ambiante, les matériaux à forte porosité captent l’eau de l’air (Hoang et 
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al., 2010). La poussière et les nutriments se déposent et adhèrent plus facilement sur des 
surfaces à forte porosité et rugosité (Lugauskas et al., 2003; Van den Bulcke et al., 2007). Ces 
deux facteurs favorisent alors le développement microbien en surface.  
 
De nombreux facteurs sont impliqués dans le développement microbien au sein d’un 
bâtiment. Les conditions environnementales et les caractéristiques du matériau colonisé 
(composition, propriété de surface, etc.) sont des critères essentiels pour la croissance des 
bactéries et champignons. Lorsque des conditions favorables sont rencontrées dans une 
construction, les microorganismes peuvent proliférer et relarguer dans l’air de multiples 
composés ou éléments cellulaires nocifs pour les habitants. 
2.3.3.4. Impacts de la détérioration de la qualité de l’air intérieur par les 
microorganismes sur la santé des occupants 
Les problématiques liées à la croissance de moisissures et de bactéries à l’intérieur des 
bâtiments sont actuellement un enjeu sanitaire majeur. En 2009, l’Organisation Mondiale de 
la Santé a émis un rapport établissant que les preuves épidémiologiques étaient suffisantes 
pour établir une corrélation entre l’occupation d’un bâtiment humide et/ou avec présence de 
moisissures et le développement de problèmes respiratoires, d’asthme, d’allergies ou 
d’infections (World Health Organization, 2009). Plusieurs études soutiennent ce lien positif 
entre les expositions aux champignons et l’apparition de pathologies respiratoires chez les 
occupants (Brunekreef et al., 1989; Clark et al., 2004; Garrett et al., 1998; Mendell et al., 
2011). Comme présenté précédemment, l’humidité a une influence capitale sur la croissance, 
ce qui conduit à une forte corrélation entre l’humidité présente dans le bâtiment et les risques 
pour la santé des habitants (Fisk et al., 2007; Jacobs et al., 2014; Mendell et al., 2011). Par 
exemple, dans leur étude sur les logements en milieu rural en France, Hulin et al. (2013) 
mettent en avant une association entre l’indice de contamination fongique, déterminé par la 
présence visuelle de mycélium ou la détection de COV dans l’air, et le développement de 
maladies respiratoires. Dans leur méta-analyse, Mendell et al. ont comparé 17 travaux sur 
l’exposition fongique et l’asthme (2011). Les auteurs ont finalement établi une corrélation 
entre développement de l’asthme et forte humidité intérieure / présence de moisissures. Il est 
donc établi qu’une forte humidité, conduisant au développement de moisissures dans le 
bâtiment et au relargage de composés fongiques nocifs, provoque des maladies respiratoires 
(Baxi et al., 2016).  
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Plusieurs types de composés sont relargués lors de la croissance des moisissures. Les 
fragments de mycélium ou les spores comportent des composés pariétaux, comme les bêta (1-
3)-glucanes. Certaines espèces fongiques produisent lors de leur développement des 
métabolites spécifiques pouvant avoir des effets cytotoxiques et immunotoxiques, nommés 
mycotoxines (Robbins et al., 2000). Celles-ci sont détectées dans les spores fongiques, le 
mycélium, le support de prolifération du champignon ou dans les poussières environnantes. 
Enfin, des composés organiques volatils d’origine microbienne (mCOV) sont spécifiquement 
émis au cours de la prolifération fongique.  
Si les occupants sont soumis à une inhalation de ces particules et molécules, plusieurs 
pathologies respiratoires peuvent alors être induites. Trois principaux types de réactions 
peuvent être distingués : i) les réactions allergiques, ii) les effets irritatifs et toxiques et iii) les 
effets infectieux (ASEF, 2012).  
Le développement d’allergies est un phénomène largement répandu. Les allergies causées 
par les plantes, les animaux et les champignons touchent plus de 30% de la population dans 
les pays industrialisés (Crameri et al., 2014). Dans le cas uniquement des allergies aux 
champignons, on estime qu’entre 3 et 10 % de la population globale seraient sensibles aux 
espèces fongiques (Horner et al., 1995). L’exposition aux allergènes relargués lors de la 
prolifération des moisissures (spores, composés pariétaux, COV, mycotoxines, etc.) peut 
provoquer l’apparition d’allergies, pouvant aller jusqu’à des réponses inflammatoires 
(asthme), voire des pathologies plus graves (par ex. Aspergillose broncho-pulmonaire 
allergique) (Douwes et al., 2003; Ege et al., 2011; Fisk et al., 2007; Verhoeff and Burge, 
1997; Verhoeff et al., 1995). Les phénomènes allergiques et asthmatiques liés aux moisissures 
peuvent apparaître aussi bien chez l’enfant (Jaakkola et al., 2010) que chez l’adulte (Karvala 
et al., 2010).  
L’inhalation de certains composés fongiques produits dans l’habitat peut également 
conduire à des irritations et des toxi-infections (Bornehag et al., 2004; Dales et al., 1991; 
Husman, 1996; Peat et al., 1998; Peltola et al., 2001; Samson et al., 1994; Verhoeff and 
Burge, 1997). Les effets irritatifs peuvent concerner la muqueuse oculaire, nasale, bronchique 
et également la peau. Les symptômes cliniques les plus fréquents sont donc les rhino-
conjonctivites, les irritations de l’oropharynx, les congestions nasales et les démangeaisons. 
Les bêta (1-3)-glucanes possèdent des propriétés pro-inflammatoires et sont impliqués dans de 
problèmes respiratoires chez les occupants. Les mycotoxines sont également responsables 
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d’inflammations des muqueuses nasales et oculaires et d’effets cytotoxiques (Miller et al., 
2010; Rand et al., 2005, 2010; Robbins et al., 2000; Tuomi et al., 2000).  
Enfin, dans certains cas, la prolifération des moisissures à l’intérieur de l’habitat peut 
conduire à des infections chez les occupants (Baxi et al., 2016). Par exemple, les sujets 
immunodéprimés peuvent développer des aspergilloses pulmonaires invasives. De plus, les 
mycotoxines peuvent altérer l’intégrité de la structure de l’épithélium pulmonaire, pouvant 
conduire à une colonisation par les moisissures des cavités alvéolaires. Elles peuvent alors 
faciliter les infections fongiques sur les personnes immunodéprimées ou faciliter des 
infections secondaires par leurs effets immunosuppresseurs. 
Certains genres et espèces fongiques ont des impacts plus importants que d’autres dans 
les risques sur la santé des occupants. Les genres majoritairement impliqués dans les 
problèmes sanitaires sont Alternaria, Aspergillus, Chaetomium, Cladosporium, Fusarium, 
Penicillium, Stachybotrys, Ulocladium et Trichoderma (Andersen et al., 2011; Andersson et 
al., 1997; Jarvis, 2003; Mitchell et al., 2007; Nielsen et al., 1998b; Reboux et al., 2009; Tuomi 
et al., 2000). Dans leurs travaux, Simon-Nobbe et al. (2008) ont reporté près de 150 espèces 
fongiques allergisantes(Simon-Nobbe et al., 2008)(Simon-Nobbe et al., 2008)(Simon-Nobbe 
et al., 2008, p.)(Simon-Nobbe et al., 2008)[479, p.]. Certaines espèces d’Alternaria, 
d’Aspergillus, de Candida, de Cladosporium, d’Epicoccum, de Penicillium et de Phoma sont 
majoritairement associées à des productions d’allergènes (Simon-Nobbe et al., 2008; Vijay et 
al., 2005). Par exemple, Aspergillus fumigatus provoque chez l’adulte des réponses de type 
asthme avec des formes sévères et persistantes (Knutsen et al., 2012). Alternaria a été aussi 
décrit comme responsable d’asthmes sévères (O’Hollaren et al., 1991). Les spores de 
Trichoderma contiennent de grandes quantités de glucanes fongiques et de molécules actives 
(McMullin et al., 2017). De même, il a été démontré que Chaetomium sp. produisait de 
nombreux métabolites secondaires dans les environnements intérieurs, avec un risque pour les 
habitants (Došen et al., 2017). Stachybotrys produit plusieurs mycotoxines, et notamment des 
hémolysines, ce qui en fait un genre important à surveiller pour des raisons sanitaires 
(Hossain et al., 2004). Les pathologies développées suite à une exposition à la prolifération 
fongique peuvent donc variées (Jarvis and Morey, 2001; Lee, 2003), car causées par des flores 
fongiques diverses (Gravesen et al., 1999; Hyvärinen et al., 2002). 
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En ce qui concerne les bactéries, les effets néfastes sur la santé sont similaires à ceux 
évoqués pour les champignons. Le relargage de composés pariétaux de certaines bactéries 
dans l’air, ou la production de toxines, sont des causes potentielles de maladies respiratoires, 
d’intoxications voir d’infections (Douwes et al., 2003; Falkinham, 2009; Fields et al., 2002; 
Huttunen et al., 2003; Jussila et al., 2002). Les bactéries à Gram négatif sont les plus 
impliquées dans les problèmes d’air intérieur, principalement à travers le relargage dans l’air 
des endotoxines (Rylander, 1995, 2002). Les endotoxines correspondent aux 
lipopolysaccharides associés à la membrane externe, et ces composants sont donc spécifiques 
aux bactéries à Gram négatif. L’exposition à de fortes concentrations d’endotoxines peut alors 
provoquer une inflammation des muqueuses respiratoires et faire développer un syndrome de 
type grippal (« pneumonie toxique ») (Liebers et al., 2008). D’autres types de bactéries 
peuvent également intervenir dans la dégradation de la qualité de l’air, comme les 
mycobactéries (Torvinen et al., 2006) et les Streptomyces (Rintala et al., 2002, 2004).  
  
La biodiversité microbienne semble également être un facteur impliqué dans les maladies 
allergiques. En comparant le développement de pathologies respiratoires entre des enfants 
habitant dans des régions ayant une forte diversité bactérienne (principalement environnement 
rural) à d’autres habitants dans des régions à faible biodiversité (principalement 
environnement urbain), ceux exposés à une grande diversité présentaient moins de problèmes 
de santé par la suite (Hanski et al., 2012; Ruokolainen et al., 2015). En effectuant des 
prélèvements sur 198 maisons d’enfants asthmatiques dans le sud de la Nouvelle-Angleterre, 
Dannemiller et al. (2016b) ont pu relier la richesse et la composition des communautés 
microbiennes à de nombreux facteurs comme la présence de fuites d’eau, le niveau 
d’urbanisation, la présence d’air conditionné ou encore la présence d’animaux. D’une manière 
générale, plus que la détection de certaines espèces, c’est la mesure d’une faible diversité 
fongique et/ou dominance d’une espèce dans l’air et les poussières qui favoriserait le 
développement d’asthme, notamment chez l’enfant (Dannemiller et al., 2014a; Ege et al., 
2011). 
 
Ces problèmes de santé représentent un impact sanitaire et économique élevé à travers le 
monde (Gutarowska and Piotrowska, 2007; Mudarri and Fisk, 2007). Le coût annuel des 
pathologies causées par une mauvaise qualité de l’air intérieur est estimée à 3,5 millions de 
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dollars (ASEF, 2012). Il est donc nécessaire de pouvoir évaluer la présence des 
microorganismes potentiellement pathogènes au sein des habitats, et de développer des 
solutions pour prévenir ou lutter contre le développement de ces organismes. 
2.4. Biocontrôle de la prolifération fongique 
Comme présenté précédemment, lorsqu’elle survient à l’intérieur des habitats, la 
prolifération fongique peut conduire à des risques importants pour la santé des occupants, à 
travers diverses pathologies respiratoires (World Health Organization, 2009). Mais elle 
affecte également d’autres domaines. Elle est à l’origine d’importants gaspillages alimentaires 
dus à la détérioration des denrées, de l’ordre de 5 à 10% de la production mondiale de certains 
aliments (produits laitiers, pain, etc.) (Pitt and Hocking, 2009). La production de toxines sur 
les aliments ou dans les stocks de céréales par ces champignons peut avoir des impacts 
sanitaires. Ces dégâts peuvent aussi intervenir directement au niveau des champs agricoles 
avec la prolifération des moisissures phytopathogènes sur les cultures. Différents moyens de 
lutte sont utilisés contre ce problème, avec principalement l’utilisation de fongicides 
chimiques. Par exemple, dans le domaine de l’agroalimentaire, différents additifs chimiques 
sont utilisés comme conservateurs contre les champignons, comme par exemple l’acide 
benzoïque, le benzoate de sodium ou certains antifongiques (Davidson et al., 2013). 
Cependant, ces méthodes conduisent à des phénomènes de résistance et, dans le cas des 
fongicides utilisés sur les sols, comportent parfois des risques environnementaux et sanitaires 
multiples (toxicité résiduelle, etc.). D’autres techniques sont donc étudiées pour trouver des 
alternatives. Parmi elles, le développement des approches de biopréservation ou de 
biocontrôle est une piste intéressante. Le principe de cette technique est de limiter la 
prolifération des champignons à l’aide de microorganismes non-nocifs et aux propriétés 
antifongiques (Leyva Salas et al., 2017; Oliveira et al., 2014). 
Différents microorganismes d’intérêt et mécanismes de lutte ont ainsi été mis en 
évidence. Les principales espèces impliquées dans les développements fongiques sur une 
grande variété d’aliments sont Penicillium et Aspergillus, tandis que Fusarium concerne les 
stocks de grains de céréales (Filtenborg et al., 1996). Afin de lutter contre ces moisissures, des 
bactéries lactiques peuvent être utilisées (Schnürer and Magnusson, 2005; Stiles, 1996). En 
effet, ce type de bactéries produit de nombreux composés antimicrobiens, comme le peroxyde 
d’hydrogène ou des acides organiques (lactique, acétique, formique, propionique) qui 
conduisent à une diminution du pH du milieu, le rendant ainsi moins favorables à d’autres 
Chapitre 2 – Etude bibliographique : la flore microbienne associée aux constructions             
en terre crue 
 
- 111 - 
 
microorganismes (Lindgren and Dobrogosz, 1990). Au niveau des cultures, il est possible 
d’utiliser des bactéries naturellement présentes dans le sol comme antagonistes aux 
organismes nocifs. Ces bactéries peuvent affecter négativement la croissance des 
phytopathogènes, et jouent ainsi un rôle essentiel dans l’élimination des maladies des plantes 
(Weller et al., 2002; Whipps, 2001). Plusieurs mécanismes d’actions sont mis en place (Haas 
and Défago, 2005; Handelsman and Stabb, 1996; Walker et al., 2003) : i) inhibition de la 
croissance du pathogène, ii) compétition dans la colonisation du site et des sources nutritives, 
iii) parasitisme et iv) mycophagie.  
Concernant les aspects d’inhibition de croissance, certaines bactéries du sol produisent de 
nombreux métabolites antifongiques, comme des toxines, des bio-surfactants et des COV 
(Raaijmakers et al., 2002). Ceux-ci sont particulièrement étudiés en biocontrôle. Ils 
regroupent des molécules pouvant avoir un effet négatif, mais parfois positif, sur la croissance 
d’autres organismes, champignons ou plantes (Wheatley, 2002). Ainsi, les COV émis par des 
bactéries du sol peuvent avoir un impact sur certaines moisissures phytopathogènes 
(Alternaria, Aspergillus, Botrytis, Colletotrichum, Fusarium, Geotrichum, Paecilomyces, 
Pythium, Rhizoctonia, Sclerotinia, Trichoderma, Verticillium, etc.) (Chaurasia et al., 2005; 
Kai et al., 2007; Zheng et al., 2013). La production de métabolites bactériens volatils à 
potentiel antifongique a été déterminée chez de nombreuses espèces bactériennes. Celles-ci 
appartiennent principalement aux genres Agrobacterium, Alcaligenes, Bacillus, Burkholderia, 
Ensifer, Lysobacter, Pectobacterium, Planomicrobium, Pseudomonas, Serratia, 
Sporosarcina, Stenotrophomonas et Xanthomonas (Kai et al., 2009). Par exemple, un effet 
antifongique par production de COV a été mis en évidence pour des souches de 
Stenotrophomonas (maltophilia, rizophila), Serratia odoriferia, de Pseudomonas (fluorescens 
et trivialis), et de Bacillus subtilis sur le champignon pathogène Rhizoctonia solani (Kai et al., 
2007). Dans leur étude, Senol et al (2014) ont recherché un effet antifongique de 158 isolats 
bactériens contre Fusarium culmorum, un pathogène des légumes. Certains isolats de Bacillus 
megaterium (10/46), subtilis (8/21), pumilus (6/19), de Pseudomonas fluorescens (2/15), 
putida (3/15), de Paenibacillus macerans (1/11) et Pantoea agglomerans (1/10) ont limité la 
croissance du champignon in vitro. Tous les isolats d’une même espèce ne semblent donc pas 
avoir les mêmes propriétés en terme de biocontrôle, d’où la nécessité de tester chaque isolat 
indépendamment. 
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La recherche d’activités antifongiques chez les bactéries peut être effectuée suivant 
différentes méthodes. La méthode en double-couche permet d’évaluer une activité 
antifongique de contact. Une première gélose est ensemencée en spot ou en strie avec la 
bactérie d’intérêt, puis après le développement de cette souche, la gélose est recouverte par un 
second milieu semi-gélosé contenant des spores fongiques. Des halos d’inhibition de la 
croissance du champignon sont alors observés autour des colonies bactériennes si celles-ci 
présentent une activité antagoniste (Magnusson et al., 2003; Prema et al., 2010). Il est 
également possible d’évaluer l’effet antifongique en milieu liquide. Le surnageant de la 
culture bactérienne d’intérêt est mélangé à un milieu de culture et à des spores fongiques. 
Après incubation, la DO est mesurée pour évaluer la croissance des champignons et donc 
l’impact des composés produits par les bactéries. Dans le cas de l’étude des inhibitions de 
croissance par production de COV, la bactérie d’intérêt et le champignon sont mis en culture 
dans une même boîte mais dans deux compartiments séparés. Les molécules volatiles 
éventuellement produites par la bactérie lors de sa croissance peuvent donc entrer en contact 
avec le mycélium fongique et ainsi altérer son développement. Des techniques de 
chromatographie en phase gazeuse et de spectrométrie de masse peuvent être utilisées pour 
mettre en évidence ces productions de COV (Kai et al., 2007; Wilkins, 1996; Zheng et al., 
2013).  
Le biocontrôle / biopréservation est donc une approche qui revêt de nombreux intérêts 
pour limiter la prolifération fongique. L’utilisation de souches non pathogènes pour l’homme 
afin de lutter contre les organismes nocifs offre une solution avec un faible impact 
environnemental et sanitaire. Dans la mesure où les matériaux en terre crue sont des 
matériaux de construction issus du sol et donc plus riches en minéraux et en nutriments que 
ceux utilisés conventionnellement, il est envisageable de transférer ce concept à ces supports. 
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2.5. Objectifs de la thèse 
Actuellement, l’utilisation de matériaux de construction à base de terre crue connait un 
fort regain d’intérêt. Ces matériaux largement utilisés par le passé possèdent de nombreuses 
caractéristiques intéressantes. Le confort apporté par une régulation naturelle de l’air intérieur 
dont une bonne isolation thermique est un apport avantageux pour l’habitat, que ce soit dans 
le cas de restauration de bâtiments du patrimoine ou pour une construction neuve. De plus, 
son impact carbone quasi-nul en fait un matériau de premier choix dans une optique de 
construction à développement durable.  
Néanmoins, la terre crue reste un matériau potentiellement sensible à l’eau. Ses 
caractéristiques physiques (porosité, rugosité) et chimiques (matériau organique) et l’ajout de 
fibres végétales pourrait constituer autant de risques en termes de prolifération microbienne, 
et en particulier fongique. Ces développements impliqueraient alors une dégradation de la 
qualité de l’air intérieur, avec des risques sanitaires variés pour les occupants comme le 
développement d’allergies, d’asthme voire de toxi-infections. La compréhension des risques 
que présente le matériau terre crue, biosourcé ou non, reste nécessaire pour pouvoir l’utiliser 
sans danger. 
L’objectif de ces travaux a donc été de caractériser les flores microbiennes, qu’elles 
soient bactériennes ou fongiques, dans les matières premières et à la surface des matériaux de 
construction en terre crue, avec inclusion biosourcée ou non, ainsi que les conditions de 
prolifération. L’origine des microorganismes a également été évaluée, afin de savoir si la 
contamination pouvait provenir uniquement de l’environnement extérieur ou bien du matériau 
lui-même. 
La première partie de ces travaux s’est intéressée à la caractérisation des flores 
bactériennes et fongiques liées à ces matériaux par les approches culturales. La première étape 
a consisté en l’optimisation en laboratoire des méthodes de prélèvements des 
microorganismes depuis les matières premières jusqu’aux matériaux de construction. A partir 
des matières premières ou de prélèvement sur éprouvette, différentes conditions ont été testées 
pour assurer une récupération maximale des microorganismes présents. En plus de cette 
optimisation, le placement des éprouvettes en terre crue en conditions de forte humidité a 
permis une première analyse de la prolifération microbienne sur ce matériau. En utilisant les 
éprouvettes directement après leur fabrication, les capacités de développement des 
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microorganismes initialement présents dans les matières premières ont également pu être 
évaluées. En plus des études sur des éprouvettes en laboratoire, des prélèvements in situ à 
l’intérieur d’habitations en terre crue ont été menées. Une partie de ces prélèvements a été 
utilisée pour des isolements des bactéries et champignons viables / cultivables à l’aide de 
différents milieux de culture. Les isolats ainsi obtenus ont pu être identifiés soit par leur 
morphotype, soit par analyse par spectrométrie de masse MALDI-TOF. A partir des isolats 
obtenus depuis les prélèvements in situ, l’application du concept de biocontrôle aux produits 
de construction biosourcés en terre crue a été étudié. Bien que ces travaux restent à des étapes 
préliminaires, une sélection selon l’activité antifongique a été initiée pour ces isolats. Les 
souches bactériennes d’intérêt pourraient être utilisées comme flore « positive » afin 
d’effectuer un contrôle négatif sur la croissance des moisissures pouvant se développer sur les 
matériaux à base de terre crue.  
La seconde partie s’est focalisée sur l’étude des flores microbiennes issues des 
prélèvements in situ par métabarcoding. En effet, les approches par culture ne couvrent 
qu’entre 1 et 10 % de la flore microbienne totale. C’est pourquoi, en parallèle des approches 
par culture conventionnelle, des méthodes d’identification par biologie moléculaire ont été 
menées. Les approches de métabarcoding par séquençage haut-débit ont permis de définir la 
diversité biologique présente sur ces matériaux in situ et d’identifier les taxons bactériens et 
fongiques majoritaires. De plus, l’effet de certains facteurs sur la flore microbienne, comme la 
composition du matériau, son utilisation dans une construction habitée ou non ou encore 
l’historique du bâtiment, ont été évalués dans cette étude. 
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Les matériaux de construction en terre crue, incorporant, dans certains cas, des fibres 
végétales (pour l’amélioration de l’isolation thermique, l’augmentation des caractéristiques 
mécanique et/ou l’allègement du matériau (Laborel-Préneron et al., 2016)) connaissent 
actuellement un essor important. Cependant, l’addition de matières végétales apporte une 
source potentielle de nutriments pour les microorganismes, et pourrait conduire à une plus 
grande sensibilité de ces matériaux à la prolifération fongique. Il est donc nécessaire 
d’identifier les communautés microbiennes naturellement présentes sur ces matériaux, afin de 
connaître les genres susceptibles de proliférer lorsque les conditions environnementales 
favorables sont atteintes, et de déterminer si l’ajout de fibres végétales impacte de manière 
significative ces flores et leur potentiel développement. Des essais ont ainsi été mis en place 
afin de déterminer la composition des communautés fongiques et bactériennes présentes sur 
les matériaux de construction en terre crue, sur des matières premières et éprouvettes 
fabriqués en laboratoire, d’une part, et sur des prélèvements réalisés sur des matériaux in situ, 
d’autre part. L’impact des fibres sur le développement microbien lorsque les matériaux sont 
soumis à des conditions environnementales favorables a également été évalué. 
Les méthodes de prélèvements des microorganismes, par grattage et par film adhésif, 
ainsi que les conditions de récupération ont été optimisées. Les microorganismes ainsi 
prélevés ont été quantifiés et isolés par culture à partir de supports in situ ainsi qu’au sein de 
matières premières et à différentes étapes du processus de fabrication d’éprouvettes en terre 
crue. Celles-ci ont été placées en condition de forte humidité afin d’évaluer la prolifération 
fongique sur ces matériaux. Enfin, l’évaluation des propriétés antifongiques des bactéries 
isolées in situ a été effectuée en vue d’appliquer le concept de biocontrôle à l’échelle des 
matériaux de construction en terre crue. 
3.1. Matériaux et sites de prélèvement étudiés 
Afin de caractériser la flore microbienne présente sur les supports en terre crue, deux 
catégories de matériaux ont été utilisés. Une partie des travaux a été axée sur l’étude des 
matières premières utilisées dans la fabrication de produits de construction en terre crue, avec 
ou sans ajout de fibres végétales. Ces matériaux ont été testés directement sous leur forme 
initiale (p. ex : fibres végétales seules) ou sous forme d’éprouvettes fabriquées en laboratoire, 
et leurs caractéristiques sont été présentées ci-dessous. 
La seconde partie des essais s’est intéressée aux flores environnementales présentes sur 
les matériaux en terre crue utilisés dans des bâtiments. Les campagnes de prélèvements in situ 
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se sont étalées sur deux ans et ont permis d’étudier 16 murs différents. L’ensemble des 
informations concernant les matériaux prélevés ainsi que le déroulement des différentes 
campagnes sont reportés dans la section 3.1.2. 
3.1.1. Matériaux étudiés 
Terre crue 
La terre utilisée lors de cette étude correspond à des fines argilo-calcaires, désignées FAC 
dans ce manuscrit. Ces FAC sont des déchets du processus d’exploitation de carrières de 
calcaire. Lors de leur extraction, les granulats calcaires sont séparés de la terre par des 
traitements à l’eau. Les boues de lavage ainsi obtenues sont déposées dans des bassins de 
sédimentation jusqu’à être sèches. Elles sont alors transformées en poudre pour obtenir le 
produit final. 
Les FAC ont été caractérisées par le Laboratoire de Matériaux et Durabilité des 
Constructions (LMDC) (Laborel-Préneron, 2017). Ces fines sont composées à 60 % de 
calcite, à 11 % de kaolinite, à 11 % d’illite, à 10 % de quartz, à 6 % de dolomie et à 3 % de 
goethite. Ce matériau possède un pH de 7,8, ce qui en fait un matériau neutre. Les FAC sont 
des poudres très fines : plus de 99 % en masse des particules ont une taille inférieure à 80 µm. 
La taille moyenne, déterminée par analyse par pipette, est de l’ordre de 6,5 µm.  
Fibres végétales 
De la paille d’orge a été utilisée pour un ajout de fibres végétales dans le matériau terre 
crue. La paille d’orge correspond à la partie de la tige de l’orge rejetée lors de la récolte. La 
longueur des brins de paille d’orge est comprise entre 10 et 30mm. Sa caractérisation 
physique a été réalisée par le LMDC (Laborel-Préneron, 2017). La paille utilisée est issue de 
déchets agricoles mais aucune information concernant d’éventuels traitements chimiques 
appliqués n’est disponible pour ce matériau. La paille est stockée à température et luminosité 
ambiantes dans le laboratoire dans des sacs en plastique.  
Matériaux manufacturés 
Deux mélanges différents ont été fabriqués par le LMDC : i) éprouvettes composées 
uniquement de FAC, notées FAC-S0 %, et ii) éprouvettes composées de FAC et de 3 % de 
paille (teneur en poids), notées FAC-S3 %. La teneur en eau des mélanges, déterminée par 
l’essai Proctor, est d’environ 14 % pour les FAC-S0 % et 19 % pour les FAC-S3 %. Pour 
fabriquer ces échantillons, les fractions de terre et de paille sont versées dans un mélangeur et 
mélangées à la main. Ensuite, l’eau est ajoutée et les matériaux sont malaxés mécaniquement 
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dans le mélangeur jusqu’à obtenir un mélange homogène. Les matières premières sont 
mélangées la veille du coulage.  
Des éprouvettes cylindriques de 5 cm de diamètre et de 5 cm de haut (Φ5H5) (Figure 3.1) 
ont été fabriquées par double compression statique à la densité Proctor. Les éprouvettes sont 
d’abord séchées à 40°C pendant 24 heures, puis la température est augmentée de 0,1°C/min 
jusqu’à atteindre 100°C. La température est maintenue à 100°C jusqu’à masse constante 
(variation de masse inférieure à 0,1%). Les éprouvettes sont ensuite transférées et stockées en 
conditions stériles à température ambiante depuis la salle de fabrication au laboratoire de 
microbiologie. La densité des éprouvettes sèches est de 1,99 g.cm
-3
 pour la composition FAC-
S0 % et de 1,52 g.cm
-3
 pour la composition FAC-S3 %. 
 
Figure 3.1 : Eprouvettes cylindriques FAC-S0 % (gauche) et FAC-S3 % (droite) 
3.1.2. Sites de prélèvements 
Localisation des sites 
Trois campagnes d’échantillonnage in situ, sur des bâtiments en terre crue, ont été 
effectuées au cours de cette étude (Tableau 3.1). Ces campagnes se sont étendues sur la région 
toulousaine, lyonnaise et dans le Tarn-et-Garonne et se sont déroulées au cours de l’automne 
2015, de l’été 2016 et de l’automne 2016 (Figure 3.2). Les sites ont majoritairement été 
prélevés sur une même saison (automne) afin de diminuer la variation des flores microbiennes 
extérieures due à la saisonnalité. Certains sites ont été prélevés en été à cause de contrainte 
organisationnelle. Le prélèvement de deux sites à un an d’intervalle a permis de visualiser la 
variation annuelle de leurs flores microbiennes. Le nombre moyen de prélèvements par site 
est de 4, mais dans certains cas, le nombre de prélèvements a été limité à 1 ou 2, en particulier 
pour les échantillons correspondant à des contrôles externes pour un lieu déjà prélevé (EG, 
Hext).  
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Tableau 3.1 : Liste des sites de prélèvements in situ et caractéristiques. 
 
 
 
Code du 
Site
Code de 
prélèvement
Fonction
Type de 
matériau
Date de la 
construction
Historique Commune Environnement
Mois de 
prélèvement
T°C / HR lors du 
prélèvement
Nombre de 
prélèvements
AM Adobe terre seule - 6
AJ Joint terre chaux - 6
Ba1 Octobre 2015 - 4
Ba2 Novembre 2015 18,6% / 63% 4
Bb Cellier
Torchis terre 
paille
Stockage régulier 
de fruits / légumes
Octobre 2015 - 5
C1 Novembre 2015 - 4
C2  Novembre 2016 18,5% / 62,4% 4
DM Abobe terre seule - 3
DJ Joint terre seule - 3
E Chambre
Local 
d'habitation
22,6°C / 52% 4
EG Grange
Stockage d'outils / 
débarras
- 1
F F Grange Pisé terre seule Environ 1850
Pas de porte / 
fenêtre fermées
Tignieu-
Jameyzieu
Rural Juillet 2016 18,9°C / 60% 4
G G Cellier Pisé terre seule Environ 1850
Stockage d'outils / 
débarras
Tignieu-
Jameyzieu
Rural Juillet 2016 18,6°C / 60% 4
H Bureau / Salon
Enduit terre 
paille
Local 
d'habitation
21,6°C / 58,2% 4
Hext Extérieur Adobe terre paille
Brique dehors 
depuis la 
construction
- 1
I I Salon Enduit terre seule Juillet 2008
Local 
d'habitation
Mirabel Rural Novembre 2016 19,2°C / 61,2% 4
J J
Site non 
habité
Enduit terre 
fibres végétales
Avant 1900
Pas d'occupant et 
faible isolation
Monteils Rural Novembre 2016 11,9°C / 70,7% 4
L L
Salle à manger 
/ Cuisine
Enduit terre 
paille
2006
Local 
d'habitation
Cazals Rural Novembre 2016 17,9°C / 66% 4
Ma Entrée
Adobe terre seule 
/ Adobe paille
Eté 2016
Local 
d'habitation
- 5
Mb Chambre Adobe paille 2012
Local 
d'habitation
- 4
Rural
Rural
Rural
Urbain
Rural
Lanta
Pisé terre seule
Adobes terre 
seule
Enduit terre 
chanvre
Local 
d'habitation
Tignieu-
Jameyzieu
Printemps 
2009
Environ 1800
Janvier 2017
Non connu Novembre 2015
Juillet 2016
2013 Octobre 2016
Probablement 
présence d'un 
ancien enduit à la 
surface du mur
Maureville
L'Union
Caussade
Septembre 2015Avant 1800
Août 1995
Rural
Rural
Ancienne étable 
ayant connu la 
présence 
d'animaux
Ancien 
développement 
fongique (drain 
bouché)
Maureville
Castanet-
Tolosan
Entrée
Entrée
Bureau
Cuisine
M
A
B
D
E
C
H
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Figure 3.2 : Localisation des sites de prélèvement in situ, avec prélèvements sur matériaux composés 
de terre seule (orange) ou avec inclusion biosourcée (vert). 
Méthode de prélèvement 
La méthode de prélèvement consiste au grattage du mur à l’aide d’un scalpel stérile sur 
une superficie d’environ 35 cm² par prélèvement, sans nettoyage préalable (Figure 3.3). La 
terre et les fibres ainsi décrochées ont été récupérées dans des tubes à usage unique stériles. 
La profondeur de prélèvement était comprise entre 2 et 5mm suivant la dureté du matériau. 
Entre 1 et 2g de matériaux ont été stockés sous 48h maximum à -80°C pour les analyses par 
biologie moléculaire, tandis que le reste du prélèvement a été directement utilisé pour l’étude 
des flores microbiennes par culture (dans le cas des sites A, B, C et D). Lors du prélèvement, 
un masque à poussière et des gants stériles étaient portés afin d’éviter une contamination de 
l’échantillon par le manipulateur. Lorsque cela était possible, les températures et humidités 
E F G 
I J M L 
H 
C A D 
B 
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des lieux ont été mesurées lors du prélèvement à l’aide d’un enregistreur autonome de 
température et d’humidité (KISTOCK KH 200 - KIMO®). 
  
Figure 3.3 : Méthode de prélèvement des sites Bb (gauche) et D (droite) par grattage au scalpel. 
Déroulement des campagnes de prélèvements 
Un ensemble de 15 supports a été prélevé (Figure 3.4). La première campagne s’est 
déroulée durant l’automne 2015, et a concerné 4 habitations : 
- Sur deux des sites (A et D), les prélèvements ont porté sur des adobes composés 
uniquement de terre crue (notés AM et DM), ainsi que sur les joints de ces murs 
(notés AJ et DJ). Des échantillons à différentes hauteurs ont été récupérés.  
- Les prélèvements sur le site B ont été effectués sur deux murs différents : i) un mur en 
adobe, qui avait déjà connu un événement de développement fongique à sa surface 
suite à l’obstruction du drain de la maison (noté Ba1) ; ii) un mur en torchis dans un 
cellier servant à stocker notamment des fruits et légumes (noté Bb).  
- Le site C est une salle faisant office de bureau et de chambre d’amis, dont les murs 
sont composés d’un mélange terre-paille revêtu d’un enduit terre chanvre. L’enduit 
situé au pied du mur (moins de 20 cm de hauteur) a été prélevé.  
La seconde campagne de prélèvements a été effectuée durant l’été 2016, en ciblant trois 
habitations de la région lyonnaise, situées dans un même village. La méthode de construction 
utilisée sur ces trois sites (E, F et G) était celle du pisé, avec une terre crue locale. Les trois 
habitations étaient d’anciens bâtiments, déjà présents sur les cadastres il y a plus de 100 ans.  
- Le mur échantillonné sur le site E est au niveau d’un escalier permettant de monter 
dans une chambre d’amis. Un mur de grange faisant partie de la même bâtisse a été 
prélevé (noté EG).  
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- Dans le cas du site F, un mur de pisé, situé dans une grange, a été échantillonné. Ce 
mur est soumis aux températures et humidités extérieures car les ouvertures de la 
pièce ne possèdent pas de vitre ou de porte solide.  
- Enfin, des échantillons ont été récupérés dans une autre habitation, au niveau d’un 
cellier en pisé (G).  
L’ajout de murs de grange ou de cellier dans notre étude permet d’avoir des témoins 
externes sur la composition de la flore ayant les capacités de se développer ou de se maintenir 
sur ce type de support. 
La troisième campagne de prélèvements s’est étendue d’octobre 2016 à janvier 2017.  
- Deux sites qui avaient déjà été échantillonnés lors de la première campagne ont été 
une nouvelle fois prélevés (notés Ba2 et C2), permettant d’avoir un premier aperçu 
des éventuelles dynamiques de communautés microbiennes 1 an après.  
- Une habitation de la région toulousaine, composée d’adobe de terre-paille recouvert 
par un enduit terre paille, a également été échantillonnée (H). Les prélèvements se 
sont portés sur plusieurs pièces, en ciblant des zones proches du sol dans les angles, 
afin de ne laisser que des traces discrètes. Une brique d’adobe terre-paille restée à 
l’extérieur depuis la construction a également été prélevée (noté Hext).  
Enfin, une série de bâtiments situés dans le Tarn-et-Garonne a été ajoutée à notre 
étude au cours de cette troisième campagne :  
- Un enduit en terre crue présent dans une salle de vie a été prélevé à différentes 
hauteurs (I).  
- Une ancienne habitation du patrimoine non habitée depuis plusieurs dizaines d’années 
présentant un mur en terre avec des fibres végétales incorporées, a été prélevée (J). La 
température et l’humidité à l’intérieur de ce bâtiment étaient proches des conditions 
extérieures.  
- Deux zones ont été prélevées dans une habitation avec des enduits terre paille dans la 
salle à manger / cuisine (L) : à différentes hauteurs d’un des murs et au pied d’un 
autre mur, à 20 cm du sol.  
- Pour finir, le site M correspondait à une habitation construite en adobe de terre crue, 
avec deux murs différents qui ont été prélevés sur toute leur hauteur : i) un mur 
composé à la fois d’adobe de terre seule (noté MaT) ou de terre avec paille (MaB), 
situé au rez-de-chaussée de l’habitation et réalisé durant l’été 2016 ; ii) un mur 
composé d’adobe terre-paille, situé dans une chambre et réalisé autour de l’année 
2012. 
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Figure 3.4 : Sites d’échantillonnage de bâtiments en terre crue seule (orange) ou avec inclusion 
biosourcée (vert). 
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3.2. Mise au point du protocole d’isolement des microorganismes 
La première étape des analyses par culture est l’optimisation des méthodes de 
récupération des microorganismes à partir des matières premières ou des échantillons prélevés 
in situ, afin de maximiser le nombre de microorganismes cultivables isolés. La principale 
technique consiste à disperser les microorganismes présents dans le prélèvement à l’aide d’un 
milieu de récupération, puis à mettre en culture les cellules ainsi récupérées. Plusieurs 
paramètres doivent être évalués, comme la concentration en dispersant (tensioactif), 
l’agitation (temps et méthode d’agitation), le ratio prélèvement / milieu de récupération ou 
encore le milieu de culture utilisé. 
3.2.1. Matériels et méthodes 
3.2.1.1. Méthode de récupération des microorganismes à partir des 
prélèvements 
Les matières premières ont été suspendues dans un milieu de récupération suivi d’un 
dépôt de la suspension sur milieu nutritif. Plusieurs paramètres ont été testés dans le but 
d’optimiser la méthode. Chaque matériau (FAC : 1g ; paille : 0,25g) a été mélangé à 
température ambiante dans un tube avec 10 mL de milieu de récupération. Celui-ci était 
composé de tampon phosphate salin stérile (PBS) et d’un tensioactif stérile (Tween 80), 
ajouté pour disperser plus facilement les cellules bactériennes et fongiques. Différentes 
concentrations finales de détergent (1%, 5% et 10%) ont été testées. Les suspensions ont été 
agitées à 300 rpm pendant 10 minutes (Agitateur MaxQ 4000 – Thermo Scientific). Le temps 
d’agitation testé a également été allongé à 30 minutes pour la concentration finale en 
détergent de 5%. Les tubes ont été placés à l’horizontale lors de l’agitation afin de limiter la 
sédimentation des matériaux. Trois ratios ‘masse du matériau/volume du milieu de 
récupération’ ont été testés pour les FAC (1/10, 5/20 et 25/100 g/mL), avec une agitation de 
30 minutes et une concentration finale en détergent de 5 %. 
Une fois l’étape d’agitation terminée, les suspensions ont été homogénéisées au vortex 
extemporanément, puis une gamme de dilutions (raison 10) a été préparée dans de l’eau 
distillée stérile. Un volume de 100 µL de suspension initiale ou de chaque dilution a été 
déposé sur des milieux nutritifs en condition aérobie, qui ont été incubés à différentes 
températures (Tableau 3.2). Après incubation, les colonies formées ont été dénombrées afin 
de déterminer le nombre d’UFC (Unité Formant Colonie) par gramme de matériau. 
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Tableau 3.2 : Liste des milieux de cultures utilisés lors de l’optimisation des méthodes de 
prélèvements. 
Milieu de culture Microorganismes 
recherchées 
Température 
d’incubation 
Durée 
d’incubation 
Tryptone Soy Agar (TSA) Bactéries aérobies 
et aéro-anaérobies 
32,5°C 48h (2 jours) 
Potato Dextrose Agar (PDA) 
+ 0,05g de chloramphénicol (Cm) 
Champignons 22,5°C 120h (5 jours) 
 
Dans le cas de la paille, une méthode d’agitation alternative a été testée. A la place d’un 
agitateur classique, un broyeur homogénéiseur Smasher™ (AES Laboratories) a été utilisé. La 
paille (2,5 g) a été placée dans un sac plastique stérile contenant une membrane interne 
(Gosselin™) pour séparer les particules solides du liquide après broyage. Ensuite, 100 mL de 
milieu de récupération ont été ajoutés dans le sac à température ambiante. Deux 
concentrations finales en détergent (1% et 5%) ont été testées. Les sacs ont été broyés pendant 
2 minutes. Le temps de broyage a été allongé à 5 minutes pour la concentration finale en 
détergent de 5 %. Une gamme de dilutions a été effectuée et les UFC ont été dénombrées 
comme décrit précédemment.  
3.2.1.2. Méthode de prélèvement par adhésif 
Pour les prélèvements sur les matériaux manufacturés, l’efficacité d’une méthode de 
prélèvement par adhésif a été évaluée. Des pansements adhésifs stériles (Hydrofilm® - 
Hartmann) ont été découpés en carrés de 4 cm². Un volume de 1mL d’une suspension de 
conidies d’Aspergillus brasiliensis (ATCC 16404 / CBS 733.88) à la concentration de 107 
UFC/mL a été déposé sur chaque adhésif. Les adhésifs ont été laissés sous PSM avec la face 
contaminée vers le haut, afin d’évaporer l’eau contenant les spores fongiques. Une fois tout le 
liquide évaporé, chaque adhésif a été transféré dans un tube et 10mL de milieu de 
récupération (PBS + Tween80 à une concentration finale de 5 %) ont été ajoutés dans le tube. 
Les tubes ont été agités par vortex durant différentes durées : 5 secondes, 5 minutes ou 10 
minutes. Une gamme de dilutions (raison 10) a été préparée dans de l’eau distillée stérile. La 
suspension initiale et les dilutions ont été déposées sur milieu PDA contenant 0,05 mg/mL de 
Cm, puis les milieux ont été incubés à 22,5°C durant 5 jours. Après incubation, les UFC ont 
été dénombrées. L’évaluation a été réalisée en triplicat.  
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3.2.1.3. Outils statistiques 
Les moyennes et écarts-types ont été calculés dans chaque condition sur les valeurs en 
log10. Un test de Student a été réalisé pour comparer les moyennes entre elles. Les calculs ont 
été réalisés à l’aide du logiciel R. Une valeur de p-value inférieure au seuil de signification 
statistique (0,05) est indiquée par un astérisque au-dessus des moyennes concernées. 
3.2.2. Résultats 
Afin d’étudier les flores microbiennes par culture, celles-ci doivent tout d’abord être 
récupérées depuis une matrice pour être ensuite déposées sur des milieux nutritifs. Une fois 
que les microorganismes se sont développés sur ces milieux et ont été isolés, il est alors 
possible de les caractériser et de les identifier. La phase de prélèvement et de préparation de 
l’échantillon pour mise en culture est une étape très importante dans l’étude des communautés 
microbiennes. Dans cette étude, deux méthodes de prélèvements ont été testées :  
- La première consiste en une mise en suspension des matériaux directement dans une 
solution de récupération. Cette méthode est notamment utilisée lorsque les 
échantillons sont récupérés sous forme particulaire. Cette technique destructive est 
particulièrement utilisée dans le cas des matériaux de construction, et permet d’avoir 
directement un extrait de la matrice d’intérêt. L’influence de différents paramètres a 
été évaluée, comme le temps d’agitation ou la concentration en détergent dans le 
milieu de récupération, afin d’optimiser la dispersion à partir des particules. 
L’efficacité de prélèvement/dispersion a été associée à la quantité d’UFC obtenus sur 
milieu de culture suivant ces différents facteurs.  
- La seconde méthode était celle du prélèvement des microorganismes à la surface de 
matériaux fabriqués par film adhésif. Cette technique est une alternative non-
destructive au prélèvement par grattage, permettant de récupérer les flores fongiques 
présentes à la surface du matériau sans abîmer visuellement ce dernier. Dans ce cas, le 
relargage des conidies fongiques adhérées sur le film en fonction du temps d’agitation 
a été étudié. Cela a ainsi permis d’évaluer si cette étape ne limite pas la récupération 
des microorganismes prélevés par le film. 
D’autres techniques de prélèvement de surface peuvent être utilisées sur les matériaux et 
les surfaces, mais n’ont pas été appliquées dans cette étude. Les prélèvements par gélose 
contact ou écouvillonnage sont des options habituellement non destructives, mais 
l’humidification du matériau en terre crue lors du prélèvement pourrait conduire à une 
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dégradation de celui-ci. La méthode de prélèvement par adhésif a été préférée à celle par 
moquette car cette dernière est peu adaptée au prélèvement de bactéries. 
3.2.2.1. Optimisation de la méthode de récupération des microorganismes pour 
une mise en culture 
A partir des matières premières, différents paramètres ont été analysés en vue d’améliorer 
le prélèvement des microorganismes contenus dans les FAC (Figure 3.5) ou dans la paille 
d’orge (Figure 3.6).  
Pour les FAC, on peut observer que : 
- Pour les différents temps d’agitations testés (5, 10 et 15 min), la concentration 
moyenne en bactéries est supérieure à celle des moisissures (2,5 ± 0,4 x10
4
 UFC/g 
contre de 2,5 ± 0,2 x10
2
 UFC/g, respectivement) (Figure 3.5.A).  
- Une augmentation de la durée d’agitation n’a pas amélioré la récupération des 
cellules bactériennes et fongiques.  
- La concentration moyenne en bactérie est de 2,5 ± 0,2 x104 UFC/g lorsque la 
concentration de détergent varie (Figure 3.5.B), indiquant que l’ajout de détergent n’a 
pas d’effet significatif sur la récupération des cellules et spores bactériennes. 
- Cependant, l’utilisation d’un détergent à une concentration finale de 5% a permis 
d’améliorer légèrement la récupération de conidies fongiques, passant d’une 
concentration de 1,1 ± 0,2 x10
2
 UFC/g à 2,6 ± 0,3 log10(UFC/g).  
- Enfin, lors des essais avec différents ratios de quantités de FAC / milieu de 
récupération, les concentrations moyennes de bactéries et de moisissures sur 
l’ensemble des ratios sont respectivement de 2,1 ± 0,2 x104 UFC/g et de 1,9 ± 0,3 
x10
2
 UFC/g, aucun effet significatif n’ayant été observé dans les deux cas (Figure 
3.5.C). 
En ce qui concerne la paille, on note que : 
- Le temps d’agitation influence, sur l’intervalle testé, la concentration en 
microorganismes. Pour les bactéries la concentration est comprise entre 3,7 ± 0,3 x10
4
 
UFC/g (à 0’) et 5,6 ± 1,1 x105 UFC/g (à 30’), et pour les moisissures elle est comprise 
entre 9 ± 0,1 x10
2
 UFC/g (0’) et 6,73 ± 1,2 x103 UFC/g (30’) (Figure 3.6.A). Une 
durée d’agitation de 30 minutes améliore significativement (d’environ 1 log10) la 
récupération des spores bactériennes et des conidies fongiques.  
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- La concentration en détergent n’a pas d’effet significatif sur la récupération des 
bactéries : 1,9 ± 0,1 x10
5
 UFC/g de bactéries sont récupérées en moyenne sur 
l’ensemble des concentrations (Figure 3.6.B). Toutefois, dans le cas des 
champignons, l’addition de détergent améliore significativement la récupération des 
conidies, dont le nombre passe de 7,3 ± 0,9 x10
2
 UFC/g (0%) à 5,4 ± 0,3 x10
3
 UFC/g 
(1%), soit une augmentation de près de 1 log10. 
- La figure 3.6.C présente les résultats issus des prélèvements à partir de paille en 
utilisant le Smasher™ comme outil d’agitation pour la dispersion. Cette technique 
d’agitation n’a pas eu d’impact significatif sur la récupération des bactéries dont la 
concentration moyenne sur l’ensemble des essais de 1,5 ± 0,3 x106 UFC/g.  
- Cependant, la concentration en champignons a significativement augmenté entre 0% 
et 1% de détergent, passant de 1,3 ± 0,7 x10
3
 UFC/g (à 2’- 0%) à 6,3 ± 1 x103 UFC/g 
(à 2’- 1%).  
- Un allongement du temps de mélange à 5 minutes (au lieu de 2 minutes) ne présente 
pas d'effet sur la récupération des microorganismes.  
- Finalement, le procédé de broyage à une concentration en détergent de 5% a permis 
de récupérer 1,3 ± 0,1 x10
6
 UFC/g bactéries contre 2,1 ± 0,4 x10
5
 UFC/g par la 
méthode de prélèvement par simple agitation. Il a donc amélioré la récupération des 
cellules et spores bactériennes d’environ un log10. Aucune différence significative n’a 
pu être observée pour les moisissures, avec 6,3 ± 1 x10
3
 UFC/g par broyage et 5,1 ± 
1,3 x10
3
 UFC/g par agitation. 
 
 
 
Chapitre 3 – Etude par culture de la flore microbienne des matériaux biosourcés 
 
- 130 - 
 
 
Figure 3.5 : Unités formant colonie (moyennes ± écart-types ; trois essais indépendants en triplicats 
techniques) par gramme de FAC en fonction du temps d’agitation (A) (concentration en détergent 
finale 5 % ; ratio 1g/10mL), de la concentration en détergent (B) (temps d’agitation de 10 minutes ; 
ratio 1g/10mL) ou du ratio masse de matériau / volume de milieu de récupération (C) (temps 
d’agitation de 10 minutes ; concentration en détergent finale 5 %). 
 
Figure 3.6 : Unités formant colonie (moyennes ± écart-types ; trois essais indépendants en triplicats 
techniques) par gramme de paille en fonction du temps d’agitation (A) (concentration en détergent 
finale 5 %), de la concentration en détergent (B) (temps d’agitation de 10 minutes) ou de la 
concentration en détergent et du temps d’agitation lors de l’utilisation du broyeur Smasher™ (C). 
Ces premiers éléments nous ont permis de sélectionner des conditions optimales de 
traitement des échantillons : rapport masse/volume, concentration en détergent, technique 
(vortex ou Smasher™) et temps d’agitation (Tableau 3.3) :  
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- Pour les FAC, une meilleure récupération des bactéries et des moisissures est obtenue 
lorsque le milieu de récupération contient une concentration finale en détergent de 5 
%, et que les FAC sont agitées par agitateur durant 30 minutes. Les ratios 
masse/volume n’ont pas d’impact sur la récupération, et le choix s’est alors porté sur 
celui nécessitant le moins de matière, à savoir 1g/10mL. 
- Les conditions optimales pour la paille consistent en un broyage de 2,5 g de paille par 
Smasher™ durant 2 minutes dans 100 mL de milieu de récupération à une 
concentration en détergent de 1 %.  
- Au final, les mêmes conditions que pour les FAC ont été appliquées pour les 
échantillons in situ à cause de leur similarité en termes de composition. 
 
Tableau 3.3 : Conditions optimales de traitement pour la récupération des microorganismes en 
fonction des matières premières. 
Matières 
Ratio 
masse / 
volume 
Concentration 
en détergent 
Temps 
d’agitation 
Type d’agitation 
FAC 1g / 10mL 5 % 30 minutes Agitateur 300rpm 
Paille 2,5g / 100mL 1 % 2 minutes Smasher™ 
Echantillons 
in situ 
1g / 10mL 5 % 30 minutes Agitateur 300rpm 
3.2.2.2. Optimisation de la récupération des spores fongiques à partir du film 
adhésif 
L’influence du temps de vortex sur le relargage des microorganismes adhérés dans la 
solution de récupération (concentration finale en détergent de 5 %) a été évaluée en agitant 
par vortex durant 5 secondes ou 5 à 10 minutes un adhésif avec une quantité connue de 
conidies déposées à sa surface (Figure 3.7). Quand l’adhésif n’est agité par vortex que 
quelques secondes, la quantité de spores récupérées est de 3,6 ± 0,5 x10
5
 UFC, alors que 8,7 ± 
2,8 x10
6
 UFC avaient été déposées sur l’adhésif. Avec un temps d’agitation plus long (5 ou 10 
minutes), le recouvrement des conidies augmente significativement, i.e. d’environ 1 log10, et 
2,8 ± 0,5 x10
6
 UFC sont récupérées. Aucune différence significative n’est observée entre les 
temps d’agitation 5 et 10 minutes, ce qui suggère que le temps d’agitation n’a plus d’impact 
sur la récupération des conidies adhérées. Un temps de 5 minutes de vortex semble suffisant 
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pour décrocher les conidies adhérées, bien que le taux de recouvrement final ne soit que 
d’environ 30 %. 
 
Figure 3.7 : Unités formant colonie (moyennes ± écart-types ; trois essais indépendants en triplicats 
techniques) d’A.brasiliensis recouvrées depuis le film adhésif en fonction de la durée d’agitation. 
3.2.3. Discussion 
L’optimisation des méthodes de prélèvements et de récupération des microorganismes à 
partir de ces prélèvements est une étape indispensable pour assurer un recouvrement maximal 
des microorganismes cultivables. En effet, la méthode de prélèvement/dispersion choisie peut 
avoir un impact sur le type et la quantité de microorganismes isolés, et ainsi conduire à 
certains biais comme l’isolement de certains genres particuliers et une sous-représentation de 
certains organismes. Par exemple, les prélèvements d’air favorisent les champignons 
produisant un grand nombre de petites conidies au détriment de ceux qui en produisent moins. 
Pour les FAC, l’augmentation de la durée d’agitation n’a pas amélioré la récupération des 
cellules bactériennes et fongiques. Les FAC peuvent être facilement mises en suspension dans 
le milieu de récupération par un simple passage au vortex, et les particules en suspension des 
FAC peuvent être ainsi diluées de manière homogène.  
A l’inverse, la paille possède plus d’aspérités de surface que les FAC ; les 
microorganismes peuvent alors être adsorbés voire adhérés à sa surface, ce qui limiterait leur 
remise en suspension. Une extension de la durée d’agitation présente un impact significatif 
pour cette matière première. Pour améliorer le recouvrement des champignons, l’ajout de 
Tween80 s’est révélé nécessaire.  
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Un agent tensio-actif est régulièrement utilisé dans les milieux de récupération des 
microorganismes. Il permet par exemple de mieux disperser les spores en évitant qu’elles 
s’agrègent entre elles ou à la surface du tube (Silva et al., 2011). Il est donc possible que le 
détergent permette de détacher les conidies présentes sur les matières premières et de limiter 
leur agrégation et que, suivant les différentes dispositions de ces agrégats en fonction du type 
de matière première (terre, paille), cela conduise à une augmentation plus ou moins 
importante du nombre d’UFC énumérées. Cet effet est beaucoup moins important dans le cas 
des bactéries.  
Enfin, par rapport à la méthode de prélèvement par simple agitation, le procédé de 
broyage a amélioré la récupération de spores bactériennes d’un facteur 4 mais aucune 
différence significative n’a pu être observée pour les moisissures. L'utilisation du Smasher™ 
pour la paille reste cependant intéressante par rapport à l’étape d’agitation, car elle permet une 
meilleure récupération des bactéries et un temps de traitement plus court. 
L’utilisation d’adhésif lors des prélèvements intérieurs est parfois mise en œuvre, en 
particulier pour prélever des zones de mycéliums visibles et coupler cette méthode de 
prélèvement avec des observations par microscopie (Andersson et al., 1997; Gravesen et al., 
1999; Nielsen et al., 1998a). Néanmoins, les adhésifs peuvent également être envisagés dans 
le but d’effectuer des prélèvements non destructifs sur matériaux de construction (Urzı̀ and De 
Leo, 2001), et il est important d’évaluer l’efficacité de relargage des conidies fongiques une 
fois adhérées. Après dépôt d’une suspension de conidies titrée, l’efficacité de relargage dans 
le milieu de récupération a été évaluée à environ 30 %. L’utilisation de cette méthode ne 
semble donc pas être totalement adaptée pour la quantification précise des microorganismes 
présents sur les surfaces, car il n’est pas garanti que 100 % des cellules soient adhérées lors du 
dépôt du film, et le relargage n’est pas représentatif de la totalité des bactéries et champignons 
prélevés. Cependant, la quantité de microorganismes non récupérés reste inférieure à 1 log10, 
et le prélèvement par adhésif permet tout de même d’avoir un aperçu de la quantité globale 
ainsi que des flores majoritaires sur l’échantillon, notamment par dépôt direct sur milieu de 
culture (Urzí and Albertano, 2001). Une des limites potentielles des essais préliminaires 
réalisés est représentée par une évaluation uniquement basée sur des aspects quantitatifs 
(UFC/g) et non qualitatifs. 
 Une fois les paramètres des méthodes de traitements des prélèvements déterminés, 
celles-ci ont été mises en place pour étudier les flores microbiennes associées aux matériaux 
biosourcés à base de terre crue par les approches de culture. 
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3.3. Caractérisation par culture des flores microbiennes in situ 
Les méthodes de prélèvement précédemment présentées ont été appliquées afin d’isoler 
les microorganismes présents dans les matrices étudiées. Les méthodes de caractérisation par 
culture permettent de visualiser une partie des flores cultivables pouvant se développer sur les 
milieux de culture test. Elles ne conduisent pas à l’isolement de la totalité des 
microorganismes présents, mais donnent de premières indications sur certains genres 
environnementaux. Ainsi, une caractérisation de la flore microbienne a été menée par culture 
sur différents étapes de la construction en terre crue, depuis la matière première jusqu’à 
l’éprouvette séchée. Afin d’évaluer la prolifération des microorganismes subsistant dans le 
matériau final, des prélèvements ont également été menés sur des éprouvettes mises en 
condition de forte humidité. Enfin, il est important d’étudier ces types de matériau dans leurs 
conditions d’utilisation, c’est pourquoi les microorganismes présents in situ dans certains 
habitats en terre crue ont également été isolés. L’isolement de certaines bactéries peut 
notamment être intéressant pour être par la suite utilisées lors des essais de flore positive, 
antifongique. 
3.3.1. Matériels et méthodes 
Les microorganismes contenus dans les FAC et la paille ont été récupérés selon la 
méthode de prélèvement par agitation (voir section 3.2.1.1) avec les paramètres déterminés 
lors de l’optimisation de cette méthode (voir section 3.2.2.1). 
3.3.1.1. Prélèvements à la surface et à l’intérieur des éprouvettes manufacturées 
Afin de déterminer les flores initialement présentes sur les éprouvettes manufacturées, 
des prélèvements ont été effectués à la surface et à l’intérieur :  
- Prélèvements de surface : ils sont réalisés avec des adhésifs stériles (Hydrofilm® - 
Hartmann) sur des éprouvettes Φ5H5 FAC-S0% et FAC-S3% à deux moments du 
processus de fabrication : avant l’étape de séchage, directement après l’étape de 
compression, et après l’étape de séchage, lorsque les éprouvettes ont été retirées de 
l’enceinte thermique. Les adhésifs de 4 cm² ont été pressés manuellement sur les 
éprouvettes pendant 5 minutes. Ils ont ensuite été transférés dans un tube et 10 mL de 
milieu de récupération (PBS + Tween80 à 5% en concentration finale) ont été ajoutés. 
Les suspensions ont été agitées par vortex durant 5 minutes pour décrocher les 
microorganismes adhérés. La gamme de dilution et la numération des UFC ont été 
réalisées comme décrit précédemment (voir section 3.2.1.1). 
Chapitre 3 – Etude par culture de la flore microbienne des matériaux biosourcés 
 
- 135 - 
 
- Prélèvements en surface et à cœur : deux des éprouvettes cylindriques séchées de 
chaque composition ont été brisées horizontalement à l’aide d’une presse hydraulique 
de 100kN. Des prélèvements sont effectués à l’aide des adhésifs à la surface et à 
l’intérieur des éprouvettes brisées. Les adhésifs sont déposés sur des milieux PDA-
Cm et incubés pendant 7 jours à 22,5°C pour observer le développement de 
champignons. 
3.3.1.2. Evaluation de la cinétique développement de moisissures sur des 
éprouvettes manufacturées 
Une méthode d’humification par capillarité a été adaptée de précédents travaux 
d’absorption capillaire de matériaux de construction en terre crue, afin de permettre une 
humidification de l’éprouvette sans délitement (Kunwufine, 2011). Dans des conditions 
contrôlées (sous poste de sécurité microbiologique de type II ou PSM), une brique de terre 
cuite stérile est placée dans une bassine stérile. Un morceau d’éponge est placé pour recouvrir 
la brique de terre cuite. Trois éprouvettes Φ5H5 séchées de la même composition sont placées 
sur l’éponge. La bassine est alors remplie avec de l’eau stérile jusqu’à presque la hauteur de la 
brique en terre cuite, ce qui permet une humidification des éprouvettes par capillarité sans 
qu’elles ne se désagrègent (Figure 3.8). La bassine est maintenue dans des conditions 
contrôlées (sous PSM) à température ambiante pendant 3 mois. Le niveau d’eau est réajusté 
régulièrement afin qu’il reste stable. Une bassine est préparée comme décrit ci-dessus pour 
chacune des deux compositions d’éprouvettes, FAC-S0 % et FAC-S3 %. Deux éprouvettes 
témoins de chaque composition sont placées en conditions contrôlées sans être humidifiées. 
Les éprouvettes sont observées régulièrement durant les 3 mois. 
Au terme des 3 mois, deux éprouvettes de chaque condition (composition / humidité) sont 
brisées horizontalement à l’aide d’une presse hydraulique de 100kN. Deux prélèvements sont 
réalisés à la surface à l’aide des adhésifs, ainsi que deux prélèvements à l’intérieur des 
éprouvettes brisées (voir section 3.3.1.1).  
  
Figure 3.8 : Schéma du système d’humidification par capillarité. 
Bassine stérile 
Briques 
Eponge stérile 
Brique terre cuite stérile 
Eau distillée stérile 
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3.3.1.3. Mise en culture des prélèvements sur matériaux in situ 
Suite à la première campagne de prélèvement in situ (voir section 3.1.2), les 
microorganismes viables / cultivables contenus dans les échantillons des sites A, B, C et D ont 
été isolés par culture. La méthode de récupération des microorganismes par mise en 
suspension dans un milieu puis agitation (voir section 3.2.1.1) a été utilisée pour l’ensemble 
des échantillons in situ avec les paramètres déterminés dans la section 3.2.2.1 (Tableau 3.3). 
Des milieux de culture plus spécifiques à la flore fongique de l’intérieur ont été utilisés 
(Tableau 3.4). Une fois récupérées et déposées sur milieu de culture, les bactéries et les 
moisissures ont été dénombrées et le nombre d’UFC/g d’échantillon a été calculé. 
Tableau 3.4 : Liste des milieux de cultures utilisés pour les prélèvements réalisés in situ. 
Milieu de culture Microorganismes 
recherchés 
Température 
d’incubation 
Durée 
d’incubation 
Tryptone Soy Agar (TSA) Bactéries aérobies 
et aéro-anaérobies 
32,5°C 48h (2 jours) 
Potato Dextrose Agar (PDA) 
+ 0,05g/L de chloramphénicol (Cm) 
Champignons 22,5°C 120h (5 jours) 
MEA 
+ 0,05g/L de chloramphénicol (Cm) 
Champignons 22,5°C 120h (5 jours) 
DG18 
+ 0,05g/L de chloramphénicol (Cm) 
Champignons 
xérophiles 
22,5°C 120h (5 jours) 
3.3.1.4. Caractérisation des microorganismes isolés 
En plus de l’aspect quantitatif, les colonies et mycéliums obtenus ont été caractérisés 
pour obtenir des données qualitatives. Les différentes colonies bactériennes isolées présentant 
des différences phénotypiques ont été étudiées, ainsi que la totalité des isolats fongiques. Les 
isolats microbiens ont été observés à différents niveaux : 
- sur un plan macroscopique : aspect des colonies ou du mycélium, couleur, taille, 
relief, etc. 
- sur un plan microscopique : une coloration de Gram a été effectuée sur les isolats 
bactériens (microscopie optique à immersion, X1000). Une distinction a été faite sur 
la forme des cellules (bacille / coque) ainsi que sur les caractéristiques de la paroi 
(Gram + / Gram -) et la présence de spores. Une coloration au bleu de coton a été 
effectuée pour les champignons (microscopie optique X400) afin d’observer la forme 
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des hyphes et des conidiophores. La majorité des isolats a pu être identifiés au niveau 
du genre. 
Les isolats bactériens ont été caractérisés, dans un premier temps, par tests enzymatiques 
(Oxydase / Catalase). Une identification supplémentaire par spectrométrie de masse MALDI-
TOF a également été effectuée. A partir d’une colonie bactérienne sur gélose, un échantillon 
de cette colonie a été déposé sous forme de dépôt homogène sur une position de la cible 
MALDI (MSP 96 polished steel BC target). Le dépôt est ensuite recouvert d’1µL d’acide 
formique à 70 %. Après séchage, 1µL de matrice IVD Matrix HCCA (Bruker), reconstituée 
au préalable avec 250µL de solution de solvant organique (acétonitrile 50 %, eau 47,5 %, 
TFA 2,5 %) (Sigma-Aldrich), a été déposé à sa surface et laissé sécher. Un contrôle interne, 
nommé BTS (Bacterial Test Standard) a été ajouté sur une position de la cible MALDI. Le 
profil protéique des spots a ensuite été analysé par MALDI-TOF BioTyper (Bruker). Le 
spectre acquis a été comparé avec les spectres de référence contenus dans la banque de 
données générale IVD MALDI BioTyper, version 4.0(5627). Le seuil de score de congruence 
des spectres est classiquement fixé à un résultat supérieur ou égal à 2 pour l’identification des 
isolats environnementaux. Des scores inférieurs ont été pris en compte pour certains isolats en 
considérant l’ensemble des identifications proposées (10 premières) et la concordance avec 
les observations macro et microscopiques, ainsi que les tests enzymatiques initiaux. 
3.3.2. Résultats 
L’étude des communautés microbiennes des matériaux en terre crue a été réalisée à 
plusieurs étapes de la fabrication du matériau. Les microorganismes contenus dans les 
différentes matières premières utilisées dans cette étude, à savoir les FAC et la paille, ont été 
quantifiés par culture puis identifiés par leur morphotype et par spectrométrie de masse 
MALDI-TOF, cette dernière technique permettant une identification rapide et précise des 
isolats bactériens. De la même manière, ceux présents à la surface et à l’intérieur 
d’éprouvettes fabriquées en laboratoire ont été évalués avant et après un séchage du matériau 
à 100°C. L’impact de cette étape sur les flores microbiennes et leur survie au sein du matériau 
a ainsi pu être observé. De plus, ces éprouvettes ont été placées en condition de forte humidité 
afin d’évaluer le développement des microorganismes persistants après le traitement 
thermique. Le rôle de l’ajout de fibres végétales sur les proliférations bactériennes et 
fongiques a également pu être déterminé. Enfin, une partie des prélèvements obtenus sur des 
supports in situ en terre crue a été étudiée. Différents milieux de culture ont été utilisés pour 
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isoler un large spectre de champignons, et les communautés microbiennes cultivables ont été 
identifiées et quantifiées. 
3.3.2.1. Microorganismes issus des matières premières 
Les matières premières ont été analysées dans un premier temps (Figure 3.9). Les 
quantités maximales de bactéries énumérées sont de l’ordre de 2,8 ± 0,7 x104 UFC/g pour les 
FAC et de 1,9 ± 0,3 x10
6
 UFC/g pour la paille. Pour les moisissures, environ 2,6 ± 0,3 x10
2
 
UFC/g ont été détectées pour la FAC et 6,7± 0,1 x10
3
 UFC/g pour la paille. La paille 
contiendrait donc significativement plus de microorganismes que la FAC, bactéries et 
champignons confondus. 
 
Figure 3.9 : Unités formant colonie (moyennes ± écarts-types ; trois essais indépendants en triplicats 
techniques) par gramme de FAC (orange) et de paille (vert). 
Les microorganismes isolés lors des essais ont été caractérisés sur la base de leurs 
phénotypes macroscopiques et microscopiques, ainsi que par spectrométrie de masse MALDI-
TOF dans le cas des bactéries.  
FAC 
Pour la FAC, la majorité des isolats bactériens sont des bacilles à Gram + capables de 
croître dans des conditions aérobies (Tableau 3.5). Une identification plus poussée par 
spectrométrie de masse MALDI-TOF a révélé parmi ces bacilles une forte prédominance du 
genre Bacillus, avec différentes espèces, ainsi que d’autres genres proches (Paenibacillus, 
Solibacillus). Quelques coques à Gram + comme Micrococcus luteus et Staphylococcus 
pasteuri ont également été identifiés. Dans le cas des champignons, il a été possible de 
quantifier le nombre d’UFC pour chaque isolat. Les genres fongiques isolés sont 
principalement Penicillium (environ 40 % des UFC ; 4 isolats), Aspergillus (35 % ; 3 isolats), 
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Cladosporium (10 % ; 2 isolats) et plus rarement, Rhizopus (2 % ; 1 isolat) et Ulocladium (2 
% ; 1 isolat) (Figure 3.10). 
Paille 
Comme pour la FAC, les isolats bactériens provenant de paille sont principalement des 
bacilles à Gram +, avec Bacillus megaterium, Curtobacterium flaccumfaciens et 
Paenibacillus amylolyticus, ainsi que des coccobacilles ou coques à Gram + avec 
Arthrobacter scleromae et Staphylococcus epidermidis (Tableau 3.5). Contrairement aux 
FAC, des bacilles à Gram – ont été détectés au sein de la paille. Les isolats fongiques 
appartenaient principalement aux genres Aspergillus (environ 95 % ; 4 isolats), avec quelques 
Penicillium (2 % ; 2 isolats) et Rhizopus (2 % ; 1 isolat). Les phénotypes bactériens et 
fongiques observés sur milieu de culture à partir des prélèvements de la paille ont montré une 
richesse deux fois moins importante que celle de la FAC. 
Tableau 3.5 : Identification des isolats bactériens (morphologie et signature MALDI TOF) et 
fongiques (identification morphologique) obtenus après isolement respectivement sur milieu TSA et 
milieu PDA pour les matières premières. 
Catégorie FAC Paille 
Bactéries 
Bacille à Gram + non 
identifié Arthrobacter scleromae 
Bacillus licheniformis Bacille à Gram + non identifié 
Bacillus mycoides Bacille à Gram - non identifié 
Bacillus simplex Bacillus megaterium 
Bacillus subtilis Curtobacterium flaccumfaciens 
Bacillus thuringiensis Paenibacillus amylolyticus 
Micrococcus luteus Staphylococcus epidermidis 
Paenibacillus 
glucanolyticus   
Solibacillus silvestris   
Staphylococcus pasteuri   
Champignons 
Aspergillus sp. Aspergillus sp. 
Cladosporium sp. Penicillium sp. 
Penicillium sp. Rhizopus sp. 
Rhizopus sp.  
Ulocaldium sp.  
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Figure 3.10 : Observations par microscopie optique d’isolats d'Aspergillus sp. (A), Penicillium sp. (B) 
et Rhizopus sp. (C) après coloration au bleu coton (G x400). 
3.3.2.2. Prélèvements et quantification sur des éprouvettes manufacturées 
La figure 3.11 présente les UFC énumérées par cm² d’adhésif après prélèvement de la 
surface des éprouvettes cylindriques FAC-S0 % et FAC-S3 %, avant l'étape de séchage 
(Figure 3.11.A) ou après (Figure 3.11.B). Les éprouvettes FAC-S3% non séchées contenaient 
en moyenne 1 log10 de bactéries et de champignons par cm² d’adhésif de plus que les 
éprouvettes FAC-S0% non séchées. Bien que les éprouvettes FAC-S3% ne contiennent que 3 
% de paille, l'addition de fibres végétales a conduit à la détection d'une quantité plus 
importante de microorganismes à la surface des éprouvettes qu’avec la terre seule. Les isolats 
obtenus sur les éprouvettes cylindriques étaient identiques à ceux retrouvés dans les deux 
types de matières premières.  
Les prélèvements sur éprouvettes FAC-S0 % après séchage contenaient en moyenne 3 
UFC d’isolats bactériens par cm² d’adhésif alors que, avant l’étape de séchage, la quantité de 
bactéries était de 2,6 ± 2,3 x10
3
 UFC/cm². De même, les prélèvements des éprouvettes 
séchées FAC-S3 % contenaient en moyenne 10 UFC/cm² alors que les éprouvettes non 
séchées de même composition présentaient initialement 2,7 ± 2,2 x10
4
 UFC/cm² à leur 
surface. Aucune valeur n’est indiqué pour les moisissures sur des éprouvettes après séchage 
car en moyenne moins d’1 UFC/cm² a été obtenue. 
Afin de confirmer l'absence ou la présence de moisissures dans les éprouvettes séchées, 
un prélèvement a été effectué sur la surface et à l'intérieur des éprouvettes cylindriques puis le 
film adhésif a été directement déposé sur milieu de culture (Figure 3.12). Très peu de 
moisissures ont été isolées à partir de ces prélèvements de surface: moins d'un isolat par 
prélèvement, et seulement sur les éprouvettes FAC-S3 %. Mais dans le cas des prélèvements 
réalisés à l'intérieur des éprouvettes, diverses moisissures ont été observées. Ces résultats 
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suggèrent que certains microorganismes ont survécu à l'étape de séchage, et en particulier au 
cœur des produits manufacturés. 
 
Figure 3.11 : Unités formant colonie (moyennes ± écarts-types; trois essais indépendants en triplicats 
techniques) par cm² prélevé obtenues lors des prélèvements à la surface des éprouvettes non séchées 
(A) ou séchées (B). 
 
Figure 3.12 : Isolats obtenus après 7 jours d’incubation à 22,5°C à partir des prélèvements réalisés par 
adhésif à la surface (à gauche) et à l’intérieur (à droite) des éprouvettes FAC-S0 % (A) et FAC-S3 % 
(B) séchées. 
3.3.2.3. Observation du développement microbien en condition de forte 
humidité en laboratoire sur éprouvettes manufacturées 
Des éprouvettes cylindriques séchées ont été observées pendant trois mois en (i) 
condition sèche et (ii) condition humide. La condition humide correspond à une 
humidification totale du matériau avec de l’eau liquide. Elle a été mise en œuvre par remontée 
capillaire. Aucun développement visible à l’œil nu de moisissure n’a été observé sur les 
éprouvettes en condition sèche. Après un mois en condition d’humidité élevée, quelques 
mycéliums blancs sont apparus sur les éprouvettes de chaque composition et se sont lentement 
développés. À 6 semaines, des moisissures se sont fortement développées sur les éprouvettes 
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FAC-S0 % (Figure 3.13.A). Dans le même temps, pour les éprouvettes FAC-S3 % (Figure 
3.13.B), deux d’entre elles ont présenté un important recouvrement par des moisissures 
noires. Le développement de moisissures dans les éprouvettes séchées mises en condition 
humide a confirmé les observations de la section 3.3.2.2, à savoir la persistance de 
moisissures dans l’éprouvette après séchage. Après 2 mois, le développement plus tardif de 
moisissures différentes a été observé à la surface des éprouvettes, avec une hétérogénéité 
quant à la localisation du développement. Ces résultats suggèrent que, même si certaines 
moisissures survivent au traitement thermique dans les échantillons, toutes n’ont pas la même 
cinétique de revivification et de croissance dans le matériau. 
 
 
Figure 3.13 : Observations d’éprouvettes FAC-S0 % (A) et FAC-S3 % (B) après incubation à 
température ambiante pendant deux mois en condition humide (à gauche sur les photos) et en 
condition sèche (à droite sur les photos). 
La figure 3.14 présente les résultats de numération des bactéries (Figure 3.14.A) et des 
champignons (Figure 3.14.B) des prélèvements réalisés à la surface et à l’intérieur des 
éprouvettes pour chaque condition d’humidité après 3 mois. Dans le cas des éprouvettes 
humides, un des prélèvements de surface a été effectué sur une zone, notée Surface-M, où un 
mycélium était visible. Pour ce qui est des éprouvettes restées en condition sèches, aucune 
différence significative n’a pu être observée entre la surface et l’intérieur de l’éprouvette, et ce 
quelle que soit leur composition. Cependant, la quantité de bactéries prélevées après 3 mois se 
situe entre 8,5x10
1
 UFC/cm² et 4,1x10
2
 UFC/cm² alors qu’elle était inférieure à 101 UFC/cm² 
à la sortie de l’enceinte thermique. De même, des moisissures ont pu être détectées après 3 
mois, ce qui n’avait pas été le cas juste après séchage. Il y a donc eu développement des 
microorganismes dans le produit malgré la condition « sèche » (HR ambiante). Lorsque les 
éprouvettes ont été mises en condition humide, un développement bactérien très important a 
pu être observé pour les deux compositions, que ce soit en surface ou à l’intérieur. Les 
éprouvettes FAC-S0% humides n’ont pas présenté significativement plus de moisissures à 
A B 
Condition Humide Condition Sèche Condition Humide Condition Sèche 
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leur surface que celles en condition sèche, excepté dans la zone où le mycélium est visible, en 
accord avec un développement de moisissures très localisé ou une phase de latence très 
longue. Une augmentation significative de la quantité de champignons détectés à l’intérieur 
des éprouvettes humides peut toutefois être notée par rapport aux éprouvettes sèches, validant 
la deuxième hypothèse. Les prélèvements de l’éprouvette FAC-S3 % mise en condition 
humide ont révélé de leur côté une importante contamination fongique, y compris au niveau 
des surfaces ne présentant pas de mycélium visible et à l’intérieur. Enfin, les éprouvettes 
humides FAC-S3% présentent significativement plus de microorganismes que les éprouvettes 
humides FAC-S0%, hors zone de mycélium apparent. La paille pourrait donc avoir un rôle à 
la fois dans l’apport de contamination mais également en favorisant le maintien et le 
développement secondaire des microorganismes. 
 
Figure 3.14 : Unités formant colonies (moyennes ± écarts-types; deux éprouvettes par condition) de 
bactéries (A) et de champignons (B) par cm² obtenues lors des prélèvements à la surface et à 
l’intérieur des éprouvettes en fonction de leur condition d’humidité. 
3.3.2.4. Quantification et identification des microorganismes des prélèvements 
in situ 
A partir des prélèvements in situ des sites A, B, C et D, l’isolement et la numération des 
microorganismes présents dans les échantillons ont été effectués (Figure 3.15). Les différents 
sites présentent des historiques variés :  
- Le site A est une ancienne étable en adobe ayant connu la présence d’animaux et qui 
a été restaurée en habitation il y a une dizaine d’années.  
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- Le site D est une ancienne habitation de ferme dans la même commune que le site A, 
avec un mur en terre crue présentant des traces d’un ancien enduit, et qui est 
actuellement habitée.  
- Le support Ba est un mur en adobe d’une maison construite en 1995 et qui a connu un 
évènement de forte humidité, et le support Bb est un mur en torchis du cellier de cette 
même maison servant à stocker des fruits et légumes.  
- Le site C est une habitation qui n’a pas connu d’incident, et dont l’enduit terre-
chanvre prélevé a été posé en 2009.  
Les densités de bactéries sont variables suivant le site de prélèvement, avec une plus forte 
concentration pour les prélèvements du support Bb (1,9x10
6
 UFC/g), et plus faible dans le cas 
du site D (2,7x10
4
 UFC/g). Dans le cas du site A, la quantité de bactéries cultivables varie 
fortement suivant la hauteur de réalisation du prélèvement. Alors que les prélèvements 
réalisés à 120 cm et 100 cm présentent une colonisation élevée en bactéries (environ 10
7
 
UFC/g sur l’adobe), le reste du mur présente des quantités significativement inférieures, de 
l’ordre de 104 à 105 UFC/g sur l’adobe. Cette variation confirme la nécessité de prélever à 
différents emplacements du mur lorsque cela est possible afin d’avoir des échantillons 
représentatifs de la totalité du support. Aucune différence significative en termes 
d’identification des isolats obtenus par culture n’a toutefois été observée entre les différentes 
hauteurs de prélèvement sur ce site. Les résultats pour le site A montrent que le nombre 
d’UFC sur adobe (AM) est supérieur d’environ 1 log10 au nombre recensé sur joint (AJ), 
pour des prélèvements réalisés à la même hauteur. A l’inverse, le site D, dont le joint possède 
une composition visuellement différente par rapport au site A, ne présente pas de différence 
entre les deux composants du mur, alors que joint et adobe ont une composition différente. La 
nature du joint du mur semble avoir un impact important sur la densité des bactéries présentes 
localement. 
En ce qui concerne les champignons, les deux supports du site B sont les plus chargés en 
champignons (plus de 10
3
 UFC/g) tandis que la quantité sur l’ensemble des autres sites est en 
dessous de 10
2
 UFC/g. Les milieux PDA et MEA 2 % ont donné des résultats similaires, que 
cela soit en nombre d’isolats ou en genres isolés. En revanche, le milieu DG18 a permis 
l’isolement à partir du support Ba d’une forte concentration de Wallemia sp., ce qui n’était pas 
observé sur les autres milieux. 
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Figure 3.15 : Unités formant colonie (moyennes ± écarts-types; n=6 pour AM et AJ, n=5 pour Bb, n=4 
pour Ba et C, n=3 pour DM et DJ) de bactéries (A) et de champignons (B) par gramme de matériau 
prélevé en fonction du milieu de culture utilisé. 
Suite à la numération des isolats obtenus à partir des prélèvements in situ, ces isolats ont 
été identifiés comme décrit précédemment. Pour les bactéries, le genre majoritairement 
retrouvé sur l’ensemble des supports prélevés est le genre Bacillus (Tableau 3.6). Différentes 
espèces ont été isolées selon les sites, avec, néanmoins, la présence de Bacillus simplex sur les 
4 sites étudiés. Les autres genres détectés sur les matières premières, Micrococcus, 
Solibacillus, et Staphylococcus ne sont présents que sur 1 ou 2 supports. La présence de 
bacilles à Gram – a pu être observée sur différents sites, que ce soit des bactéries du genre 
Pseudomonas ou des isolats non identifiés. Le genre Streptomyces a également été mis en 
évidence. En ce qui concerne les champignons, les deux genres les plus communs sont 
Penicillium et Aspergillus (Tableau 3.7). Cladosporium est détecté sur les sites A et B, tandis 
que d’autres genres variés comme Alternaria, Cladophialophora, Exophiala, Mucor, 
Rhizopus, Rhodotorula, Ulocladium ou encore Wallemia ne sont pas communs à plus d’un 
site.  
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Tableau 3.6 : Identification par MALDI-TOF des isolats bactériens après isolement sur milieu TSA à 
partir des les prélèvements in situ. 
Site 
AM AJ Ba Bb C DM DJ 
Isolats 
Bacillus atrophaeus       •       
Bacillus cereus     •         
Bacillus indicus             • 
Bacillus licheniformis • •         • 
Bacillus mojavensis •             
Bacillus megaterium       •     • 
Bacillus muralis     •       • 
Bacillus mycoides       •       
Bacillus niacini       •       
Bacillus pseudomycoides       • •     
Bacillus pumilus     •   •     
Bacillus simplex • • • • • • • 
Bacillus subtilis   •           
Bacille à Gram + non 
identifié 
• • • • • • • 
Bacille à Gram - non 
identifié 
  • • •   • • 
Coque à Gram + non 
identifié 
• • • • • • • 
Micrococcus luteus         •     
Pseudomonas luteola   •           
Pseudomonas stutzeri     •         
Solibacillus silvestris       •       
Staphylococcus 
haemolyticus 
  •           
Streptomyces griseus         •     
Tableau 3.7 : Identification morphologique des isolats fongiques après isolement sur milieux PDA, 
MEA et DG18 à partir des prélèvements in situ. 
Site 
AM AJ Ba Bb C DM DJ 
Isolats 
Alternaria sp. •             
Aspergillus sp. •   • • • • • 
Cladophialophora sp.       •       
Cladosporium sp. • • • •       
Exophiala sp.     •         
Mucor sp.       •   •   
Penicillium sp. • • • • • • • 
Rhizopus sp.   •           
Rhodotorula mucilaginosa         •     
Ulocladium sp. • •           
Wallemia sp.     •         
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3.3.3. Discussion 
Les méthodes de culture mises en place ont permis d’avoir un premier aperçu des flores 
présentes sur les matériaux de construction à base de terre crue. Concernant les matières 
premières, comme attendu, la plupart des isolats fongiques appartiennent aux genres 
Aspergillus et Penicillium, des moisissures fréquemment détectées dans l’environnement 
extérieur, que cela soit dans l’air (Shelton et al., 2002) ou le sol (Vassilev et al., 2006). La 
plupart des isolats bactériens présents dans la FAC appartenaient au genre Bacillus, genre 
commun associé à de nombreux environnements, en particulier le sol (McSpadden Gardener, 
2004). Pour la paille, les espèces identifiées sont également des bactéries environnementales 
classiques, avec Bacillus sp., mais également Arthrobacter sp. ou Paenibacillus sp. Après le 
processus de fabrication des éprouvettes et avant le séchage, ces genres restent associés aux 
flores présentes à la surface des éprouvettes. La flore initiale des matériaux de construction à 
base de terre crue correspondrait donc aux communautés environnementales contenues dans 
les matières premières qui les constituent. 
Cependant, l’étape de séchage a un impact significatif sur les microorganismes présents 
sur et dans les éprouvettes. Le traitement thermique à 100°C élimine la quasi-totalité des 
bactéries en surface, et fait descendre la population de champignons en dessous de la limite de 
quantification du prélèvement par adhésif. Toutefois, ce traitement thermique n’est pas 
suffisant pour éliminer l’ensemble de la flore et n’affecte pas tous les microorganismes 
présents, en particulier au cœur de l’éprouvette. Certains auteurs suggèrent que les séchages à 
des températures supérieures à 80°C permettraient une stérilisation du matériau (Röhlen and 
Ziegert, 2013). Bien que la température soit montée à 100°C au cœur de l’éprouvette, certains 
microorganismes ont tout de même subsisté. Ceci est notamment cohérent avec la dominance 
d’espèces capables de sporuler (Bacillus sp.) et leur détection en nombre supérieur après trois 
mois en condition humide. De la même manière, lorsque ces éprouvettes sont mises en 
condition de très forte humidité, les moisissures ayant survécu peuvent à nouveau se 
développer et proliférer jusqu’à la surface du produit. Ces résultats indiquent qu’une des 
origines des microorganismes se développant sur ces supports peut correspondre aux 
communautés initialement présentes dans la terre et sur les fibres végétales utilisées. 
L’ajout de matières végétales semble également avoir un impact sur le comportement des 
microorganismes dans le matériau. Tout d’abord, les approches par culture sur les matières 
premières ont révélé une densité bactérienne et fongique plus importante sur la paille que sur 
les FAC. Lors de l’incorporation de la paille dans le matériau de construction, ces fibres 
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végétales apporteraient donc une quantité de microorganismes significative. Cette observation 
est confirmée par les prélèvements de surface avant l’étape de séchage, en particulier pour la 
flore fongique.  
Lorsque les éprouvettes FAC-S0 % et FAC-S3 % ont été mises en condition humide, la 
cinétique d’apparition des premiers mycéliums était équivalente entre les deux formulations. 
Les éprouvettes FAC-S3 % présentaient toutefois des zones de contamination rapidement plus 
étendues que dans le cas des FAC-S0 %. En effectuant des prélèvements après 3 mois en 
condition humide, la quantité de bactéries par cm² d’adhésif était d’environ 108 UFC pour les 
FAC-S3 %, soit 2 log10 de plus que pour les FAC-S0 %. De même, la surface des FAC-S0 % 
ne présentait que des mycéliums ponctuels, le reste de l’éprouvette présentant des niveaux de 
contamination d’environ 101 UFC/cm² de champignons à la surface et à l’intérieur. A 
l’inverse, le développement fongique sur les éprouvettes FAC-S3 % était nettement plus 
important, avec plus de 10
3
 UFC/cm² sur l’ensemble du produit. Les fibres végétales 
pourraient influencer la croissance des microorganismes dans les briques selon deux 
processus : 
- Tout d’abord, elles constituent une source de carbone utilisable par certains 
organismes, favorisant ainsi leur croissance. Le même phénomène a été observé dans 
le cas de matériaux contenant de la cellulose (Hoang et al., 2010; Huang et al., 2015; 
Mensah-Attipoe et al., 2015). 
- Un autre facteur pouvant augmenter le développement des microorganismes est la 
porosité du matériau. En effet, dans le cas des éprouvettes FAC-S0%, la terre est 
fortement comprimée et donne un matériau avec très peu d’aspérités et de vides 
internes. L’ajout de fibres végétales a pour conséquence de piéger de l’air à l’intérieur 
de l’éprouvette, ce qui permet notamment d’alléger le matériau et d’augmenter ses 
performances d’isolation thermique (Laborel-Préneron et al., 2016). Toutefois, 
l’augmentation de la porosité du matériau favorise également l’absorption de l’eau 
(Hoang et al., 2010). Cette porosité induit également une augmentation de la surface 
disponible pour le développement microbien à l’intérieur et à la surface du matériau. 
L’ajout de fibres végétales induirait donc, selon différents mécanismes, une plus forte 
sensibilité au développement microbien. 
Les prélèvements in situ constituent une première observation de la diversité de la densité 
microbienne présente en surface des murs à base de terre crue. D’une manière générale, la 
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densité bactérienne s’étendait de 1,1x103 UFC/g à 1,4x107 UFC/g, avec en moyenne 1,2x105 
UFC/g sur l’ensemble des prélèvements. En comparaison, la concentration en bactéries est de 
l’ordre de 7,3x105 UFC/g pour des poussières dans des bureaux (Bouillard et al., 2005) et à 
1,6x10
6
 UFC/g pour des poussières sous des lits (Horak et al., 1996), ce qui est légèrement 
supérieur mais relativement proche des concentrations détectées à la surface des murs en terre 
crue prélevés. Les prélèvements sur le site A ont toutefois révélé une forte variabilité du 
nombre de bactéries présentes suivant la hauteur de prélèvement du mur, avec une 
concentration supérieure de 2 voire 3 log10 sur les hauteurs 100 cm et 120 cm par rapport au 
reste du mur. Ces variations pourraient être liées à la persistance de bactéries associées à la 
présence d’animaux dans le bâtiment avant sa rénovation. Dans le cas des autres supports où 
la hauteur variait (Ba, Bb, D), cet effet de hauteur n’a pas été observé, suggérant que cette 
variation soit en partie liée à l’historique du site. Toutefois, les approches par culture n’ont 
pas permis de déterminer des types d’isolats bactériens spécifiques suivant la hauteur de 
prélèvement. De plus, la nature du joint semble également influencer la quantité de bactéries 
prélevées, avec 1 log 10 d’UFC/g pour le prélèvement sur joint du site A par rapport à celui 
sur adobe pour toutes les hauteurs. La composition du matériau, comme par exemple 
l’éventuelle présence de chaux qui aurait basifié le mortier, peut expliquer cette différence de 
développement (Verdier et al., 2014). Sur le site D, avec une composition de joint 
visuellement différente du site A, cet effet n’est pas observé. Malheureusement, les 
prélèvements sur site ne permettent pas de récupérer suffisamment de matériel pour des 
analyses de pH et de composition minéralogique de ces matériaux, aussi est-il difficile de 
confirmer ces hypothèses. Pour la suite de cette étude, lorsque les murs présentaient des joints 
et mortiers, les prélèvements se sont concentrés sur les adobes, qui composent la partie 
majoritaire du mur. 
En ce qui concerne la flore fongique, celle-ci ne présente pas les mêmes variations que la 
flore bactérienne, avec une absence de différence significative selon la hauteur ou la 
localisation (adobe, joint) des prélèvements sur le site A. En prenant en compte les 
numérations sur milieu PDA, la densité fongique sur les supports en terre crue prélevés est 
comprise entre 10
1
 UFC/g à 6,9x10
3
 UFC/g, avec une moyenne de 1,8x10
2
 UFC/g. La 
quantité de champignons mesurée par exemple dans des poussières de bureaux varie de 8x10
3
 
à 4x10
5
 UFC/g dans l’étude de Pitkäranta et al. (2008), soit quelques log10 de plus que celle 
détectée sur la terre crue. Au sein des différents sites prélevés, une différence significative 
(p<0,05) peut toutefois être observée entre les surfaces Ba et Bb d’un côté (concentration 
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fongique supérieure à 10
3
 UFC/g) et le reste des sites de l’autre (concentration fongique entre 
10
1
 et 10
2
 UFC/g). Dans le cas du site Ba, il s’agit d’un mur en adobe ayant déjà subi un 
évènement de recouvrement et développement fongique apparent. Suite à un problème de 
drain, le mur s’est retrouvé humidifié par capillarité depuis le sol, et la présence de 
mycélium/spores visibles à l’œil nu avait pu être observée par les occupants sur une zone du 
mur derrière un meuble. Bien que le problème ait été réglé, que l’humidité du mur soit 
retournée à la normale et les Fungi aient été éliminés sur le plan visuel, une partie des 
champignons s’étant développée a certainement subsisté sur ou à l’intérieur du mur. Avec les 
identifications des isolats, la très forte abondance du genre Wallemia suggère que ce genre 
s’est majoritairement développé et/ou maintenu suite à l’évènement. Puisque le genre 
Wallemia est un champignon pouvant se développer à des humidités relativement faibles 
(Zalar et al., 2005), il est possible que ce champignon ait été l’un des premiers à croître 
lorsque le mur a commencé à s’humidifier. La persistance des flores associées à des dégâts 
des eaux sur les surfaces de bâtiments, et ce malgré une remédiation partielle ou totale du 
bâtiment, a été mise en avant dans plusieurs études (Emerson et al., 2015; Pitkäranta et al., 
2011), et pourrait expliquer cette abondance fongique particulière. Pour ce qui est du mur en 
torchis Bb, la présence de fibres végétales dans le torchis peut expliquer cette concentration 
fongique supérieure aux autres murs. Toutefois, le site C est également un enduit biosourcé, et 
il ne présente pas de différence significative avec les autres sites. Dans la mesure où la 
majorité des champignons présents à l’intérieur des bâtiments provient de l’air extérieur 
(Adams et al., 2013c; Amend et al., 2010a), la fonction de la salle où le mur Bb a été prélevé, 
à savoir un cellier où étaient entreposés de nombreux fruits et légumes, pourrait contribuer à 
un enrichissement de cette surface en champignons, ce qui ramène au rôle de l’usage et de 
l’historique du mur. 
En termes d’identification, les genres détectés sont similaires à ceux des matières 
premières utilisées pour les essais en laboratoire. Un large panel d’isolats de Bacillus a été 
isolé sur les différents sites, mais ces isolats restent difficilement discriminables. En effet, 
l’identification des espèces du genre Bacillus est complexe, et les méthodes biochimiques et 
moléculaires ne sont pas suffisantes pour séparer certains groupes d’espèces pourtant 
différentes. La spectrométrie de masse MALDI-TOF utilisée pour l’identification au rang 
d’espèce permet en partie cette discrimination (Hotta et al., 2011; Starostin et al., 2015). Cette 
méthode d’identification a permis d’observer une importante diversité dans les espèces de 
Bacillus isolées à partir de ces prélèvements, avec la présence de B. simplex sur l’ensemble 
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des sites. D’autres genres bactériens potentiellement issus du sol comme Pseudomonas, 
Solibacillus et Streptomyces sont également présents sur les matériaux en terre crue. Dans une 
moindre mesure, certains genres notamment associés à la flore commensale cutanée humaine 
(Micrococcus, Staphylococcus) sont détectés sur les sites A et C. Lors des études sur 
l’environnement intérieur des bâtiments par culture (air et surface), de nombreux isolats sont 
associés à la présence humaine (Bouillard et al., 2005; Pastuszka et al., 2000). Dans le cas des 
murs en terre crue prélevés, les flores issues du sol sont prédominantes par rapport aux flores 
commensales de l’homme. Les murs sont rarement prélevés dans les études des flores 
intérieurs, et il serait intéressant de pouvoir comparer ces matériaux à ceux usuellement 
utilisés dans les habitats intérieurs (plâtre, papier peint, etc.), afin de déterminer si l’absence 
ou non détection de flores humaines est une caractéristique commune aux murs ou spécifique 
aux matériaux en terre crue. 
Pour ce qui est de la flore fongique, les genres Aspergillus et Penicillium ont été 
retrouvés sur l’ensemble des différents sites de prélèvement. Ces deux genres ont largement 
été isolés lors d’études de l’environnement intérieur par culture, que cela soit dans l’air 
(Beguin and Nolard, 1994; Dassonville et al., 2008; Hyvärinen et al., 2001; Shelton et al., 
2002; Takahashi, 1997), dans les poussières (Chao et al., 2002; Pitkäranta et al., 2008) ou sur 
les surfaces intérieures (papiers peints, plâtres, bureau, etc.) (Beguin and Nolard, 1994; 
Santucci et al., 2007). Le genre Cladosporium, largement répandu dans l’air extérieur 
(Barberán et al., 2015; Shelton et al., 2002; Takahashi, 1997), est présent dans 2 habitations 
sur les 4 prélevées. Enfin, les autres genres détectés sur un seul site (Alternaria, 
Cladophialophora, Exophiala, Mucor, Rhizopus, Rhodotorula, Ulocladium, Wallemia) sont 
également des isolats communément détectés dans l’habitat. L’ensemble des genres isolés par 
culture ne semble donc pas différer du type de flore détecté dans les habitats conventionnels. 
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Principaux enseignements des analyses microbiennes par culture 
Les principales conclusions qui peuvent être tirées des analyses microbiennes par culture 
sont : 
- Les flores microbiennes présentes dans les matières premières (terre, fibres végétales) 
sont une des sources de contamination des matériaux de construction. 
- L’ajout de fibres végétales augmente le niveau de colonisation ainsi que la sensibilité 
du matériau au développement microbien. 
- Sur prélèvements réalisés in situ, la différence de densité microbienne entre l’adobe et 
le joint sur le site A a montré l’influence de la composition du support sur les 
communautés bactériennes. 
- D’importantes variations de la densité bactérienne peuvent être observées suivant la 
hauteur de prélèvement du mur, ce qui implique des prélèvements in situ répartis sur 
toute la hauteur lorsque cela est possible. 
- Les évènements d’humidité qu’a rencontrés le support peuvent avoir une influence 
sur le type de flore présente, même une fois l’humidité redevenue normale. 
- La fonction de la salle (lieu de vie / cellier) et son historique semblent avoir un impact 
sur les flores environnementales à la surface des murs en terre crue. 
- Les flores bactériennes identifiées sur les supports en terre crue intérieurs seraient 
principalement composées de genres issus de l’environnement en général (sol, air 
extérieur, etc.), et non de genres issus de la flore commensale humaine. Il est possible 
que ces derniers aient plus de difficultés à se maintenir et à survivre à la surface du 
matériau dans les conditions rencontrées. 
- Les flores fongiques identifiées sur les supports en terre crue intérieurs seraient 
principalement composées de genres environnementaux issus du sol ou de l’air 
extérieur, comme dans le cas des habitations conventionnelles. 
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3.4. Approche de biocontrôle de la flore fongique des matériaux biosourcés via une flore 
bactérienne antagoniste 
Sous certaines conditions environnementales comme une forte humidité, le 
développement de moisissures peut être observé à la surface des matériaux en terre crue. Par 
la suite, la prolifération de ces champignons peut conduire à une pollution de l’air intérieur à 
travers la production de diverses molécules nocives pour les occupants (COV, mycotoxines, 
etc.) et il est donc important de prévenir et de limiter cette croissance. Une des approches 
possibles est de s’assurer que les conditions favorables aux champignons ne soient pas 
rencontrées dans l’habitat, mais certains phénomènes comme des dégâts des eaux peuvent 
difficilement être anticipés. D’autres méthodes peuvent être mises en place pour inhiber le 
développement fongique, et notamment l’application du concept de biocontrôle. En utilisant 
des flores bactériennes antifongiques, il est possible dans les domaines alimentaire et agricole 
de lutter contre des champignons néfastes. En effet, certaines bactéries, présentes par exemple 
dans le sol, produisent naturellement différents composés pouvant impacter négativement la 
croissance des champignons. Ces techniques pourraient être envisagées à l’échelle du 
matériau, avec un enrichissement du matériau terre crue avec des isolats antifongiques 
notamment issus de ce type de matériau. 
La première étape consiste à identifier des isolats d’intérêt parmi l’ensemble des bactéries 
isolées par culture sur les matériaux en terre crue in situ. Dans le cadre de ces travaux, seule 
cette étape a pu être menée, mais l’utilisation des bactéries antifongiques sélectionnées pourra 
être développée par la suite afin de prévenir les problèmes de prolifération fongiques sur ces 
matériaux. 
3.4.1. Matériels et méthodes 
Différentes techniques sont utilisées pour la recherche d’activité antifongique par les 
bactéries. L’une des méthodes les plus rapides à mettre en place est l’utilisation de gélose en 
double couche. Il est ainsi possible de déterminer l’inhibition de croissance par contact des 
isolats bactériens testés. Toutefois, certaines bactéries peuvent se révéler extrêmement 
mobiles et se déplacer dans le milieu gélosé contenant initialement le champignon. Cela 
complique alors l’analyse de leur capacité d’inhibition. Plutôt que d’être déposés dans un 
milieu semi-gélosé, les champignons peuvent être filtrés sur une membrane et celle-ci est 
déposée sur un spot bactérien afin d’observer uniquement l’inhibition de contact, sans que la 
mobilité des bactéries impacte le résultat. 
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3.4.1.1. Souches fongiques et isolats in situ étudiés 
L’effet antifongique de 69 isolats bactériens obtenus à partir des prélèvements in situ 
(Tableau 3.8) a été évalué par méthode double-couche contre les souches de référence 
d’Aspergillus versicolor (IP5 1187-79) et de Cladosporium cladosporoides (IP5 123280). 
L’ensemble des isolats sélectionnés est issu d’un seul prélèvement par site afin de limiter les 
risques de redondance. Une évaluation des isolats des autres prélèvements pourra être menée 
ultérieurement. Cet effet a également été évalué pour 9 isolats en utilisant une méthode 
adaptée permettant de définir la nécessité d’un contact direct ou si l’activité est liée à des 
molécules diffusibles extra cellulaires (inoculation sur membrane) (Tableau 3.9). Tous les 
isolats d’intérêt n’ont pas encore été testés par cette méthode. 
Tableau 3.8 : Liste des isolats utilisés pour les essais de biocontrôle par double-couche. 
Isolats Site du prélèvement (nombre d’isolats)  
Bactéries  
Bacillus cereus Ba1 (1) 
Bacillus licheniformis AM (2), AJ (2) 
Bacillus mojavensis AM (1) 
Bacillus muralis Ba1 (1) 
Bacillus pseudomycoides C1 (1) 
Bacillus pumilus C1 (1) 
Bacillus simplex AM (2), AJ (4), Ba1 (5), C1 (2), DM (4) 
Bacillus subtilis AJ (1), DM (1) 
Bacille à Gram + AM (5), AJ (8), Ba1 (1), C1 (7), DM (2) 
Bacillus à Gram - AJ (1), Ba1 (2) 
Coques à Gram + AM (1), AJ (3), Ba1 (2), C1 (2) 
Micrococcus luteus C1 (1) 
Pseudomonas luteola AJ (1) 
Pseudomonas stutzeri Ba1 (3) 
Staphylococcus haemolyticus AJ (1) 
Streptomyces griseus C1 (1) 
Tableau 3.9 : Liste des isolats utilisés pour les essais de biocontrôle sur membrane. 
Isolats Site du prélèvement (nombre d’isolats)  
Bactéries  
Bacillus cereus Ba1 (1) 
Bacillus licheniformis AM (1), AJ (1) 
Bacillus mojavensis AM (1) 
Bacillus muralis Ba1 (1) 
Bacillus simplex AM (1) 
Bacillus subtilis AJ (1) 
Pseudomonas luteola AJ (1) 
Pseudomonas stutzeri Ba1 (1) 
                                                 
5
 Collection Institut Pasteur 
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3.4.1.2. Méthode d’évaluation de l’activité antifongique par double-couche 
L’inhibition de la croissance fongique par les isolats bactériens a été évaluée par méthode 
double-couche (Grimoud et al., 2010). Les isolats bactériens ont été cultivés sur milieu TSA 
et incubés à 32,5°C pendant 24 heures. Une suspension de chaque bactérie a été préparée 
extemporanément dans du tryptone sel (BioMérieux) et ajustée à 10
8
 UFC/ml par lecture de 
DO (640 nm). 8 µl de suspension bactérienne ont été déposés à la surface d’une gélose TSA, 
sous forme d’un spot central. Après séchage sous hotte à flux laminaire, les boites ont été 
incubées 24 heures à 32,5°C. Six boîtes ont été préparées pour chaque isolat, trois pour 
chaque champignon testé. 
Après incubation, une suspension de chaque souche de filamenteux titrant 10
7
 UFC/ml a 
été préparée extemporanément et 100µl ont été ajoutés à 10ml de milieu semi-gélosé PDA. 
L’ensemble a été homogénéisé et déposé délicatement à la surface des boites de Petri avec 
spot. Après séchage sous hotte à flux laminaire, les géloses ainsi préparées ont été incubées à 
22,5°C pendant 3 à 5 jours.  
3.4.1.3. Méthode d’évaluation de l’activité antifongique sur membrane 
Afin de vérifier si l’inhibition des champignons par les isolats est due à un contact direct 
des bactéries avec la souche fongique testée via le milieu semi-gélosé, des essais d’activité 
antifongique mettant en jeu une membrane ont été réalisés. Les 9 isolats bactériens ont été 
déposés sous forme de spot central sur des géloses TSA et mis à incuber comme décrit dans la 
section 3.4.1.2. 
Après incubation, une suspension de chaque souche de filamenteux titrant 10
7
 UFC/ml a 
été préparée extemporanément et 100 µl ont été filtrés sur une membrane (Ø : 47mm ; 
porosité 0.45µm). La membrane a ensuite été déposée à la surface des boites de Petri au 
niveau du spot bactérien. Les géloses ainsi préparées ont été incubées à 22,5°C pendant 3 à 5 
jours. L’inhibition de croissance de la souche fongique par l’isolat testé a été évaluée 
visuellement. 
3.4.2. Résultats 
Les isolats bactériens obtenus à partir des prélèvements in situ des sites A, Ba1, Bb, C et 
D ont été testés pour leur activité antifongique vis-à-vis d’Aspergillus versicolor et 
Cladosporium cladosporoides. La méthode en double-couche a dans un premier temps été 
utilisée pour une évaluation rapide des propriétés d’inhibition du développement fongique de 
ces isolats. Ceux présentant une activité fongique intéressante ont été testés avec la méthode 
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par membrane pour limiter l’impact de la mobilité des bactéries sur l’observation et définir le 
rôle d’un contact direct ou de molécules diffusibles. 
3.4.2.1. Méthode par double-couche 
L’activité antifongique de différents isolats obtenus à partir des prélèvements in situ a été 
évaluée par observation suite à une co-incubation en double-couche avec des champignons 
(Figure 3.17), avec des effets variables suivant les isolats (Figure 3.16). L’ensemble des 
résultats d’inhibition est présenté dans le Tableau 3.10. Les résultats des différents isolats 
d’une même espèce ont présenté des effets similaires et sont donc affichés ensemble dans le 
tableau. 
Lors des essais en double-couche, les champignons ont pu se développer sur la totalité de 
la boîte lorsqu’ils étaient en co-culture avec la quasi-totalité des coques isolés (Figure 
3.16.A), à l’exception de Staphylococcus haemolyticus. De plus, la majorité des bacilles à 
Gram + non identifiés (20/23) et la totalité des bacilles à Gram – non identifiés n’ont pas 
affecté le développement d’Aspergillus versicolor ni de Cladosporium cladosporoides.  
Les isolats du genre Bacillus et Pseudomonas ont, en revanche, montré des effets 
significatifs sur la croissance des champignons co-inoculés. Les isolats de Pseudomonas 
luteola et stutzeri ainsi que ceux de Bacillus muralis et simplex ont pu se développer à travers 
le milieu semi-gélosé (Figure 3.16.B).  
Dans le cas de Bacillus cereus et mojavensis, un faible halo d’inhibition est observé à 
l’interface entre le spot qui s’est développé et le tapis fongique (Figure 3.16.C). Ce halo 
témoigne d’une probable diffusion de molécules actives dans le milieu, impactant 
négativement la croissance des champignons.  
Enfin, les isolats de Bacillus licheniformis, pseudomycoides, pumilus et subtilis ont 
largement diffusé dans le milieu semi-gélosé, colonisant la quasi-totalité de la boîte de Petri 
(Figure 3.16.D). Ces bactéries présentent probablement une plus forte mobilité et cela 
complique la conclusion sur un potentiel effet antifongique. Dans la mesure où les bactéries se 
sont rapidement déplacées dans le milieu semi-gélosé, leur développement plus rapide a pu 
limiter celui des champignons. Il était donc nécessaire d’effectuer des essais où le facteur 
mobilité était plus restreint et avec un contact direct entre bactérie et champignon. 
Chapitre 3 – Etude par culture de la flore microbienne des matériaux biosourcés 
 
- 157 - 
 
 
Figure 3.16: Types d’inhibition de la croissance fongique observés pour les différents isolats 
bactériens.  
A : pas d’inhibition ; B : inhibition de contact ; C : inhibition de contact et halo d’inhibition ; D : 
inhibition et diffusion des bactéries importantes 
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Figure 3.17 : Boîtes des milieux double-couche des isolats présentant une activité antifongique. 
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Tableau 3.10 : Inhibition par double-couche de la croissance des espèces fongiques en fonction de 
l’espèce d’appartenance des isolats testés.  
- : pas d’inhibition ; + : inhibition de contact ; ++ : inhibition de contact et halo d’inhibition ; +++ : 
inhibition et diffusion des bactéries importantes. 
 
3.4.2.2. Méthode par inoculation sur membrane 
Afin de mieux définir le type d’activité antifongique détecté et notamment limiter le 
facteur mobilité des bactéries, les spores fongiques ont été filtrées sur une membrane qui a été 
déposée sur le spot bactérien. L’activité antifongique a été évaluée par observation (Figure 
3.18 & Tableau 3.11). 
Tous les isolats testés par la méthode de co-culture avec membrane induisaient une 
inhibition de la croissance fongique en double-couche, soit uniquement par contact, soit avec 
un halo. Les isolats de Bacillus muralis et de Pseudomonas luteola n’ont présenté aucune 
efficacité à inhiber le développement des spores filtrées sur la membrane. Dans le cas de 
Bacillus simplex et Bacillus licheniformis, un halo d’inhibition est visible au niveau du spot 
bactérien, mais n’est pas nettement délimité, suggérant une faible activité antifongique ou une 
neutralisation rapide de celle-ci au sein de la gélose. Les isolats de Bacillus cereus, 
mojavensis et subtilis, ainsi que de Pseudomonas stutzeri, présentent un halo d’inhibition très 
net. Dans le cas de Bacillus mojavensis, la bactérie a réussi à s’étendre au-delà du diamètre du 
filtre, et inhibe alors la croissance d’Aspergillus versicolor au niveau des zones où elle est 
présente sous la membrane. Ces quatre isolats semblent être ceux qui possèdent la plus forte 
activité antifongique parmi l’ensemble des bactéries issues des prélèvements in situ. Ces 
résultats confirment la majorité des premières observations en double-couche, tout en 
éliminant les doutes concernant l’éventuel impact de la mobilité sur les effets observés. 
Genre
Espèce (Nbr d'isolats) cereus (1) licheniformis (4) mojavensis (1) muralis (1) pseudomycoides (1) pumilus (1)
A. versicolor ++ +++ +++ + +++ +++
C. cladosporoides ++ +++ +++ + +++ +++
Genre Micrococcus Staphylococcus
Espèce (Nbr d'isolats) simplex (17) subtilis (2) luteus (1) luteola  (1) stutzeri (3) haemolyticus  (1)
A. versicolor + +++ - + + +/-
C. cladosporoides + +++ - + + +/-
Genre Streptomyces Bacille Gram - Coques Gram +
Espèce (Nbr d'isolats) griseus (1) (20) (3) (3) (8)
A. versicolor - - + - -
C. cladosporoides - - + - -
Espèce 
fongique
Espèce 
bactérienne
Espèce 
fongique
Bacillus
BacillusEspèce 
bactérienne
Pseudomonas
Bacille Gram +
Espèce 
fongique
Espèce 
bactérienne
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Figure 3.18 : Membranes portant les champignons et recouvrant les spots des isolats bactériens testés. 
Tableau 3.11 : Inhibition sur membrane de la croissance des espèces fongiques en fonction de l’espèce 
des isolats testés.  
- : pas d’inhibition ; + : inhibition de contact partielle ; ++ : inhibition de contact totale. 
 
 
3.4.3. Discussion 
Les problématiques de prolifération fongique sont rencontrées dans de nombreux 
domaines, que ce soit dans le domaine de l’agriculture ou celui des matériaux, dont les 
matériaux constructions, ayant pour conséquence la dégradation de la qualité de l’air intérieur. 
Genre
Espèce cereus licheniformis mojavensis muralis simplex subtilis 
A. versicolor ++ + ++ - + ++
C. cladosporoides ++ ++ ++ - + ++
Genre
Espèce luteola stutzeri 
A. versicolor - ++
C. cladosporoides - ++
Espèce 
fongique
Espèce 
bactérienne
Bacillus
Espèce 
fongique
Espèce 
bactérienne
Pseudomonas
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Les solutions utilisées jusqu’à présent pour éliminer ces champignons correspondent 
souvent à des fongicides chimiques pouvant être nocifs pour l’environnement et l’homme, 
d’où la recherche de certaines alternatives. L’utilisation de microorganismes non pathogènes 
antagonistes des moisissures est une piste intéressante qui peut être envisagée dans le cas des 
matériaux de construction en terre crue. 
Parmi les isolats bactériens obtenus à partir des prélèvements in situ, seuls les isolats des 
genres Bacillus et Pseudomonas ont montré une activité antifongique de contact. Ces résultats 
ont pu être observés que ce soit par double-couche ou par membrane. Parmi les espèces de 
Bacillus testées, ce sont les espèces B. subtilis, B. licheniformis, B. cereus et B. mojavensis 
qui ont présenté la meilleure activité inhibitrice. Pour Pseudomonas, seul P. stutzeri a 
présenté une inhibition de contact et indirecte. 
Ces deux genres sont particulièrement décrits dans la littérature pour leur intérêt dans le 
biocontrôle des phytopathogènes du sol. Plusieurs études ont mis en évidence l’effet 
antagoniste de certaines espèces de Bacillus, et ceux par différentes voies métaboliques. Les 
filtrats de deux espèces de Bacillus (subtilis et amyloliquefaciens) issues du sol ont démontré 
une activité antifongique sur un champignon pathogène, Aspergillus parasiticus, en limitant 
fortement sa croissance ainsi qu’en supprimant sa production d’aflatoxines, témoignant de la 
présence dans les filtrats de molécules extracellulaires produites par les bactéries. 
(Siahmoshteh et al., 2017). Différents facteurs seraient alors affectés, comme la teneur en 
ergostérol de la membrane fongique ou l’activité déshydrogénase des mitochondries des 
cellules fongiques. L’isolat Bacillus subtilis B1 produit par exemple des lipopeptides aux 
propriétés antifongiques (iturine, fengycine, surfactine) (Sajitha et al., 2016). De la même 
manière, l’isolat Bacillus amyloliquefaciens VB7 a pu montrer un effet d’inhibition de la 
croissance fongique, notamment à travers la production de différents métabolites (iturine, 
bacilysine, surfactine, etc.) (Vinodkumar et al., 2017). Bacillus mojavensis produit aussi des 
lipopeptides inhibiteurs de la croissance de phytopathogènes (Fusarium verticilloides) (Snook 
et al., 2009). Ces activités antagonistes passent également à travers la production de COV 
pouvant inhiber la prolifération fongique (Arrebola et al., 2010; Baysal et al., 2013; Chaurasia 
et al., 2005; Fernando et al., 2005; Yuan et al., 2012). Une souche de Bacillus subtilis (NRRL 
B-30408) isolée du sol produit des COV qui conduisent à une déformation au niveau des 
hyphes et conidies fongiques, avec une efficacité plus importante par voie aérienne que par 
diffusion dans le milieu (Chaurasia et al., 2005). Une souche de Bacillus subtilis (CSTB 13-
001) isolée à partir de matériaux de construction a également montré des activités 
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antifongiques (retard de croissance) contre différentes moisissures présentes dans l’habitat 
(Alternaria alternata, Aspergillus versicolor, Cladosporium sphaerospermum, Penicillium 
chrysogenum et Stachybotrys chartarum) (Paic Lacaze, 2016). Ces activités ont été évaluées 
par diffusion, sur milieu gélosé avec une co-culture bactérie / champignon, et par effet 
volatile, avec une co-culture à distance des deux organismes. En plus des COV, des enzymes 
peuvent également être impliquées dans ce processus. Une chitinase produite par Bacillus 
subtilis (TV-125A) a été extraite de cette bactérie et a démontré une activité antifongique 
significative (Senol et al., 2014). Des isolats de Bacillus thuringiensis (NM101-19) et de 
Bacillus licheniformis (NM120-17) ont également montré une production de chitinase ayant 
une activité antifongique (Gomaa, 2012). De même la souche Bacillus cereus QQ308, se 
développant sur des déchets marins, produit différentes enzymes antifongiques (chitinase, 
chitosanase, protéase, etc.) qui permettent d’inhiber la germination des spores et l’élongation 
du mycélium de plusieurs pathogènes fongiques (Fusarium oxysporum et solani, Pythium 
ultimum) (Chang et al., 2007). Le genre Pseudomonas est également impliqué dans ces 
processus de biocontrôle, en produisant de nombreux métabolites comme des antimicrobiens 
(phenazine, oomycine A, geldanamycine, etc.) et COV antifongiques (Fernando and 
Linderman, 1995; Fernando et al., 2005). Parmi différents isolats issus du sol, un isolat de 
Pseudomonas stutzeri (YPL-1) a présenté des effets significatifs contre Fusarium solani et 
notamment à travers la production de chitinase et β-1,3-glucanase pour lyser les parois 
cellulaires des champignons (Lim et al., 1991). L’ensemble des espèces isolées dans cette 
étude ayant montré un effet antifongique lors des essais en double couche et par membrane 
ont donc déjà démontré des activités antifongiques dans la littérature, et ce par différentes 
voies métaboliques. Les effets observés ici peuvent donc être dus à différentes molécules et de 
facteurs, et il pourrait être intéressant par la suite d’évaluer l’activité antifongique par 
diffusion aérienne (essentiellement COV) et de caractériser les modes d’action de ces isolats 
sur le développement fongique. 
En effet, lors des essais menés dans cette étude, seules les inhibitions de contact ont été 
utilisées comme première étape du processus de sélection des isolats antagonistes. Par la suite, 
ces isolats seront également testés pour leur capacité d’inhibition en phase vapeur. L’émission 
de COV par les bactéries est un point important de leur capacité de biocontrôle en agriculture. 
Cependant, dans le cas de l’environnement intérieur, il sera important de vérifier leur 
innocuité sur l’homme. De plus, ces essais devront être étendus à d’autres espèces de 
champignons. Seuls Aspergillus versicolor et Cladosporium cladosporoides ont été testés lors 
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de cette première étape, car ils sont représentatifs d’une partie de la flore fongique intérieure. 
Mais l’efficacité d’inhibition des bactéries n’est pas la même sur toutes les espèces fongiques. 
Chaves-López et al (2015) ont évalué les effets antifongiques par COV de 75 isolats de 
Bacillus contre différentes moisissures. Leurs résultats ont montré qu’une espèce de Bacillus 
n’était pas efficace contre l’ensemble des champignons, et que différentes espèces avaient des 
spectres de champignons sensibles différents. L’effet antifongique et les espèces de 
champignons affectées seraient donc spécifiques selon l’espèce, voire l’isolat bactérien, ce qui 
est similaire aux résultats d’autres études (Senol et al., 2014; Wheatley, 2002). Dans notre cas, 
aucune différence significative n’a pu être observée entre les isolats d’une même espèce  en 
termes d’effet antifongique, mais un faible nombre d’isolats ont été testés pour les espèces 
présentant la meilleure efficacité d’inhibition et seule l’inhibition de contact a été évaluée. 
Les méthodes de biocontrôle peuvent être envisagées dans le cadre des matériaux en terre 
crue. Les flores bactériennes présentes sur les supports en terre comportent naturellement des 
bactéries aux propriétés antifongiques. Les espèces identifiées de Bacillus et Pseudomonas 
sont des microorganismes ubiquistes et non pathogènes pour l’homme. Ils pourraient donc 
être adaptés dans l’optique de biopréservation des murs, diminuant les risques de croissance 
des champignons et ainsi les éventuels impacts sanitaires sur les occupants. Pour cela, deux 
types d’approches peuvent être développés :  
- une approche préventive : lors de la fabrication des matériaux en terre crue, il pourrait 
être possible d’enrichir ces matériaux de construction en endospores de bactéries 
antifongiques. Ces bactéries pourraient ainsi survivre aux différents traitements lors de 
la fabrication et resteraient en phase de dormance dans les matériaux soumis aux 
conditions environnementales normales de l’habitat. Ainsi, lorsque les conditions 
environnementales favorables au développement fongique sont rencontrées suite à un 
accident, la germination des spores pourrait conduire à une prolifération et surtout une 
activité métabolique potentiellement impliquée dans l’inhibition de la prolifération des 
champignons.  
- Une approche curative qui consisterait à appliquer les bactéries antifongiques 
directement sous forme végétative à la surface de matériaux au décours d’un dégât des 
eaux ou présentant un début de développement de moisissures, à l’aide de spray par 
exemple. Les bactéries pourraient alors directement inhiber la croissance des 
champignons présents.  
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Après avoir sélectionné les meilleurs isolats antagonistes, il sera possible de tester 
directement au niveau des matériaux si l’ajout de ces microorganismes inhibe la majorité de la 
croissance fongique, que cela soit en les incluant dans les matériaux lors de leur fabrication ou 
en les déposant à la surface de zones contaminées. 
 
Les approches de caractérisation par culture des flores bactériennes et fongiques restent 
cependant limitées. La composition des milieux de culture utilisés ne répond pas à l’ensemble 
des besoins nutritifs de la totalité des microorganismes présents dans l’échantillon, et conduit 
donc à un biais de la représentativité des organismes observés (Takahashi, 1997). De plus, 
l’utilisation de ces milieux ne permet l’isolement que des bactéries et champignons viables et 
cultivables, occultant les autres organismes viables / non cultivables qui peuvent représenter 
pourtant la principale fraction des microorganismes de l’environnement selon certains auteurs 
(Amann et al., 1995; Fabian et al., 2005). Il en résulte donc une sous-estimation de la densité 
et de la diversité microbienne (Hawksworth, 2001), c’est pourquoi, afin de contourner ces 
limites, des analyses de métabarcoding par séquençage haut-débit ont été effectuées sur les 
FAC et les prélèvements in situ. 
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Les approches de caractérisation des communautés microbiennes par biologie 
moléculaire permettent une profondeur d’analyse plus importante qu’avec l’isolement par 
culture. L’utilisation des méthodes de métabarcoding est donc intéressante afin d’avoir une 
observation complémentaire et plus représentative de l’ensemble de la diversité des 
microorganismes présents. Plusieurs étapes sont nécessaires pour obtenir le profil de ces 
flores :  
- L’ADN environnementale doit être extrait de manière homogène en limitant la 
présence de composés inhibiteurs (acides humiques, argiles, etc.). 
- Les marqueurs génétiques présents sur les génomes extraits sont ensuite amplifiés et 
séquencés.  
- Une fois les séquences des amplicons déterminées, il est alors possible de regrouper 
les séquences très similaires pour former des OTUs et ainsi définir :  
o la diversité alpha des microorganismes présents au sein de chaque échantillon,  
o la diversité beta entre échantillon, 
o le profil taxonomique de chaque site. 
Les méthodes de métabarcoding ont été appliquées aux échantillons in situ afin d’étudier 
la flore microbienne de manière plus exhaustive qu’en culture. La combinaison des deux 
approches a ainsi permis de décrire les profils taxonomiques de chaque site et de comparer les 
diversités intra- et inter-sites afin d’évaluer l’existence ou non de profils spécifiques suivant la 
composition et / ou la localisation du matériau dans le bâtiment (habitat / grange et extérieur). 
4.1. Matériels et méthodes 
4.1.1. Extraction d’ADN 
A partir des échantillons prélevés in situ (voir 3.1.2) stockés à -80°C et des FAC, 200 mg 
de terre ont été utilisés pour l’extraction d’ADN avec le kit ZymoBIOMICS. Ce kit a été 
sélectionné parmi plusieurs kits d’extraction commerciaux: FastDNA™ SPIN Kit for Soil 
(MP Biomedicals), PowerSoil DNA Isolation Kit (Mobio) et ZymoBIOMICS (Zymo 
Research). L’ADN contenu dans 18 prélèvements in situ issus de 7 sites différents a été 
extrait par ces kits, puis les extraits d’ADN ont été amplifiés pour le 16S et l’ITS1 (voir 4.1.2) 
et les amplicons ont été révélés sur gel d’agarose après migration électrophorétique. La 
qualité des extraits d’ADN a été évaluée en fonction de l’absence / présence d’amplicons 
révélés sur le gel de migration. Les amplifications à partir des extraits ZymoBIOMICS ont 
montré une efficacité plus importante que les autres kits (FastDNA : 8 amplifications ; 
PowerSoil : 14 amplifications; ZymoBIOMICS : 18 amplifications). La méthode d’extraction 
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d’ADN GnS-GII développée par la Plateforme GenoSol (Plassart et al., 2012b; Terrat et al., 
2012, 2015b) a également été adaptée aux petites masses prélevées dans notre étude, mais la 
faible quantité d’ADN dans les prélèvements in situ ne permettait pas une bonne extraction 
par cette méthode. 
4.1.2. Amplification PCR et séquençage 
L’amplification PCR a été effectuée pour les bactéries et les champignons (Tableau 4.1). 
Le marqueur génétique bactérien ciblé a été la région V3-V4 du gène codant pour l’ARNr 16S 
avec les amorces PCR1F_460 et PCR1R_460. La région fongique ITS1 a été amplifiée à 
l’aide du couple d’amorces ITS1F et ITS2. L’amplification a été réalisée avec la MTP Taq 
DNA polymérase (Sigma-Aldrich, U.S.A) dans les conditions suivantes: 5 min à 94°C, 35 
cycles de 30s à 94°C (dénaturation), 1 min à 55°C (hybridation), 30 s à 72°C (extension) et 7 
min à 72°C. L’efficacité de l’amplification PCR a été évaluée par migration électrophorétique 
d’un volume de 10 µL d’amplicons sur un gel d’agarose 2 %. L’ADN génomique a été dilué à 
1 : 2 et 1 : 10 pour diminuer la quantité d’éventuels inhibiteurs lorsque cela était nécessaire, 
permettant ainsi une amplification PCR. Malgré les dilutions, deux prélèvements du support 
Ba1 et un de Lb n’ont pas pu être amplifiés correctement pour les deux marqueurs (16S et 
l’ITS1), tandis qu’un prélèvement du support La et un de MaT n’ont pas pu être amplifiés 
uniquement pour l’ITS1. Les échantillons extraits par ZymoBIOMICS et analysés par 
métagénomique sont référencés dans le Tableau 4.2. Les témoins négatifs ont été inclus dans 
le séquençage afin de retirer les éventuels taxons qui apparaissent en contaminants (Emerson 
et al., 2015, 2017). 
Tableau 4.1 : Couples d’amorces utilisés pour l’amplification de la région codant pour l’ARNr 16S et 
l’ITS1. 
Organisme 
Nom 
d'amorce 
Séquence 
Référence 
Adaptateur MiSeq Amorce 
Bactérie 
PCR1F_460 5’-CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT ACGGRAGGCAGCAG-3’ Plateforme 
GeT, Toulouse 
PCR1R_460 5’-GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCT TACCAGGGTATCTAATCCT-3’ 
Champignon 
ITS1F 5’-CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT CTTGGTCATTTAGAGGAAGTAA-3’ 
(Gardes and 
Bruns, 1993) 
ITS2 5’-GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCT GCTGCGTTCTTCATCGATGC-3’ 
(White et al., 
1990) 
 
 
 
 - 169 - 
 
Tableau 4.2 : Nombres d’échantillons amplifiés pour la région 16S et ITS1 pour les différents sites et 
supports in situ en terre crue seule (orange) ou avec inclusion biosourcée (vert) et pour la matière 
première des éprouvettes manufacturées (marron). 
Site Support Localisation 
Nombre de 
prélèvements amplifiés 
16S ITS1 
A 
AM Habitation 6 6 
AJ Habitation 6 6 
 
Ba1 Habitation 2 2 
B Ba2 Habitation 4 4 
 
Bb Cellier 5 5 
C 
C1 Habitation 4 4 
C2 Habitation 4 4 
D 
DM Habitation 3 3 
DJ Habitation 3 3 
E 
E Habitation 5 5 
EG Grange 1 1 
F - Grange 4 4 
G - Cellier 4 4 
H 
H Habitation 4 4 
Hext Extérieur 1 1 
I - Habitation 4 4 
J - 
Bâtiment non 
habité 
4 4 
L - Habitation 3 2 
 
MaT Habitation 2 1 
M MaB Habitation 3 3 
 
Mb Habitation 4 4 
FAC - 
Matières 
premières 
3 3 
Total Habitation 
Nombre de 
sites 
Nombre de 
prélèvements 
16S ITS1 
Terre seule 6 35 34 
Terre avec 
inclusion 
biosourcée 
5 26 25 
Total Grange / 
Extérieur 
Nombre de 
sites 
Nombre de 
prélèvements 
16S ITS1 
Terre seule 3 9 9 
Terre avec 
inclusion 
biosourcée 
3 10 10 
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Les amplicons ont été purifiés sur billes Clean PCR (MokaScience), puis leur qualité a 
été vérifiée par Fragment Analyser (Advanced Analytical Technologies). Les banques ont été 
multiplexées avec l’ajout d’un index afin de différencier les échantillons pour chaque région 
ciblée (16S, ITS1), chaque prélèvement in situ et chaque méthode d’extraction utilisée. La 
taille et concentration des amplicons a été estimée par Nanodrop (Thermo Scientific™) et 
Fragment Analyser, et un mélange équimolaire de chaque banque a été préparé pour le 
séquençage. Le séquençage « paired-end » (2 x 250pb) a été réalisé à l’aide d’un séquenceur 
MiSeq (Illumina, U.S.A.) à la Plateforme GeT de Toulouse, France. 
4.1.3. Traitements des données de séquençage 
Les séquences obtenues ont été réassignées par la plateforme de séquençage à chaque 
banque à l’aide de leur index. Les fichiers fasta des différentes banques ont été récupérés 
après retrait des index. Deux pipelines différents ont été utilisés entre les lectures des 
séquences du 16S et de l’ITS1 :  
- Le module Microbial Genomics du logiciel CLC (QIAGEN Bioinformatics, U.S.A) a 
été utilisé pour les banques 16S. Les séquences paired-end ont été assemblées et leur 
taille a été automatiquement fixée à 401pb par trimming. Les séquences ayant une 
taille inférieure ont été éliminées. Les amorces ont été retirées par la fonction Trim 
Seq et le clustering des séquences en OTU a été basé sur la banque de données 
SILVA (Quast et al., 2013), en prenant en compte un pourcentage de similarité à 97 
%. Les séquences non-clusterisées ont formé des clusters de novo à 80 %, et la 
détection de séquences chimériques a été effectuée en même temps que le clustering. 
- Les séquences paired-end des banques ITS1 ont été assemblées avec un 
chevauchement d’au minimum 10pb, à l’aide du logiciel MOTHUR v.1.35.1 (Schloss 
et al., 2009). Les séquences avec une taille inférieure à 100pb ont été éliminées. Le 
clustering de novo à un pourcentage de similarité à 97 % ainsi que la détection des 
chimères ont été effectués avec l’algorithme UPARSE, implémenté dans USEARCH 
v10.0.240 (Edgar, 2013). Afin de n’étudier que la région ITS, les régions bordantes 
5,8S en 5’ et 28S en 3’ ont été retirées en utilisant le « Hidden Markov Model » 
(HMM) (Bengtsson-Palme et al., 2013). La séquence représentative de chaque cluster 
(séquence la plus présente au sein de chaque OTU) a été utilisée pour l’annotation 
taxonomique. Ces séquences ont été assignées par la fonction usearch_global de 
USEARCH en se basant sur la banque de données UNITE (Kõljalg et al., 2005). 
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Au sein des tables d’OTUs du 16S et de l’ITS1, les OTUs singletons, soit moins de 2 
séquences dans l’OTU, ont été retirées de l’analyse. Les OTUs contenant plus de 50 
séquences et étant non assignées ou assignées à des niveaux taxonomiques supérieurs au 
genre ont été alignées sur la base de données non-redondantes GenBank avec BLAST 2.7.0 
(Altschul et al., 1997) pour obtenir si possible une meilleure assignation. Les banques ITS1 
contenaient 3 329 609 séquences réparties dans 3 691 OTUs, et les banques 16S contenaient 
1 175 488 séquences réparties dans 9 601 OTUs. 
4.1.4. Statistiques 
Les tests statistiques ont été effectués sur R v3.4.1. La taille en nombre de séquences des 
différentes banques était variable, allant de 4 051 à 40 622 séquences pour le 16S et de 27 084 
à 83 297 séquences pour l’ITS1. Afin de comparer les différents sites, chaque banque a été 
normalisée par raréfaction au niveau de la banque contenant le moins de séquences pour 
chaque type d’amplicon. Après normalisation, un total de 320 029 séquences pour le 16S et 2 
085 468 séquences pour l’ITS1 étaient réparties dans respectivement 7 740 OTUs et 3 544 
OTUs. Deux indices d’α-diversité ont été calculés: i) Richesse (nombre d’OTUs), ii) Index de 
Shannon (base log e) (Shannon, 1948). Des tests de Kruskal-Wallis et Mann Whitney ont été 
réalisés pour comparer les indices de diversité au sein et entre les différentes conditions. Un 
test de corrélation de Spearman a été effectué entre les indices d’α-diversité des communautés 
bactériennes et fongiques. 
Pour l’analyse des structures des communautés bactériennes et fongiques présentes dans 
les échantillons in situ de matériaux en terre crue, une matrice de distance Bray-Curtis (Bray 
and Curtis, 1957) a été générée pour le 16S et l’ITS1 en utilisant la commande vegdist du 
package vegan v2.4-4 (Oksanen et al., 2017). L’abondance relative moyenne des OTUs par 
site a été déterminée, et des matrices de distance Bray-Curtis sur ces données ont également 
été calculées. Une représentation de la matrice de distance a été générée par positionnement 
multidimensionnel non métrique (NMDS). Cette représentation a été préférée à la PCoA car 
elle est plus adaptée à l’analyse de données non-linéaires, comme l’abondance d’OTUs dans 
différents échantillons. Le stress des représentations obtenues était inférieur à 0,2. Une 
analyse de la variance par permutation (PERMANOVA) a été réalisée en utilisant la 
commande adonis (vegan) (9999 permutations), afin d’évaluer l’effet des différentes variables 
étudiées. La dispersion des profils des différents groupes a été calculée par la commande 
betadisper et leur homogénéité a été vérifiée par permutest (vegan). 
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4.2. Résultats 
Les approches de métabarcoding ont été appliquées pour les différents prélèvements in 
situ et pour les FAC. Les séquences des banques d’amplicons, 16S pour les bactéries et ITS1 
pour les champignons, ont pu être assemblées sous forme d’OTUs et analysées. La diversité 
alpha, c’est-à-dire la diversité au sein d’un seul prélèvement, a été comparée entre sites. Cela 
a permis d’évaluer l’éventuel rôle de la présence de fibres végétales ou de la localisation du 
matériau sur la diversité microbienne présente à sa surface. La similarité entre les profils des 
différents sites a également été calculée avec la beta diversité, et l’impact des différentes 
variables sur les communautés microbiennes prélevées a pu être validé par PERMANOVA. 
Enfin, les différentes OTUs générées au sein des banques ont été assignées taxonomiquement 
suivant les bases de données disponibles, permettant une correspondance entre une séquence 
nucléique séquencée et un genre bactérien ou fongique. Cela a conduit à la détermination de 
profils taxonomiques pour chaque site et chaque condition, et ainsi à visualiser des différences 
de présence/absence ou d’abondance pour certains genres suivant les sites de prélèvements. 
4.2.1. Alpha diversité ou richesse spécifique 
Les indicateurs de l’α-diversité utilisés dans cette étude sont la richesse (nombre d’OTUs 
détectées dans l’échantillon) et la diversité caractérisée par l’index de Shannon. Celui-ci 
permet de prendre en compte à la fois la richesse et la répartition des séquences parmi les 
différentes OTUs. Ainsi, la présence d’un grand nombre d’OTUs avec des séquences réparties 
de manière équitable conduit à un fort index de Shannon. A l’inverse, un faible nombre 
d’OTUs ou la présence d’une OTU extrêmement abondante dans l’échantillon conduit à un 
faible index de Shannon.  
Champignons 
Tout d’abord, la richesse des communautés fongiques a été caractérisée à partir des 
séquences ITS1 à 97 % de similarité (Figure 4.1). Les différents sites ont été regroupés en 4 
groupes, selon 2 conditions :  
- Composition du mur : Biosourcé / Terre seule. 
- Localisation du mur : Habitation / Grange-Extérieur. 
Le nombre d’OTUs varie de 26 à 360 pour la terre crue seule et de 47 à 515 pour la terre 
avec fibres végétales sur l’ensemble des sites. La moyenne d’OTUs est de 131 et 191 pour les 
supports dans les habitations respectivement pour la terre crue seule et pour la terre avec 
inclusion biosourcée (Figure 4.1.A), et de 76 et 302 pour les supports dans les granges ou à 
l’extérieur (Figure 4.1.B). Les supports prélevés dans les habitations présentent des richesses 
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significativement différentes entre les sites, témoignant d’une diversité de profils microbiens 
inter-sites (Kruskal-Wallis p-value < 0,05). A l’inverse, les échantillons de la condition 
Grange-Extérieur ne possèdent pas de différences significatives en termes de richesse, quelle 
que soit la composition (Kruskal-Wallis p-value > 0,05). Les nombres d’OTUs entre les 
matériaux en terre seule ou avec inclusion biosourcée ne sont pas significativement différents 
dans les habitations (Mann-Whitney p-value > 0,05) au contraire des sites granges / extérieurs 
(Mann-Whitney p-value < 0,05), soulignant le rôle de l’usage du bâtiment (occupation 
humaine, chauffage, etc.).  
Concernant la diversité (Figure 4.2), les index de Shannon calculés sur l’ensemble des 
prélèvements intérieurs des supports biosourcés ont une moyenne par site de 3,14 (min : 2,05 
– max : 4,21). Pour les supports intérieurs en terre crue, la moyenne par site est de 2,66, mais 
avec une plus grande dispersion des valeurs (0,23 – 4,47), notamment due au site D qui 
présente une très faible diversité. Les sites « Habitations » biosourcés et non biosourcés ne 
montrent donc pas de différence significative en termes de diversité pour les flores fongiques 
(Mann-Whitney p-value > 0,05). A l’inverse, pour les échantillons Grange-Extérieur, la 
diversité observée pour les supports biosourcés (moyenne : 3,16 ; 2,51 – 3,81) est 
significativement supérieure à celle des supports en terre crue (1,78 ; 0,45 – 2,84) (Mann-
Whitney p-value < 0,01). L’index de Shannon des FAC (matière première analysée en 
laboratoire) est légèrement plus élevé que celui des prélèvements sur matériau en terre crue 
seule sur le site Grange-Extérieur (2,99 ; 2,70 – 3,16). Cette matière première ne présente 
toutefois pas une plus grande diversité fongique par rapport aux supports en terre crue seule à 
l’intérieur des habitats. 
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Figure 4.1 : Richesse spécifique (nombre d’OTUs définies à partir des régions ITS1) des sites « 
Habitations » (A) ou « Grange / Extérieur » (B) composés de terre avec inclusion biosourcée (vert) ou 
seule (orange) et pour les matières premières des éprouvettes manufacturées (marron). 
° : valeur extrême. * : test de Mann-Withney significatif (p-value < 0,05) 
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Figure 4.2 : Index de Shannon pour les banques ITS1 des sites « Habitations » (A) ou « Grange / 
Extérieur » (B) composés de terre avec inclusion biosourcée (vert) ou seule (orange) et pour les 
matières premières des éprouvettes manufacturées (marron). 
 ° : valeur extrême. * : test de Mann-Withney significatif (p-value < 0,05) 
Bactéries 
De la même manière, la richesse et la diversité ont été caractérisées respectivement en 
termes de nombre d’OTUs observées et de l’indice de Shannon à partir des séquences 16S à 
97 % de similarité (respectivement Figure 4.3 et Figure 4.4). Le nombre d’OTUs varie de 34 à 
830 pour la terre crue seule et de 93 à 1078 pour la terre crue avec inclusion biosourcée. La 
moyenne d’OTUs est de 354 et 398 pour les supports dans les habitations respectivement en 
terre crue seule et en terre avec inclusion biosourcée (Figure 4.3.A), et de 214 et 513 pour les 
supports dans les environnements hors habitation (Figure 4.3.B). Le nombre d’OTUs entre les 
différents sites varie significativement pour toutes les conditions de composition/localisation 
(Kruskal-Wallis p-value < 0,05). Plus globalement, le nombre d’OTUs entre les supports 
composés en terre seule et ceux biosourcés ne sont pas significativement différents en 
intérieur (Mann-Withney p-value > 0,05) au contraire de la localisation grange/extérieur 
(Mann-Withney p-value < 0,05), suggérant un rôle des conditions environnementales 
(température, exposition à l’humidité extérieur, etc.). Pour ce qui est de la diversité des 
communautés bactériennes (Figure 4.4), la moyenne par site de l’index de Shannon est de 3,88 
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(1,73 – 5,97) pour les supports biosourcés intérieurs. Une plus forte dispersion des diversités 
inter-sites est observée et significative (Kruskal-Wallis p-value < 0,05). Les supports terre 
crue seule dans les habitations présentent un index de Shannon moyen par site de 3,66 (1,23 – 
5,93), avec une forte hétérogénéité inter-site (Kruskal-Wallis p-value < 0,01) et une faible 
diversité sur le site D. La diversité bactérienne entre les deux types de composition de murs 
pour les sites intérieurs n’est pas significativement différente (Mann-Whitney p-value > 0,05). 
Pour les supports prélevés dans les granges ou les sites extérieurs, les moyennes des index de 
Shannon sont de 2,05 (0,32 – 3,41) pour la terre crue seule et 4,49 (2,08 – 5,32) pour la terre 
crue avec inclusion biosourcée, avec une différence significative entre les deux types de 
composition pour cette localisation (Mann-Whitney p-value < 0,05). Tout comme dans le cas 
des champignons, l’index de diversité des bactéries contenues dans les FAC est supérieur à 
celui des matériaux en terre crue seule dans les granges ou à l’extérieur (4,72 ; 4,65-4,79), 
mais pas significativement différent de ceux de la condition « Habitations », que ce soit Terre 
crue avec inclusion biosourcée ou Terre crue seule.  
 
 
Figure 4.3 : Richesse spécifique (nombre d’OTUs définies à partir des régions 16S) des sites « 
Habitations » (A) ou « Grange / Extérieur » (B) composés de terre avec inclusion biosourcée (vert) ou 
seule (orange) et pour les matières premières des éprouvettes manufacturées (marron). 
° : valeur extrême. * : test de Mann-Withney significatif (p-value < 0,05) 
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Figure 4.4 : Index de Shannon pour les banques 16S des sites « Habitations » (A) ou « Grange / 
Extérieur » (B) composés de terre avec inclusion biosourcée (vert) ou seule (orange) et pour les 
matières premières des éprouvettes manufacturées (marron).  
° : valeur extrême. * : test de Mann-Withney significatif (p-value < 0,05)  
Une diversité globalement plus importante a été observée au sein des flores bactériennes 
(3,54 ; 1,23 – 5,97) par rapport aux flores fongiques (2,6 ; 1,33 – 4,47) (Mann-Withney p-
value < 0,05). Les indices de diversité des communautés microbiennes ont été comparés afin 
d’évaluer une éventuelle corrélation entre la diversité des flores bactériennes et fongiques. 
Ainsi, il a été possible d’observer que la diversité de ces deux phyla de microorganismes était 
liée, que cela soit en se basant sur la richesse (Test de Spearman p-value < 0,05 ; rho : 0,55) 
ou l’index de Shannon (Test de Spearman p-value < 0,05 ; rho : 0,44). Cela signifie donc que 
lorsqu’une forte diversité bactérienne a été détectée sur un prélèvement, celui-ci présente 
également une importante diversité fongique. Cette corrélation n’a pu être observée par 
culture. Chaque site présenterait donc des conditions ou un historique qui agirait sur le 
développement ou le maintien d’une variété plus ou moins importante de microorganismes, 
bactéries et champignons. Dans les deux cas, la présence de fibres végétales dans le matériau 
à l’intérieur des habitats ne semble pas avoir d’influence sur la richesse et la diversité des 
communautés présentes à la surface des murs. A l’inverse, les échantillons avec inclusion 
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biosourcée prélevés dans des conditions extérieures présentent une richesse et une diversité 
significativement supérieures à celles des échantillons en terre crue seule. Toutefois, le faible 
nombre de sites et d’échantillons prélevés dans cette condition de localisation ne permet pas 
de conclure sur l’effet des fibres végétales sur la diversité microbienne présente sur le 
matériau en condition extérieure. 
4.2.2. Beta diversité ou différentiel de diversité 
La comparaison des communautés microbiennes entre les échantillons a été estimée par 
une matrice de distance Bray-Curtis et représentée en NMDS pour les différentes variables 
pour les banques ITS1 (Figure 4.5 et Tableau 4.3) et 16S (Figure 4.6 et Tableau 4.4).  
La dispersion des profils des communautés fongiques intra-site semble relativement 
hétérogène, avec certains prélèvements fortement similaires pour un même site, comme les 
sites Bb, C ou G, tandis que d’autres sites possèdent des profils relativement distincts en 
fonction de l’échantillon analysé, comme les sites A, D, E ou I (Figure 4.5.A). Concernant la 
variabilité inter-sites, la majorité des échantillons semblent relativement proches les uns des 
autres, avec une distinction plus marquée pour les sites EG, F, G et L. Par la suite, les 
abondances relatives moyennes par site ont été utilisées pour le calcul des matrices de 
distances. Si la totalité des sites est prise en compte ou uniquement les habitations, la 
composition du support ne semble pas avoir d’influence sur le profil fongique détecté 
(PERMANOVA P > 0,05) (Figure 4.5.B). A l’inverse, les profils des communautés sur murs 
hors habitation sont significativement différents entre les supports terre crue seule et inclusion 
biosourcée (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,28). Concernant les comparaisons entre les deux 
types de localisation pour une même composition de mur (Figure 4.5.C), les profils fongiques 
sont significativement différents (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,091), avec un effet 
légèrement plus marqué dans le cas des supports terre seule (PERMANOVA P < 0,05, R² = 
0,21) par rapport aux supports biosourcés (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,16). La présence 
de fibres végétales dans les matériaux en terre crue d’une habitation ne serait pas un facteur 
déterminant du maintien ou développement de flores fongiques spécifiques dans des 
conditions standards (hors dégâts des eaux). La différence de composition des matériaux dans 
une structure soumise à des conditions proches de l’extérieur semble au contraire influencer la 
composition des communautés fongiques présentes. 
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Figure 4.5 : Graphiques NMDS des matrices de dissimilarité Bray-Curtis des communautés ITS1 en 
fonction du site de prélèvement (A), de la composition du mur (B) ou de la localisation du 
prélèvement (C). 
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Tableau 4.3 : Résultats des tests PERMANOVA pour les banques ITS1 sur les variables de 
composition (Terre vs Biosourcé) et de localisation (Habitation vs Grange/Extérieur) pour la totalité 
des sites ou pour des sous-ensembles. Les résultats significatifs (P < 0,05) sont indiqués en gras. 
Test PERMANOVA - ITS1 
Variable Sites R² P 
Composition Totaux 0,074 0,15 
  Habitation 0,10 0,34 
  Grange/Extérieur 0,28 0,01 
Localisation Totaux 0,091 0,012 
  Terre 0,21 0,013 
  Biosourcé 0,16 0,03 
 
Dans le cas des communautés bactériennes, la variabilité intra-site semble être beaucoup 
moins importante que dans le cas des champignons, avec uniquement les sites A, D, L et MaT 
présentant une dispersion des profils notable (Figure 4.6.A). De même, à l’inverse des profils 
fongiques, les sites sont plus distincts les uns des autres. Lorsque les flores bactériennes de 
l’ensemble des différents sites sont comparés (Figure 4.6.B), leurs structures apparaissent 
significativement différentes entre les supports en terre seule ou en terre avec inclusion 
biosourcée (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,13). Cette différence est observée à la fois pour 
les supports de la condition Habitation (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,16) et de la condition 
Grange/Extérieur (PERMANOVA P < 0,05, R² = 0,34), avec un plus fort effet dans cette 
dernière condition. Pour ce qui est de la différence entre les supports intérieurs et les supports 
hors habitats, aucune différence significative n’a été observée sur l’ensemble des sites, y 
compris lorsque les différentes compositions sont prises en compte (PERMANOVA P > 
0,05). 
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Figure 4.6 : Graphiques NMDS des matrices de dissimilarité Bray-Curtis des communautés 16S en 
fonction du site de prélèvement (A), de la composition du mur (B) ou de la localisation du 
prélèvement (C). 
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Tableau 4.4 : Résultats des tests PERMANOVA pour les banques 16S sur les variables de composition 
(Terre vs Biosourcé) et de localisation (Habitation vs Grange/Extérieur) pour la totalité des sites ou 
pour des sous-ensembles. 
Les résultats significatifs (P < 0,05) sont indiqués en gras. 
Test PERMANOVA - 16S 
Variable Sites R² P 
Composition Totaux 0,13 0,009 
  Habitation 0,16 0,038 
  Grange/Extérieur 0,34 0,010 
Localisation Totaux 0,077 0,180 
  Terre 0,19 0,076 
  Biosourcé 0,17 0,228 
4.2.3. Assignation taxonomique 
Champignons 
A partir de la table d’OTUs obtenues après élimination des singletons, les banques ITS1 
et 16S ont été alignées respectivement sur les bases de données UNITE et SILVA. Le taux 
d’assignation des séquences et des OTUs pour les tables d’abondances raréfiées est présenté 
dans le Tableau 4.5. Sur l’ensemble des séquences contenues dans les banques ITS1, 87,30 % 
ont été assignées jusqu’au genre, ne représentant que 57,65 % de l’ensemble des OTUs. Cet 
écart s’explique par la présence de très nombreuses OTUs à faible abondance qui n’ont pas 
été réassignées par BLAST en cas de non-assignation sur UNITE. Au total, 495 genres 
fongiques ont été identifiés sur l’ensemble des banques. Pour les banques 16S, une plus forte 
proportion des séquences et des OTUs ont été assignées jusqu’au genre, avec respectivement 
93,22 % et 74,44 % d’assignation. Ces assignations ont permis la détection de 731 genres 
bactériens sur l’ensemble des échantillons. 
Tableau 4.5 : Taux d’assignation des séquences et des OTUS aux différents niveaux taxonomiques 
pour l’ensemble des banques. 
Région Niveau Class Order Family Genus 
ITS1 
% de séquences 94,40 94,27 89,14 87,30 
% d'OTUs 64,10 63,29 59,90 57,65 
16S 
% de séquences 99,19 98,93 96,83 93,22 
% d'OTUs 93,09 91,14 83,02 74,44 
 
Les séquences ITS1 ont majoritairement été assignées au phylum Ascomycota (76,26 %) 
ainsi qu’au phylum Basidiomycota (18,38 %). Tout autre phylum correspond à moins de 0,5 
% des séquences. Les classes principales sont les Dothideomycetes (37,6 %), Eurotiomycetes 
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(19,95 %), Sordariomycetes (15,94 %), Wallemiamycetes (7,91 %) et Tremellomycetes (5,62 
%).  
Sur l’ensemble des séquences assignées jusqu’au genre, les taxons les plus abondants 
sont : Cladosporium (19,29 %), Alternaria (3,81 %), Devreisia (3,43 %) (Dothideomycetes); 
Wallemia (9,12 %) (Wallemiomycetes); Aspergillus (8,54 %), Phialosimplex (4,24 %), 
Coccodinium (3,09 %), Penicillium (2,23 %) (Eurotiomycetes) ; Cryptococcus (4,33 %) 
(Tremellomycetes) ; Fusarium (4,26 %), Verticillium (2,40 %) (Sordariomycetes). En ce qui 
concerne l’abondance relative moyenne, séquences non assignées incluses, Cladosporium est 
celui qui est le plus répandu, représentant en moyenne 17,10 % de l’abondance relative sur 
l’ensemble des sites (Figure 4.7). Ce genre a été détecté sur la totalité des sites de 
prélèvements avec une certaine variabilité inter-sites, notamment avec une prévalence sur les 
sites C, E, EG et Hext et une très faible présence sur les sites L, Mb et Bb. Les autres genres 
détectés sur la majorité des sites sont Wallemia (8,09 %), Aspergillus (7,57 %), Cryptococcus 
(3,84 %), Fusarium (3,78 %) et Alternaria (3,38 %). D’autres genres sont présents de manière 
importante seulement sur quelques sites, tels que Phialosimplex (3,76 %) sur les sites D et 
Mb, Devriesia (3,04 %) sur les sites C et Mb, et Verticillium (2,13 %) sur les sites C et L. 
Cependant, aucune différence significative n’a été détectée entre l’ensemble des supports en 
terre crue seule et en terre avec inclusion biosourcée au sein des habitations (Mann-Withney 
p-value > 0,05) (Figure 4.8).  
La variation inter-sites pour une même condition de composition des supports intérieurs 
conduit à des abondances relatives globales similaires entre terre crue seule et terre avec 
inclusion biosourcée. Les sites avec terre crue seule présentent toutefois certaines tendances, 
bien que non significatives, comme une plus grande abondance pour le genre Wallemia (T-
Hab : 11, 31 % ± 14,35 % ; B-Hab : 2,66 % ± 0,96 %), tandis que ceux avec terre avec 
inclusion biosourcée présentent une plus forte concentration en Verticillium (T-Hab : 0,50 % 
± 0,72 % ; B-Hab : 5,47 % ± 5,93 %). En ce qui concerne les sites Grange/extérieur, les 
supports terre crue seule présentent une plus forte abondance des genres Coccodinium (T-
Ext : 16,70 % ± 26,03 % ; B-Ext : 0,45 % ± 0,78 %), Devriesia (T-Ext : 12,94 % ± 13,93 % ; 
B-Ext : 0,11 % ± 0,18 %) et Libertasomyces (T-Ext : 7,99 % ± 7,24 % ; B-Ext : 0,41 % ± 0,72 
%), alors que dans le cas des supports fibrés, les genres présentant une forte abondance sont 
les genres Aspergillus (T-Ext : 5,87 % ± 8,98 % ; B-Ext : 27,09 % ± 13,35 %) et Wallemia (T-
Ext : 0,70 % ± 1,16 % ; B-Ext : 11,80 % ± 5,48 %). La faible quantité de sites prélevés et la 
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forte variation de profil inter-site rendent cependant les résultats de la condition 
Grange/Extérieur difficiles à étendre. 
 
Figure 4.7 : Composition fongique et abondance relative moyenne des 40 genres majoritaires. Les 
taxons visualisés représentent 75,1 % des séquences de l’ensemble des banques ITS1. 
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Figure 4.8 : Abondance relative des principaux genres fongiques selon les différents sites de prélèvements et les 
différentes conditions. 
Bactéries 
Concernant les flores bactériennes, sur la totalité des sites étudiés, les taxons majoritaires 
sont les suivants : Actinobacteria (47,05 %), composé d’Actinobacteria (42,60 %), de 
Rubrobacteria (1,73 %) et de Thermoleophilia (1,64 %) ; Firmicutes (33,65 %), composé de 
Bacilli (31,88 %) et de Clostridia (1,60 %); Proteobacteria (15,06 %), composé 
d’Alphaproteobacteria (6,72 %), de Gammaproteobacteria (6,34 %) et de Betaproteobacteria 
(1,73 %) ; Bacteroidetes (3,25 %), composé de Sphingobacteriia (1,51 %) et de 
Flavobacteriia (1,27 %). Au niveau du genre, Bacillus (23,85 %) et Arthrobacter (13,92 %) 
sont les genres majoritairement détectés (Figure 4.9). Le genre Actinomycetospora (9,21 %) est 
principalement détecté sur les sites E, EG, F et Mb. De même, le genre Saccharopolyspora 
(5,09 %) est retrouvé essentiellement sur les sites A, D et J. En comparant les profils 
bactériens présents dans l’intérieur des habitations, certaines tendances suggèrent que la 
composition du support pourrait affecter l’abondance de certains genres (Figure 4.10). Le 
genre Arthrobacter est beaucoup plus présent sur les murs en terre comportant des fibres 
végétales (T-Hab : 7,49 % ± 6,97 % ; B-Hab : 31,34 % ± 22,81 %), tandis que le genre 
Bacillus serait associé de manière plus importante aux supports en terre crue seule (T-Hab : 
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33,39 % ± 23,58 % ; B-Hab : 13,33 % ± 15,79 %). Pour ce qui est des supports dans les 
granges ou à l’extérieur, les flores des supports en terre seule sont essentiellement composés 
des genres Actinomycetospora (T-Ext : 41,12 % ± 38,82 % ; B-Ext : 0,03 % ± 0,05 %) et 
Bacillus (T-Ext : 38,44 % ± 32,70 % ; B-Ext : 12,78 % ± 14,57 %). Dans le cas des murs 
biosourcés externes, les genres sont plus divers, avec notamment Acinetobacter (B-Ext : 10,44 
% ± 9,56 %), Arthrobacter (B-Ext : 9,60 % ± 5,96 %), Bacillus (B-Ext : 12,78 % ± 14,57 %), 
Saccharopolyspora (B-Ext : 13,17 % ± 22,76 %) et Trichococcus (B-Ext : 4,35 % ± 5,75 %). 
Les variabilités inter-site pour une même condition de composition et de localisation ne 
permettent toutefois pas de dégager de variations significatives (Mann-Withney p-value > 
0,05). 
 
Figure 4.9 : Composition bactérienne et abondance relative moyenne des 40 genres majoritaires. Les 
taxons visualisés représentent 80,1 % des séquences de l’ensemble des banques 16S. 
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Figure 4.10 : Abondance relative des principaux genres bactériens selon les différents sites de 
prélèvements et les différentes conditions. 
Comme observé sur les représentations NMDS des matrices de distance Bray Curtis au 
niveau des prélèvements, certains sites possèdent une forte dispersion si l’on considère les 
différents échantillons, et en particulier le site A. Lorsque les prélèvements sont observés 
individuellement, une différentiation peut être faite entre les hauteurs de prélèvements 190, 
170, 150 et 70 cm d’une part et 120 et 100 cm d’autre part, qu’il s’agisse des prélèvements 
d’adobe ou de joint. Certains genres bactériens sont significativement plus abondants au sein 
des prélèvements à 120 cm et 100 cm que sur le reste du mur (Figure 4.11). Ainsi, parmi les 
genres avec une abondance relative supérieure à 1 % dans un prélèvement, les genres 
Promicromonospora (190-150 cm/70 cm : 0,18 % ± 0,26 % ; 120-100 cm : 25,96 % ± 10,58 
%), Streptomyces (190-150 cm/70 cm : 0,44 % ± 0,41 % ; 120-100 cm : 11,87 % ± 7,96 %), 
Arthrobacter (190-150 cm/70 cm : 1,26 % ± 0,88 % ; 120-100 cm : 5,66 % ± 3,25 %) et 
Paenisporosarcina (190-150 cm/70 cm : 0,04 % ± 0,08 % ; 120-100 cm : 3,12 % ± 1,35 %) 
sont quasiment absents des prélèvements exceptés dans les échantillons 120-100 cm (Mann-
Withney p-value < 0,05). Ces genres peuvent être naturellement détectés dans le sol, et à 
l’exception de Paenisporosarcina, tous appartiennent à l’ordre des Actinomycetales. Les 
genres présents sur les autres hauteurs du mur sont également détectés sur cette zone et, bien 
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qu’étant en moyenne moins abondants, ne sont pas significativement différents sur l’ensemble 
du mur. Pour rappel le site A correspond à une ancienne étable.  
 
Figure 4.11 : Abondances relatives des genres bactériens significativement différentes entre les 
prélèvements à 120 et 100 cm d’une part et le reste du mur d’autre part sur le site A (Mann-Withney p-
value < 0,05). 
De la même manière, le site D présente deux types de profils bactériens et fongiques sur 
un même mur. Les prélèvements des adobes à 160 et 110 cm possèdent une flore différente de 
ceux des joints aux mêmes hauteurs et de l’adobe et joint à 60 cm (Figure 4.12). Pour les 
genres bactériens, l’ensemble du mur présente une forte abondance de 
Saccharopolyspora(57,83 % ± 6,8 %), Prauserella (12,95 % ± 9,87 %) et Amycolatopsis 
(9,23 % ± 0,85 %), alors que ces genres sont quasiment absents sur les prélèvements d’adobe 
à 160 et 110 cm de hauteur (abondance relative < 2 %) et que ceux-ci sont plus abondants en 
Bacillus (44,77 ± 18,31 %) et diversifiés. Dans le cas des champignons, les prélèvements du 
mur contiennent essentiellement le genre Phialosimplex (94,76 % ± 2,32 %), témoignant d’un 
probable développement de cette moisissure sur le matériau, tandis que les adobes à 160 et 
110 cm avaient à leur surface une flore beaucoup plus variée, avec notamment Cladosporium 
(23,28 % ± 11,4 %) et Wallemia (5,73 % ± 6,75 %). Certains murs présentent donc de fortes 
variations suivant la zone de prélèvement, ce qui peut compliquer les comparaisons des 
différents sites entre eux. 
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Figure 4.12 : Abondances relatives des genres bactériens (A) et fongiques (B) significativement 
différentes entre les prélèvements d’adobe à 160 et 110 cm d’une part et le reste du mur d’autre part 
sur le site D (Mann-Withney p-value < 0,05). 
4.3. Discussion 
Un échantillonnage au sein de bâtiments du patrimoine a été effectué afin de caractériser 
les microorganismes cultivables présents sur des matériaux en terre crue dans l’habitat, et les 
flores bactériennes et fongiques présentes à la surface de ces supports (cultivables et non 
cultivables) ont été identifiées à l’aide d’approches de métabarcoding. Tous les supports 
étudiés étaient dans des conditions d’humidité normales au moment des prélèvements, i.e. soit 
ils ne présentaient pas de prolifération visible liée à une accumulation d’eau, soit dans le cas 
d’un site une accumulation d’eau antérieure avait causé le développement de moisissures mais 
le mur est depuis retourné à un état sec et sans moisissure visible. Les communautés 
bactériennes et fongiques des matières premières utilisées pour la fabrication des éprouvettes 
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en terre (FAC) ont également été caractérisées par les approches de culture pasteurienne et de 
métabarcoding. 
Dans cette section sont discutés la diversité et la taxonomie des communautés 
microbiennes sur les matières premières et in situ, les variations intra et intersites et les 
paramètres influant, les enjeux sanitaires associées aux proliférations identifiées. Enfin, la 
discussion s’achève par une réflexion sur les limites des approches de métabarcoding. 
 
Diversité et taxonomie des communautés microbiennes sur les matières premières 
La diversité des communautés bactériennes et fongiques a été évaluée pour chaque 
matière première et support à travers l’index de Shannon (Haegeman et al., 2013). Concernant 
les FAC, ces indices sont pour les champignons et les bactéries de l’ordre de 2,99 et 4,72, 
respectivement, et sont similaires à ceux détectés dans les prélèvements à l’intérieur des 
habitations. Les principaux genres fongiques détectés sont Cladosporium (11,3 %), 
Cryptococcus (7,2 %), Acremonium (6,3 %), Lecanicillium (6,1 %), Tetracladium (5,5 %), 
Pseudeurotium (4,2 %) et Monographella (3,9 %). Mis à part Cladosporium et Cryptococcus 
qui sont largement répandus dans les autres échantillons in situ, Acremonium n’est détecté de 
manière abondante que sur les sites A et Mb, et les autres genres abondants dans les FAC ne 
sont pas partagés par les matériaux terre crue. La structure des communautés fongiques 
présentes dans les FAC est donc sensiblement différente de celles retrouvées sur les matériaux 
sur site. Les communautés bactériennes des FAC sont majoritairement constituées de 
Nocardioides (37,6 %), et d’une abondance plus faible de Sphingomonas (7,6 %), Iamia (5 
%), Microthrix (3,8 %) et Thiobacillus (3,2 %). Près de 20 % des séquences de ces librairies 
16S sont non assignés, ce qui est plus élevé que pour les autres prélèvements (1 % - 13 %). 
Ces genres bactériens sont peu présents sur les matériaux terre crue, et les FAC présentent une 
très faible abondance en Bacillus, pourtant largement détecté sur sites. Les matières premières 
FAC ont donc des communautés bactériennes et fongiques significativement différentes de 
celles qui sont retrouvées dans les constructions in situ. Il est important de noter que les FAC 
sont des argiles issues d’un processus de lavage de calcaire, et ne présentent donc pas les 
mêmes caractéristiques que les terres habituellement prélevées en profondeur dans le sol et 
utilisées dans les constructions. Le calcaire extrait de carrières est lavé à l’eau et ce sont les 
boues résultant de ce lavage qui sont ensuite mises à sécher dans des bains de sédimentation. 
Les effets potentiels des traitements de ces terres et l’apport de l’eau peuvent avoir fortement 
influencé les flores microbiennes présentes, celles-ci étant alors peu représentatives de celles 
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détectées sur les murs des habitations. L’historique des murs est également un facteur 
incontournable à prendre en compte. Cependant, les différences entre FAC et les 
prélèvements in situ dans leur ensemble sont plus importantes qu’entre les sites.  
 
Diversité et taxonomie des communautés fongiques sur les matériaux in situ 
Concernant les supports in situ, aucun impact significatif de la présence de fibres 
végétales dans les matériaux terre crue au sein des habitations n’a été observé sur la richesse 
ou la diversité des communautés microbiennes. Malgré la présence de fibres végétales 
pouvant favoriser le développement d’espèces fongiques dégradant notamment la cellulose ou 
plus difficilement la lignine (Hoang et al., 2010; Huang et al., 2015; Mensah-Attipoe et al., 
2015), ces matériaux ne semblent donc pas entraîner une plus grande diversité microbienne, 
qu’elle soit bactérienne ou fongique, du moins sur sites en « conditions normales ». Dans le 
cas des prélèvements extérieurs aux lieux de vie, une plus forte diversité microbienne a pu 
être mesurée sur les supports biosourcés par rapport aux supports en terre crue seule. Une 
hypothèse est que l’exposition à l’humidité extérieure ou autres facteurs environnementaux 
(ombrage, vent,…) favoriserait l’apport et/ou le développement de diverses espèces en surface 
des murs, ce que pourrait confirmer une étude de sites de prélèvements sur un gradient 
climatique. 
La comparaison entre les valeurs de diversité obtenues dans ces travaux avec celles 
présentées dans d’autres études est difficile car de nombreux facteurs - choix de la méthode de 
prélèvement, du type de support étudié (avec ou sans contamination), des marqueurs 
génétiques ciblés, de la technique de séquençage utilisée, du traitement des données - peuvent 
altérer le nombre d’OTUs obtenues et donc les scores de diversité calculés. Les mesures de 
diversité fongique sur les murs intérieurs en terre crue (1,33 – 4,47) semblent malgré tout 
supérieures à celles rapportées dans la littérature pour des surfaces d’autres natures à 
l’intérieur des habitations (rebord de fenêtre, carrelage, etc.), que cela soit avec présence de 
moisissures visibles (0,14 – 2,29) (An and Yamamoto, 2016) ou non (0,62 – 2,05) (Adams et 
al., 2013a). A l’inverse, les poussières à l’intérieur des habitations comporteraient des indices 
de diversités plus élevés (4,2-4,8) (Dannemiller et al., 2014a). De même, la diversité 
bactérienne du sol (4,74 – 7,16) (Fierer et al., 2012b; Nacke et al., 2011; Will et al., 2010) est 
plus élevée que celle mesurée sur les supports intérieurs en terre crue (1,23 – 5,97). Qu’ils 
soient biosourcés ou non, les matériaux en terre crue seraient donc un milieu favorable au 
maintien, voire au développement, d’une plus grande variété de champignons que ne peuvent 
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l’être les surfaces conventionnelles des habitats. L’effet de ce type de support sur la diversité 
fongique pourrait être en partie expliqué par l’origine du matériau terre crue. En effet, dans la 
mesure où la terre crue est extraite du sol puis utilisée dans le bâtiment, une partie des 
microorganismes, des nutriments et des minéraux initialement contenus dans le sol devraient 
se retrouver dans le matériau de construction final. A l’inverse, les matériaux usuellement 
utilisés dans le bâtiment sont souvent le résultat de nombreux processus industriels, altérant 
fortement les ressources disponibles pour le développement des microorganismes. Les 
matériaux terre crue sembleraient toutefois être un milieu moins riche et diversifié que ne 
peuvent l’être les poussières intérieures ou les sols dont la terre est issue, ceci en raison de 
traitements ultérieurs de la matière (séchage, etc.) et des conditions d’usage (HR, chauffage, 
entretien, etc.). 
Sur l’ensemble des séquences obtenues pour les communautés fongiques, celles-ci ont été 
assignées principalement au phylum Ascomycota (76,26 %) et dans une moindre mesure au 
phylum Basidiomycota (18,38 %). Cette prédominance des Ascomycètes au sein des 
communautés intérieures correspond à ce qui a pu être observé sur d’autres prélèvements dans 
l’habitation, et en particulier dans les poussières intérieures (Amend et al., 2010a; Rocchi et 
al., 2017), tandis qu’à l’inverse une plus forte proportion de Basidiomycota avait été détectée 
dans l’air de garderies en Corée du Sud (Shin et al., 2015). Les genres majoritairement 
détectés sur les murs en terre crue correspondent à Cladosporium, Wallemia, Aspergillus, 
Cryptococcus et Fusarium, et dans une moindre mesure à Alternaria, Devreisia, 
Coccodinium, Verticillium et Penicillium. La plupart de ces taxons, comme Cladosporium, 
Aspergillus ou encore Alternaria, sont également identifiés dans d’autres études des flores 
fongiques intérieures, que cela soit par des méthodes culturales (Beguin and Nolard, 1994; 
Chao et al., 2002; Dassonville et al., 2008) ou par séquençage haut-débit (Adams et al., 
2013c, 2013a; Amend et al., 2010a; Rocchi et al., 2017). Certains taxons sont difficilement 
isolés ou identifiés par culture, et en particulier dans le cas des Basidiomycètes. Les 
approches de métabarcoding ont permis ici de détecter sur la quasi-totalité des sites des taxons 
issus de ce phylum comme Wallemia (100 % des sites), Cryptococcus (88 % des sites) et 
Sporobolomyces (100 % des sites), qu’il aurait été plus difficile d’atteindre par culture et que 
nous n’avons pas détectés par cette méthode. Concernant l’origine des microorganismes, la 
quasi-totalité des taxons abondants est associée à l’environnement extérieur, et en particulier 
l’air (Cladosporium, Aspergillus, Cryptococcus, Alternaria, Penicillium, etc.) (Adams et al., 
2013c). A l’inverse, les taxons relatifs à la flore humaine sont très peu présents. Les levures 
Candida (Habitation : 0,55 % ; Grange/Extérieur : 0,05 %) et Malassezia (Habitation : 0,27 % 
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; Grange/Extérieur : 0 %) font partie des principaux champignons associés à l’homme (Grice 
et al., 2009), et bien que présents uniquement sur les sites habités ils sont très faiblement 
détectés. Cette prévalence des flores de l’air extérieur par rapport aux autres types de flores 
dans la composition des communautés fongiques sur les surfaces intérieures avait déjà été 
rapportée par Adams et al (2013a).  
En se basant sur les profils moyens par habitation, aucune différence significative n’a été 
révélée entre les surfaces en terre crue seule ou biosourcée, mais il est tout de même possible 
de voir sur les représentations graphiques NMDS que les deux conditions restent relativement 
homogènes et dissociées. Bien que non significatives, certaines tendances peuvent être 
détectées en termes d’abondance de genres suivant les compositions. Ainsi, le genre Wallemia 
serait plus associé aux sites en terre crue. Ce genre est communément détecté dans la flore des 
bâtiments ou le sol (Zalar et al., 2005), et ne semble pas être associé aux plantes, que cela soit 
pour un comportement symbiotique ou phytopathogène. A l’inverse, les genres Fusarium et 
Verticillium sont plus abondants sur les sites biosourcés. Ces deux genres sont notamment 
présents dans les sols, et incluent certaines espèces phytopathogènes (Aoki et al., 2014; 
Barbara and Clewes, 2003), qu’il sera alors possible de retrouver à la surface de végétaux. Les 
végétaux utilisés pour la conception des matériaux biosourcés peuvent donc être une source 
de ces microorganismes lors de l’étape de fabrication, ou ces champignons peuvent se déposer 
au cours du temps et la présence de fibres végétales favoriserait leur maintien à la surface du 
mur. Toutefois, ces variations n’impliquent pas une discrimination nette des flores entre les 
deux types de matériaux.  
Quelques prélèvements ont également été menés sur des supports en terre crue dans des 
conditions autre qu’une salle habitée, afin d’avoir un témoin externe dans notre analyse. Pour 
cette condition de localisation, les communautés fongiques sont significativement différentes 
suivant la présence ou non de fibres végétales. De plus, la localisation du prélèvement 
(Habitation vs Grange / Extérieur) serait un des facteurs impliqués dans la composition de ces 
communautés. Cette différence pouvait être attendue dans la mesure où les conditions 
environnementales (en particulier la température et l’humidité relative) sont fortement 
différentes entre ces deux catégories de bâtiments. Toutefois, la variabilité inter-site est 
particulièrement importante, et le faible nombre d’échantillons rend l’analyse de ce groupe 
limitée. 
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Diversité et taxonomie des communautés bactériennes sur les matériaux in situ 
En ce qui concerne les analyses des flores bactériennes par métabarcoding, celles-ci ont 
montré une prévalence des Actinobacteria, des Firmicutes (principalement Bacilli) et des 
Proteobacteria (principalement α et ϒ-proteobacteria) sur les matériaux en terre crue. Ces 
taxons sont souvent détectés de manière importante dans les environnements intérieurs, qu’il 
s’agisse des particules en suspension dans l’air et les poussières (Hospodsky et al., 2012; Shin 
et al., 2015) ou des surfaces (Dunn et al., 2013). Les phylums Actinobacteria et 
Proteobacteria (α, β et ϒ-proteobacteria) sont également présents dans différents échantillons 
de sols (Fierer et al., 2012b; Nacke et al., 2011; Thomson et al., 2015; Will et al., 2010). 
Toutefois, le phylum Acidobacteria présente une forte abondance au sein des communautés 
bactériennes du sol, alors qu’il est très faiblement représenté dans nos échantillons (0,25 %). 
La différence de composition de la terre crue par rapport au sol, notamment à travers les 
étapes de dessiccation, le pH, pourrait expliquer cette variation importante. Si l’analyse est 
portée en termes de genre, les genres Bacillus et Arthrobacter sont présents sur la totalité des 
sites, avec une très forte abondance par rapport aux autres genres. L’analyse des matrices de 
dissimilarités Bray-Curtis entre les communautés bactériennes a montré une différence 
significative entre les supports composés de terre crue seule et ceux composés de terre crue 
avec inclusion biosourcée. Ainsi, une plus forte présence de Bacillus a été mesurée sur les 
sites en terre crue seule, tandis qu’Arthrobacter est majoritairement associé aux sites en terre 
crue avec biosourcée. Ces deux genres sont largement répandus dans l’environnement, et 
notamment dans le sol, mais il semblerait que la présence de fibres végétales dans le matériau 
rendrait celui-ci plus favorable à la présence d’Arthrobacter par rapport à Bacillus. Dans la 
mesure où Bacillus est capable de sporuler en cas de stress, cela pourrait augmenter sa 
persistance sur des milieux plus faible en nutriments comme les supports en terre sans fibres 
végétales, et ainsi expliquer sa prédominance sur ce type de matériaux. Les autres genres 
ayant des abondances fortement variables entre terre seule et terre biosourcée sont des taxons 
présents de manière abondante uniquement sur un ou deux sites, ne permettant pas de définir 
des structures générales pour ces matériaux.  
La quasi-totalité des principaux genres détectés (Actinomycetospora, Arthrobacter, 
Bacillus, Nocardioides, Paenibacillus, Rubrobacter, Sphingomonas) a pour niche écologique 
le sol. Les flores bactériennes présentes sur les surfaces intérieures sont pourtant 
habituellement associées majoritairement aux flores humaines (Lax et al., 2014; Wilkins et 
al., 2016), en particulier dans le cas des surfaces touchées par les occupants (Dunn et al., 
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2013). Dans le cas des matériaux en terre crue, le contact physique avec les occupants pourrait 
être considéré minime, et il est peu probable que des transferts directs sporadiques aient un 
impact durable sur les bactéries résidentes. Cependant, l’air et les poussières intérieurs sont 
également chargés en bactéries issues des microbiotes des occupants (Hospodsky et al., 2012; 
Meadow et al., 2014b; Shin et al., 2015; Täubel et al., 2009) et ces aérosols et particules 
peuvent se déposer à la surface des murs et ainsi se retrouver dans ces communautés. Par 
exemple, des genres tels que Micrococcus ou Staphylococcus peuvent être de bons indicateurs 
de flore humaine. Pourtant, bien que détectés, ces genres sont très peu présents sur les 
supports en terre crue, avec des abondances relatives inférieures à 1 %. Cette flore doit être 
jugée transitoire, sans réelle intégration aux écosystèmes considérés. Ces résultats indiquent 
donc que les communautés bactériennes présentes sur les matériaux en terre crue sont 
dominées par les genres associés au sol et non pas par ceux associés aux flores humaines. 
Cette structure de communauté bactérienne particulière pour une surface intérieure peut 
découler de plusieurs facteurs. Comme il a été possible de voir précédemment, la flore 
présente initialement dans la terre utilisée à la fabrication du matériau n’est pas ou seulement 
partiellement altérée (en surface), en fonction des étapes de fabrication, dont les séchages à 
plus de 100°C. Ainsi, une part des microorganismes environnementaux des matériaux de base 
se maintient à l’intérieur et à la surface du support final. De plus, dans la mesure où la 
composition de la terre n’est que peu modifiée, elle reste favorable au maintien ou au 
développement des bactéries issues du sol via l’air ou les saletés. Les flores humaines 
possèdent une résistance moindre au cours du temps lorsqu’elles sont soumises aux variations 
extracorporelles et avec peu de nutriments adaptés. Il est également possible que la flore 
environnementale déjà présente sur le matériau limite la colonisation par de nouvelles 
bactéries.  
 
Variations intra et inter-sites 
Les analyses de métabarcoding ont révélé une variation intra site différente suivant les 
bâtiments étudiés. Pour les champignons, les sites A, D, E et I présentaient parmi leurs 
différents prélèvements des communautés plus dispersées et variables que dans le cas des 
autres sites. De la même manière, les communautés bactériennes présentent sur les supports 
des sites A, D, L et MaT avaient une variabilité intra-site plus importante par rapport au reste 
des habitations. Cela témoigne d’une certaine hétérogénéité des communautés microbiennes 
présentent sur un même mur. Cet effet est particulièrement visible dans le cas du site A, avec 
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une prépondérance des genres bactériens Promicromonospora, Streptomyces et Arthrobacter 
sur les prélèvements à 120 et 100 cm, qu’il s’agisse de l’adobe ou du joint, alors que ces 
genres sont quasiment absents sur le reste du mur. De même, le site D possède des flores 
bactériennes et fongiques fortement différentes entre les adobes à 160 et 110 cm de hauteur et 
les joints aux mêmes hauteurs ainsi que les prélèvements à 60 cm. Ces portions de mur 
semblent donc avoir des communautés microbiennes significativement différentes de 
l’ensemble du support, qui peuvent être expliquées par un usage particulier ou par l’historique 
de l’habitation. Les variations de la flore fongique sur le site A ne semble toutefois pas être 
reliées à un phénomène de hauteur de prélèvement ou de type de support (adobe, joint). 
Différents facteurs peuvent donc intervenir sur la composition de ces flores sur un même mur, 
et la localisation de la zone de prélèvement a un impact important sur le profil microbien 
observé pour un site donné. Cette variabilité pose donc la nécessité d’effectuer les 
prélèvements sur des localisations représentatives de l’ensemble du mur, afin de saisir la 
globalité des microorganismes pouvant être présents sur le support et dans l’habitation. Alors 
que sur certains sites les flores microbiennes sont homogènes sur l’ensemble du mur, il est 
complexe d’atteindre une certaine exhaustivité dans d’autres constructions. 
En plus des variations intra-sites, de nombreuses différences au sein des communautés 
microbiennes ont pu être observées entre les différentes constructions. Que cela soit les flores 
fongiques ou bactériennes, celles-ci sont soumises à l’intérieur des habitats à de nombreux 
facteurs induisant des variations. La variation inter-site est un défi important pour l’étude des 
flores intérieures, avec souvent une variabilité plus importante entre bâtiments qu’entre lieux 
prélevés au sein d’un même bâtiment (Emerson et al., 2017; Lax et al., 2014; Tringe et al., 
2005). Plusieurs études ont établi un parallèle entre les communautés fongiques intérieures et 
les flores extérieures, avec notamment des variations suivant la localisation géographique des 
habitats (Barberán et al., 2015) ainsi que la période de prélèvement (Adams et al., 2013c; 
Fröhlich-Nowoisky et al., 2009; Pashley et al., 2012). Tout comme les communautés 
fongiques, les communautés bactériennes sont également soumises à des variations au cours 
du temps, que ce soit sur des périodes courtes ou sur des durées de l’ordre des saisons 
(Emerson et al., 2017; Fierer et al., 2008; Meadow et al., 2014b; Rintala et al., 2008), et à la 
localisation géographique du sol pouvant être utilisé pour les matériaux en terre crue, qui a 
également un rôle dans la variabilité des communautés bactériennes détectées (Fierer and 
Jackson, 2006).  
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Dans le cadre de notre étude, la majorité des prélèvements ont été effectués au cours de la 
période Octobre-Novembre, permettant de minimiser l’impact saisonnier. Les sites de la 
région lyonnaise (E, F et G) ont dû être prélevés en été pour des contraintes d’emploi du 
temps, et cette différence peut conduire à un biais en ce qui concerne la comparaison de la 
composition des communautés fongiques de ces sites avec les autres. La variabilité temporelle 
pour une même saison a pu être évaluée pour deux des sites de prélèvements (Ba et C), en 
effectuant des échantillonnages à un an d’intervalle. Le site Ba se caractérise par une plus 
grande abondance du genre Wallemia et Fusarium au détriment du genre Cladosporium pour 
l’échantillon un an plus tard, mais la structure de la communauté fongique reste sensiblement 
identique. Quelques variations ont également été observées pour la communauté bactérienne, 
avec une augmentation du genre Trichococcus et une diminution du genre Enterobacter. Dans 
le cas du site C, aucune différence significative n’est observée pour les communautés 
bactériennes et fongiques entre les deux périodes de prélèvement. Bien que le site Ba présente 
quelques variations, les deux sites restent stables entre les deux périodes d’échantillonnage. Il 
serait intéressant d’évaluer par la suite l’effet de la saison et du temps en prélevant les 
communautés microbiennes tout au long de l’année et sur plusieurs années. 
Un autre facteur pouvant influencer les flores est la localisation géographique des sites, et 
celle-ci n’est pas uniforme dans notre étude. Une partie des sites a été prélevée dans la région 
de Toulouse, une autre dans le Tarn-et-Garonne et une dernière partie dans la région 
lyonnaise. Bien que, à part le site H, tous les bâtiments soient situés à la campagne, ces 
différences de localisation peuvent avoir une influence sur la flore présente sur le support. Il 
reste difficile ici de déterminer le réel impact de ces variations géographiques. En effet, 
lorsque les communautés sont comparées entre elles, une différence significative est 
observable, avec d’un côté les sites des régions toulousaines et du Tarn-et-Garonne, et de 
l’autre les sites de la région lyonnaise. Mais dans la mesure où la majorité des sites lyonnais 
sont des structures soumises aux conditions extérieures et où aucun site biosourcé n’a pu être 
prélevé dans cette région, cette dissimilarité au niveau de l’échantillonnage cause un fort biais 
sur l’évaluation de ce paramètre. 
Une autre variable pouvant influencer de manière importante le type de flore présente au 
sein des échantillons est la composition du sol utilisé comme matière première. En effet, 
plusieurs paramètres physico-chimiques comme le pH (Rousk et al., 2010; Tedersoo et al., 
2014; Thomson et al., 2015) ou la concentration en azote du sol (Fierer et al., 2012a) ont un 
rôle direct sur la structure des communautés microbiennes se développant dans ces 
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environnements. Il est donc fort probable que ces paramètres entrent également en compte 
dans le cas des matériaux en terre crue. Enfin, la profondeur de prélèvement des terres n’est 
pas connue et probablement pas uniforme suivant les sites, les bâtiments et leur âge, alors 
qu’elle peut déterminer la composition des communautés présentes (Will et al., 2010). Dans le 
cadre de cette étude, la quantité de matrice prélevée par échantillon reste très faible (entre 1 et 
2g) et correspond essentiellement à la surface, en interaction avec l’environnement. Ceci ne 
permet pas d’évaluer réellement les caractéristiques des différentes terres crues. Il est donc 
complexe de dissocier tous ces paramètres afin de déterminer précisément lesquels sont 
impliqués dans la présence de certains taxons. 
Enfin, l’historique du site comme des accidents hydriques ou l’utilisation du bâtiment au 
cours du temps (local ouvert ou fermé, activité agricole - comme la présence d’animaux ou le 
stockage de matières agricoles - apportant de l’humidité et des microorganismes spécifiques, 
etc.) peut avoir un fort impact sur les communautés microbiennes (Andersson et al., 1997; 
Boutin-Forzano et al., 2004; Dannemiller et al., 2014a; Pitkäranta et al., 2011; Santucci et al., 
2007). Parmi les sites prélevés dans notre étude, seul le site Ba a connu un évènement de 
prolifération de moisissures confirmé durant la vie du bâtiment suite à une humidification du 
mur par capillarité à cause d’un défaut de drain. Sur ce site, le genre fongique 
particulièrement abondant en culture était le basidiomycète Wallemia. Avec les approches 
moléculaires, il a été possible de confirmer cette observation, avec une abondance relative 
particulièrement importante pour ce genre sur le site Ba, que cela soit lors du premier 
prélèvement (17 % - 43 %) ou celui réalisé un an plus tard (12 % - 73 %). Ce champignon 
xérophile est capable de se développer à des humidités relatives inférieures à 80 % (Nguyen et 
al., 2015). Il est donc possible que lorsque l’accident hydrique est survenu, l’humidité à la 
surface du mur est devenue suffisante pour permettre le développement de Fungi incluant ce 
genre, avec une sélection de celui-ci lors du retour à la « normale ». Ce phénomène de 
persistance des flores suite à des dégâts des eaux et malgré une remédiation a été observé dans 
d’autres habitations (Emerson et al., 2015).  
 
Enjeux sanitaires 
D’un point de vue qualité de l’air, une partie des genres fongiques abondants appartient à 
des catégories au potentiel allergisant, comme les champignons filamenteux Cladosporium, 
Aspergillus, Fusarium, Alternaria et Penicillium (Simon-Nobbe et al., 2008). Dans une 
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moindre mesure, d’autres genres potentiellement allergisants Acremonium, Chaetomium, 
Phoma, Stachybotrys et Cylindrocarpon sont également présents. L’abondance de ceux-ci 
reste toutefois très faible, et ils ne sont détectés que sur certains sites particuliers. D’autres 
études ont révélé la forte abondance de ces genres potentiellement allergiques au sein des 
bâtiments. Dans leur étude des communautés fongiques des poussières d’appartement en 
Corée du Sud, An et Yamamoto (2016) ont détecté une forte abondance de Cladosporium, 
Rhodotorula et Alternaria. De même, de nombreux genres d’ascomycètes filamenteux au 
potentiel allergisant (Aspergillus, Aureobasidium, Chaetomium, Cladosporium, Epicoccum, 
Leptosphaeria et Penicillium) et des levures (Candida, Malassezia, Rhodotorula et 
Saccharomyces) ont été identifiés dans des poussières d’universités et de garderies 
(Korpelainen and Pietiläinen, 2016). Ces genres sont largement répandus dans 
l’environnement extérieur (Dannemiller et al., 2014b) et intérieur (Amend et al., 2010a) mais 
ne conduisent généralement pas à un impact détectable sur les habitants. Un développement 
important de ces microorganismes dans un bâtiment, par exemple suite à un dégât des eaux, 
peut conduire à des problèmes sanitaires (Andersen et al., 2011; Andersson et al., 1997) qui 
pourrait être donc lié à une prolifération “anormale” d’une partie de la flore, avec 
généralement un développement visible de mycélium et de spores. Dans le cas des matériaux 
prélevés dans les habitats, aucun ne portait de signe extérieur d’une prolifération fongique. Au 
total, l’abondance relative de la totalité des genres potentiellement allergisants sur l’ensemble 
des habitations en terre crue prélevées est de l’ordre de 45 %, sans différence significative 
entre les supports terre crue seule et avec inclusion biosourcée. Il n’existe toutefois pas de 
corrélation absolue entre les mesures d’abondances relatives par métabarcoding et le nombre 
de cellules viables présentes, et donc entre les données de métabarcoding et l’exposition des 
individus aux microorganismes détectés (Dannemiller et al., 2014b), d’autant plus si l’on 
considère que le risque est lié à ceux disséminés dans l’air, assurant un contact quasi-
permanent avec les habitants. De plus, bien que certains genres et espèces fongiques aient 
bien été déterminés comme étant des agents potentiels du développement d’allergies ou 
d’asthme, aucun consensus n’a permis de définir des compositions des flores fongiques à 
risques (Jacobs et al., 2014; Simoni et al., 2011).  
Pour ce qui est des genres bactériens pouvant être impliqués dans les problèmes de santé, 
presque aucune mycobactérie n’a été détectée (0,08 % en moyenne), et le genre Streptomyces 
n’a été détecté au-dessus de 1 % d’abondance relative que sur le site A (4,25 %). La quasi-
totalité des communautés bactériennes colonisant les supports en terre crue ne présenteraient 
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donc pas de risques pour les occupants. Dans les différents cas de prolifération de 
microorganismes sur des matériaux de construction présentés dans la littérature, ce sont 
essentiellement les Fungi qui sont étudiés pour leur impact sanitaire.  
Enfin, comme présenté précédemment, les supports en terre crue présenteraient une plus 
grande diversité microbienne que les matériaux de constructions conventionnels. La présence 
de cette diversité initiale sur les matériaux de constructions en terre crue pourrait représenter 
un intérêt d’un point de vue qualité de l’air. Dans la mesure où ces communautés 
microbiennes semblent diverses et relativement stables au cours du temps, elles pourraient 
limiter la colonisation et le développement d’autres microorganismes pathogènes, en occupant 
par exemple la niche écologique ou par des mécanismes de compétition. Certaines études ont 
également démontré une corrélation positive entre la présence de faible diversité fongique au 
sein des poussières intérieures et l’augmentation des risques de développement d’asthme chez 
les enfants (Dannemiller et al., 2014a; Ege et al., 2011). La présence de matériaux en terre 
crue dans l’habitat pourrait permettre d’éviter ces problèmes sanitaires dus à des 
environnements intérieurs trop aseptiques. L’étude de l’impact de la terre crue sur ces aspects 
de qualité de l’air intérieur devrait être mené afin d’évaluer ces hypothèses. 
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Principaux enseignements des analyses microbiennes par biologie moléculaire 
Les principales conclusions qui peuvent être tirées des analyses microbiennes par 
biologie moléculaire sont :  
- La richesse et la diversité des flores microbiennes sur les matériaux en terre crue n’est 
pas ou peu dépendante de l’ajout ou non de fibres végétales. 
- L’ajout de fibres végétales dans les matériaux en terre crue n’a pas d’impact 
significatif sur la composition des communautés fongiques. 
- L’ajout de fibres végétales dans les matériaux en terre crue favorise le maintien ou le 
développement de certains genres bactériens (ex : Arthrobacter, Sphingomonas), par 
rapport à d’autres genres (ex : Bacillus). 
- Les flores fongiques présentes sur les matériaux en terre crue seraient fortement 
associées à celles retrouvées au niveau du sol et de l’air extérieur. 
- Les flores bactériennes présentes sur les matériaux en terre crue seraient 
essentiellement associées à celles du sol, et non pas à celles du microbiote humain 
comme dans le cas de l’air intérieur. 
- Les matériaux soumis aux conditions environnementales extérieures présentent une 
flore fongique distincte de celles des habitats, tandis que la flore bactérienne n’est pas 
significativement différente. D’autres prélèvements seraient toutefois nécessaires en 
raison du faible nombre d’échantillons pour cette condition. 
- Pour une même période de l’année, les flores bactériennes et fongiques des deux sites 
étudiés dans ces conditions ne varient pas significativement à 1 an d’intervalle. 
- De nombreux paramètres dont l’historique du bâtiment (ancien accident hydrique, 
précédente utilisation du bâtiment en tant qu’étable, etc.) auraient un rôle important 
dans la composition des communautés microbiennes, d’où une importante variabilité 
inter et intra sites. 
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4.4. Mise en perspective des résultats obtenus par culture et par biologie moléculaire 
L’analyse de la composition des communautés microbiennes présentes dans les matières 
premières et à la surface des supports en terre crue a pu être effectuée à la fois par culture et 
par métabarcoding. L’utilisation de ces deux méthodes a permis d’obtenir des informations 
complémentaires sur la composition et la structure des flores présentes sur les matériaux de 
construction. 
L’utilisation combinée des méthodes culturales et moléculaires a pu mettre en avant 
l’hétérogénéité qui pouvait exister à la surface d’un mur. Les prélèvements du site A déposés 
sur milieu de culture ont révélé une forte variation en termes d’UFC/g suivant la hauteur de 
prélèvement, avec une forte quantité de bactéries sur la portion de mur à 120 – 100 cm de 
hauteur alors que le reste du mur était moins concentré de 2 à 3 log10 d’UFC/g. Cette 
hétérogénéité a pu être confirmée par les analyses de métabarcoding, avec une forte 
abondance d’ Promicromonospora, de Streptomyces et d’Arthrobacter dans les prélèvements 
à 120 – 100 cm alors que ces genres sont quasiment absents du reste du mur. Dans la mesure 
où les mêmes matériaux ont été utilisés sur l’ensemble du mur, et où le mur a probablement 
était soumis aux mêmes conditions environnementales, l’historique du mur et en particulier le 
fait qu’il s’agisse d’une ancienne ferme peut être une piste pour expliquer cette variation. 
L’hétérogénéité intra-site a également été détectée sur d’autres habitations, comme sur le site 
D avec une prépondérance de Phialosimplex et Saccharopolyspora sur une partie du mur 
tandis que la surface d’adobe à deux hauteurs différentes présentait des flores plus 
diversifiées. Bien que les supports sur chaque site soient considérés comme des surfaces 
uniformes, les murs ne sont pas homogènes, et de fortes disparités peuvent être observées au 
sein d’un même mur. Si l’ensemble du mur est théoriquement soumis aux mêmes conditions 
environnementales ambiantes (température, humidité), celles-ci peuvent varier localement au 
niveau du mur et de très nombreux autres paramètres peuvent entrer en compte sur la 
variation des flores microbiennes, comme l’utilisation du lieu ou l’historique du site. C’est 
pourquoi il est nécessaire de répartir les zones de prélèvements sur l’ensemble du mur lorsque 
cela est possible. 
Toutefois, le prélèvement de murs en terre crue dans les habitats reste complexe pour 
plusieurs raisons. L’idéal serait de pouvoir répartir les prélèvements sur toute la hauteur et la 
largeur du mur afin d’être le plus représentatif possible, mais cela est dans les faits rarement 
possible. Les prélèvements doivent souvent rester discrets afin de ne pas altérer le visuel du 
mur pour les occupants. Pour cela, les méthodes de prélèvements dites « non-destructives » 
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comme le film adhésif peuvent être intéressantes (Urzı̀ and De Leo, 2001). Dans cette étude, 
le film adhésif s’est révélé insuffisant pour récupérer la totalité des microorganismes adhérés, 
mais seuls les aspects quantitatifs ont été pris en compte. De plus, bien que cette méthode 
fonctionne dans le cas de la pierre, son utilisation sur les matériaux en terre crue conduit à 
retirer une légère couche de matières et rend alors la zone de prélèvements visible à l’œil nu. 
La méthode de prélèvement par scalpel permet un meilleur prélèvement sans les biais de 
récupération du film adhésif, mais reste une méthode destructive qui ne peut pas toujours être 
utilisée sur la totalité du mur. Les campagnes de prélèvements des flores microbiennes à 
l’échelle de murs en terre crue in situ restent donc complexes à mener. 
L’ensemble des taxons détectés par culture et par biologie moléculaire a été reporté dans 
les Tableau 4.6 et Tableau 4.7 pour les sites pour lesquels les deux méthodes ont été utilisées. 
Dans la mesure où la flore cultivable est estimée autour de 1 % de la flore totale, seuls les 
taxons avec une abondance relative supérieure ou égale à 1 % ont été pris en considération. 
Tableau 4.6 : Tableau récapitulatif des taxons fongiques détectés par culture et par métabarcoding 
(abondance relative ≥ 1 %) pour les sites étudiés selon les deux approches. 
 
 
Composition Localisation
A Terre Habitation
Alternaria, 
Aspergillus, 
Cladosporium, 
Penicillium, 
Rhizopus, Ulocladium
Acremonium, Cryptococcus, 
Devriesia, Phialosimplex, Wallemia
Ba1 Terre Habitation
Aspergillus, 
Cladopsorium, 
Penicillium, 
Wallemia
Exophiala, 
Alternaria,Candida,Corticium, 
Dactylella, Galactomyces, Inonotus, 
Metschnikowia, Phialosimplex, 
Scedosporium, Stemphylium, 
Thelonectria
D Terre Habitation Aspergillus Mucor, Penicillium
 Cladosporium, Cryptococcus, 
Sclerotinia, Wallemia
C1 Biosourcé Habitation Aspergillus Penicillium, Rhodotorula
Alternaria, Cladosporium, 
Cryptococcus, Phoma, Verticillium , 
Wallemia
Bb Biosourcé Grange-Cellier Aspergillus
Cladophialophora, 
Cladosporium, Mucor, 
Penicillium
Coprinellus, Cylindrocarpon, 
Dipodascus, Fusarium, Wallemia
FAC
Aspergillus, 
Cladosporium
Penicillium, Rhizopus, 
Ulocladium
Acremonium, Alternaria, 
Cryptococcus, Hydropisphaera, 
Lecanicillium, Monographella, 
Mortierella, Naganishia, Nectria, 
Pseudeurotium, Scytalidium, 
Stachybotrys, Tetracladium
Taxons uniquement Métabarcoding
Matières Premières
Site
Conditions
Taxons communs Taxons uniquement Culture
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Tableau 4.7 : Tableau récapitulatif des taxons bactériens détectés par culture et par métabarcoding 
(abondance relative ≥ 1 %) pour les sites étudiés selon les deux approches. 
 
Certains taxons majeurs ont été à la fois isolés sur milieu et identifiés par culture, comme 
les genres Aspergillus, Cladosporium et Bacillus. Ces microorganismes environnementaux 
sont présents en proportions importantes au sein des différents prélèvements, et sont 
facilement cultivables sur milieu. Comme attendu, les approches par métabarcoding ont 
permis d’atteindre une profondeur plus grande dans les genres bactériens et fongiques 
détectés. Comme dans le cas de précédentes études (Pitkäranta et al., 2008), une forte 
diversité a ainsi pu être mise en évidence sur les différents sites alors qu’elle n’a pas été 
détectée par les approches culturales. Toutefois, certains des genres détectés par biologie 
moléculaire sont théoriquement cultivables et ne sont pas retrouvés dans les isolats obtenus. 
Par exemple, le genre Cladosporium a été détecté dans toutes les banques mais n’a réellement 
été isolé que sur 3 des 6 sites/matières premières étudiés par les deux méthodes. Il est possible 
Composition Localisation
A Terre Habitation Bacillus
Pseudomonas, 
Staphylococcus
Amycolatopsis, Arthrobacter, 
Paenibacillus, Paenisporosarcina, 
Prauserella, Promicromonospora, 
Pseudonocardia, Rubrobacter, 
Saccharopolyspora, Streptomyces
Ba1 Terre Habitation Bacillus Pseudomonas
Acinetobacter, Agromyces, 
Arthrobacter, Blastococcus, Cohnella, 
Exiguobacterium, Micromonospora, 
Microvirga, Nocardioides, 
Paenibacillus, Paenisporosarcina, 
Pseudonocardia, Ruminiclostridium, 
Skermanella, Sphingomonas, 
Thermoflavimicrobium, Trichococcus
D Terre Habitation Bacillus
Acinetobacter, Amycolatopsis, 
Arthrobacter, Prauserella, 
Saccharopolyspora
C1 Biosourcé Habitation Bacillus Streptomyces
Arthrobacter, Sphingomonas, 
Trichococcus
Bb Biosourcé Grange-Cellier Bacillus Solibacillus
Acinetobacter, Aeromonas, 
Arthrobacter, Cellulomonas, 
Citrobacter, Enterobacter, 
Enterococcus, Exiguobacterium, 
Pantoea, Promicromonospora, 
Rhizobium, Sphingobium, 
Sphingomonas, Trichococcus
FAC
Bacillus, Micrococcus, 
Paenibacillus, 
Solibacillus, 
Staphylococcus
Arthrobacter, Clostridium, Gaiella, 
Iamia, Microthrix, Nocardioides, 
Phycicoccus, Sphingomonas, 
Thiobacillus
Taxons uniquement Métabarcoding
Matières Premières
Site
Conditions
Taxons communs
Taxons uniquement 
Culture
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que ces microorganismes ne soient pas viables du fait d’un endommagement des cellules lors 
du prélèvement ou dans un état de stress ayant limité la croissance sur milieu gélosé. 
Étonnamment, certains taxons isolés en culture sont très peu abondants voir non détectés 
dans les banques séquencées. Par exemple, plusieurs bactéries du genre Bacillus avait été 
isolées à partir des FAC mais ce genre représente une abondance relative très faible (0,1 %) 
dans ces échantillons. Sur les sites A et Ba, des isolats de Pseudomonas ont été retrouvés bien 
que l’abondance relative de cette bactérie dans les banques 16S pour ces sites soit de l’ordre 
de 0,5 %. Le genre Penicillium a été isolé sur l’ensemble des sites, alors qu’il ne représente 
sur les sites D, C1, Bb et FAC qu’une abondance relative inférieure à 0,5 %. De même, 
quelques isolats des genres Cladophialophora, Exophiala, Mucor ou Rhizopus ont été obtenus 
à partir de prélèvements sur différents sites et sont pourtant quasiment absents des séquences 
assignées. Les approches par culture n’ont pas permis d’isoler tous les microorganismes dont 
les séquences sont majoritaires dans les banques, les milieux pouvant favoriser certains types 
de flores. Le fait que certains microorganismes très abondants soient non cultivables a très 
certainement conduit à la détection des genres plus faiblement représentés dans les banques.  
 
Pour ce qui est de l’impact de l’ajout des fibres végétales dans les matériaux en terre crue 
dans l’habitat, les prélèvements de surface in situ ont indiqué que les profils des communautés 
fongiques ne sont significativement pas différents lorsque le matériau est biosourcé, que cela 
soit en termes de diversité ou de taxonomie. En effet, bien que certains genres comme 
Verticillium ou Fusarium tendent à être plus présents sur les supports biosourcés, les 
variations observées entre sites seraient dues à d’autres facteurs (localisation géographique, 
historique de l’habitat, etc.) qu’à la seule composition du matériau. Contrairement à ce qui 
aurait pu être attendu, la source de nutriments pour les champignons que peuvent représenter 
ces fibres, notamment à travers la cellulose, n’induit pas une détection privilégiée de certaines 
moisissures se développant préférentiellement à l’aide de ces composés. Toutefois, lorsque 
des éprouvettes en terre crue sont placées dans des conditions d’humidité extrêmes 
(humidification par capillarité), un développement fongique plus prononcé est observé dans le 
cas des matériaux biosourcés. L’ajout de ces fibres végétales conduit à un apport de flore 
significatif si l’on considère les résultats obtenus par culture sur la composante végétale, ainsi 
qu’à une plus forte prolifération des champignons, probablement à travers différents 
mécanismes, comme la présence d’une source de nutriments supplémentaire (Hoang et al., 
2010) ou l’augmentation de la porosité et donc de l’eau au sein du matériau. Dans nos essais 
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in vitro, en conditions stériles, seules les espèces ayant survécu au traitement thermique de 
100°C ont pu se développer en condition d’humidité, et ces flores ne sont donc pas 
représentatives de l’ensemble des moisissures présentes sur ces matériaux lorsqu’ils sont 
utilisés dans l’habitat. Il serait donc nécessaire de placer des matériaux dans différents 
habitats afin de former des communautés fongiques proches de celles retrouvées 
naturellement dans ces conditions, puis de les humidifier fortement en laboratoire afin 
d’évaluer quels sont les genres et espèces favorisés sur les matériaux biosourcés ou non.
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La dégradation de la qualité de l’air intérieur en lien avec la prolifération microbienne est 
un problème de santé majeur. Le développement de microorganismes, et en particulier des 
moisissures, au sein des habitats implique des risques sanitaires pour les occupants, avec 
notamment le développement d’allergies, d’asthme voir d’infections. De nombreuses études 
se sont intéressées à caractériser la croissance microbienne à la surface des matériaux de 
construction conventionnels afin de déterminer les types de flores présentes et les conditions 
de leur développement. Toutefois, peu d’études se sont penchées sur la terre crue, alors que ce 
matériau connait actuellement un fort regain d’intérêt au vue de ses atouts écologiques et 
économiques. Nos travaux ont donc permis d’identifier les microorganismes naturellement 
présents dans les matières premières (terre et inclusions biosourcées) et sur les murs de ces 
constructions, à la fois dans le lieu de vie ou dans des environnements aux conditions proches 
de celles de l’extérieur, et de mettre en avant certaines conditions nécessaires au 
développement de ces microorganismes.  
Des méthodes de prélèvements ont été optimisées pour récupérer les microorganismes 
présents sur les matières premières et les matériaux en terre crue. Le recouvrement des 
cellules fongiques par suspension des matières premières dans un milieu de récupération est 
amélioré par l’ajout de Tween 80. L’utilisation d’un broyeur augmente également la quantité 
de microorganismes prélevés dans le cas des fibres végétales. Pour les prélèvements effectués 
directement sur les matériaux manufacturés, l’utilisation de film adhésif ne s’est pas révélée 
adaptée à la terre crue. La totalité des conidies fongiques adhérées au film n’est pas relarguée 
lors de l’agitation de celui-ci dans le milieu de récupération. De plus, l’avantage du film 
adhésif est sa propriété non-destructive, mais dans le cas des matériaux en terre crue, une fine 
couche d’argile, visible à l’œil nu, est retirée lors du prélèvement. Cette méthode nous a 
cependant permis de démontrer la persistance de cellules fongiques viables au sein des 
briques fabriquées en laboratoire. Les prélèvements par grattage ont donc été préférés pour les 
sites in situ, afin d’éviter les biais de relargage, d’interférences avec les méthodes de biologie 
moléculaire et de permettre le prélèvement d’une plus grande quantité de matrice. 
L’évaluation par culture des microorganismes présents dans les matériaux fabriqués en 
laboratoire a permis de mettre en évidence leur survie à l’intérieur de la brique malgré une 
étape de séchage à 100°C. De plus, ces bactéries et champignons sont capables de se 
développer sous condition d’humidification par capillarité. Cela suggère que les flores 
initialement présentes dans les matières premières peuvent être une source de contamination 
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du matériau final. L’inclusion de fibres végétales dans le matériau favoriserait également la 
prolifération microbienne lorsque le matériau est soumis à une forte humidité.  
Des prélèvements dans différents habitats en terre crue ont été réalisés et des isolats 
bactériens ont été obtenus par culture, permettant ainsi d’initier le développement et la mise 
en application du concept de lutte biologique à l’échelle du matériau de construction. 
L’hypothèse est que l’ajout d’une flore bactérienne positive permettrait de limiter, voire 
d’inhiber la croissance fongique lorsque le matériau connait un évènement de forte humidité 
accidentelle. Les essais réalisés dans le cadre de ces travaux ont permis la sélection d’isolats 
bactériens antifongiques obtenus à partir des prélèvements in situ sur les supports en terre 
crue. Des essais par co-culture en double couche et par inoculation sur membrane ont été 
réalisés, et des activités d’inhibition par contact et par diffusion ont été observées. Les isolats 
d’intérêts sont essentiellement reliés au genre Bacillus, et plus particulièrement les espèces B. 
subtilis, B. licheniformis, B. cereus et B. mojavensis, largement décrites dans la littérature 
comme présentant des isolats qui produisent certaines molécules à activité antifongique 
(Gomaa, 2012; Siahmoshteh et al., 2017; Snook et al., 2009). Par la suite, ces isolats pourront 
être testés pour leur capacité à inhiber la prolifération à l’échelle du matériau et ainsi ouvrir 
des pistes à des traitements préventifs et/ou curatifs des problématiques de développement 
fongique sur les matériaux en terre. 
De plus, les flores microbiennes présentes dans les prélèvements in situ ont été analysées 
par culture et par biologie moléculaire. L’isolement et la numération des microorganismes sur 
milieux de culture ont permis de montrer une variation significative de la densité microbienne 
à l’échelle du mur suivant différents facteurs (hauteur de prélèvement, joint ou brique, 
historique et utilisation de la pièce). L’ADN des microorganismes contenus dans ces 
prélèvements a été analysé par métabarcoding. Ces techniques ont révélé la présence d’une 
flore fongique environnementale similaire à celle retrouvée dans l’environnement intérieur 
d’autres bâtiments. Lorsque les murs sont en conditions de température et humidité ambiante 
normales, les principaux genres détectés à leur surface sont Cladosporium, Wallemia, 
Aspergillus, Cryptococcus, Fusarium, Alternaria, Devreisia, Coccodinium, Verticillium et 
Penicillium. Ces genres ont été retrouvés dans de nombreuses études ayant analysé l’air 
(Adams et al., 2013c), des poussières (Amend et al., 2010a) ou des surfaces intérieures 
(Adams et al., 2013a). Ainsi, bien qu’ayant une composition et un mode de fabrication 
singulièrement différents des autres matériaux conventionnels, les matériaux de construction 
en terre crue ne semblent pas contribuer à la présence de flores plus nocives que celles 
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présentes dans les habitats classiques. Pour les flores bactériennes, une très forte présence des 
genres Bacillus et Arthrobacter a été observée, avec d’autres genres minoritaires comme 
Nocardioides, Paenibacillus, Rubrobacter ou encore Sphingomonas. Ces genres sont 
essentiellement associés à la flore bactérienne du sol. La composition de la terre crue pourrait 
conduire au maintien des bactéries initialement présentes dans le sol utilisé pour la 
construction, ou à celles un apport par l’air et les poussières extérieures, tandis que les 
bactéries associées à la flore humaine largement présentes dans l’air et les poussières seraient 
moins résistantes aux conditions environnementales et nutritionnelles de ce matériau et de ce 
fait peu détectées (fréquence et taux).  
A partir des prélèvements de murs en terre crue à l’intérieur de 9 habitats, même si 
certains genres ont été retrouvés de manière systématique, une flore « type » globale n’a pu 
être définie. L’ajout de fibres végétales n’induit pas de changement radical dans la 
composition des communautés fongiques. Ainsi, bien que quelques genres phytopathogènes 
(Verticillium, Fusarium) soient plus présents sur les supports biosourcés, les variations 
observées dans le profil des flores fongiques ne paraissent pas dépendantes de la composition 
du matériau (ajout de fibres ou non). De nombreux autres paramètres sont impliqués dans les 
compositions des communautés microbiennes à l’intérieur des bâtiments, et en particulier la 
localisation géographique et le climat, la saison, l’historique du bâtiment et sa destination 
actuelle, ou encore l’environnement urbain / rural. De plus, si la flore présente dans les 
matériaux en terre crue est en partie composée des microorganismes initialement présents 
dans le sol, comme cela a pu être observé malgré un séchage à 100°C, alors les variations de 
communautés au sein des sols utilisés impacteront également les flores présentes une fois le 
mur construit. Une sélection d’un plus grand nombre de sites de prélèvements permettrait 
d’avoir une vision plus exhaustive des microorganismes potentiellement présents sur ce 
matériau. Toutefois, plusieurs problèmes peuvent être rencontrés. Les habitations en terre 
crue, bien que répandues dans certaines régions de France, ne sont pas forcément référencées 
et peuvent être compliquées à trouver. Leur historique ainsi que l’origine de la terre utilisée 
pour leur fabrication constituent également des paramètres difficiles à cerner. Une partie des 
habitations ont vu leurs murs en adobe recouverts d’enduits, avec par exemple de la chaux, ce 
qui altère fortement les communautés microbiennes présentes. De plus, l’absence de méthode 
non-destructive pour ces prélèvements peut rendre l’échantillonnage complexe, notamment 
vis-à-vis des limites posées par les occupants. 
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Lors de notre étude, il a été possible d’observer des modifications en termes de 
dominance de genres fongiques uniquement dans des conditions d’incidents, type dégâts des 
eaux. Parmi tous les sites étudiés, seul un mur était décrit comme ayant rencontré des 
problématiques de développement fongique, suite à des remontées capillaires. Lors de nos 
essais, les éprouvettes biosourcées et non biosourcées n’ont présenté des proliférations que 
lorsqu’elles étaient soumises à une humidification extrême. Dans les travaux de thèse 
d’Aurélie Laborel-Preneron (2017) réalisés au LMDC dans le cadre du projet Bioterra, des 
essais de prolifération ont été menés sur des échantillons de terre crue, biosourcée ou non, et 
placés à différentes températures et humidité. Même lorsque les échantillons étaient dans des 
conditions environnementales très défavorables (30°C - 93 % HR), aucune prolifération n’a 
pu être observée au bout de trois mois. Par contre, lorsque de faibles volumes d’eau liquide 
étaient ajoutés sur le matériau, des moisissures se développaient alors, mais uniquement aux 
conditions environnementales de 30°C et 93 % HR. Associés à nos observations, ces résultats 
confortent l’hypothèse que la seule présence d’eau sous forme de vapeur même à des valeurs 
de saturation ne suffit pas à induire à une prolifération fongique sur les matériaux en terre 
crue, mais que de l’eau liquide et disponible est nécessaire, ce qui peut apparaître suite à un 
accident hydrique (dégât des eaux, problème d’étanchéité, remontées capillaires, etc.) par 
exemple. Lorsque ces conditions sont rencontrées, les matériaux biosourcés sont plus 
sensibles au développement des champignons que les matériaux minéraux, ce qui avec à une 
croissance plus rapide, plus importante et sur une plus grande surface. 
La sensibilité à la prolifération fongique des matériaux de construction conventionnels 
(bois, fibre de verre, plâtre, béton, etc.) a déjà été comparée pour différentes conditions 
environnementales (Gutarowska, 2010; Nielsen et al., 2004; Paic Lacaze, 2016). Dans le 
cadre de ce projet, seuls les matériaux à base de terre crue ont été étudiés. Il n’y a donc pas eu 
de comparaison avec des matériaux de construction traditionnels et il serait alors intéressant 
de comparer les cinétiques de prolifération des champignons sur les supports en terre crue 
versus matériaux conventionnels. Par exemple, les essais sur le plâtre ont montré une 
humidité relative minimum de 90% pour permettre un développement fongique (Nielsen et 
al., 2004). Dans le cas des échantillons en terre crue, aucune prolifération n’est observée à une 
humidité de 93% sans la présence d’eau liquide. La terre crue est capable d’absorber et de 
désorber la vapeur d’eau grâce à sa teneur en argile tandis que d’autres matériaux pourraient 
présenter des risques de condensation et donc de formation d’eau liquide. Ces évaluations 
permettraient de placer les matériaux en terre crue vis-à-vis des matériaux conventionnels en 
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termes de risques de prolifération en cas de condition humide, en évaluant d’un côté le risque 
associé à la présence de vapeur d’eau, d’une part, et d’eau liquide, d’autre part. 
Cette étude a porté sur un faible échantillonnage d’habitats en terre crue et pourrait 
constituer la base de travaux supplémentaires, avec des prélèvements sur une échelle spatio-
temporelle plus grande. En effectuant des campagnes de prélèvements sur les mêmes sites à 
différentes saisons d’une même année voir sur plus d’un an, il serait possible d’évaluer 
l’évolution des communautés microbiennes en fonction du temps. De tels effets ont déjà été 
démontrés sur la flore de l’air intérieur (Adams et al., 2013c; Emerson et al., 2017; Fierer et 
al., 2008; Rintala et al., 2008). Il pourrait être intéressant de vérifier si la surface des 
matériaux de construction en terre crue suit ce type de dynamique. De la même manière, le 
nombre d’habitations en terre crue étudiées ainsi que leur localisation pourraient être étendus 
afin d’avoir un ensemble de bâtiments plus représentatif, avec des structures localisées sur 
l’ensemble du territoire français, et ainsi pouvoir observer un éventuel effet géographique 
(Adams et al., 2013c; Amend et al., 2010a). Enfin, l’analyse génomique menée sur ces 
matériaux pourrait être approfondie avec, par exemple, la mise en évidence ou non de la 
présence de microorganismes à risque pour la Santé Publique. Cette approche pourrait être 
menée via des qPCR ciblées pour certaines espèces de champignons et bactéries à potentiel 
pathogène pour les habitants. La plus forte diversité microbienne présente sur les matériaux 
en terre crue par rapport aux matériaux conventionnels pourrait avoir un impact sur la qualité 
en l’air intérieur en limitant la colonisation d’espèces pathogènes ou en diminuant les risques 
de développement d’asthme (Dannemiller et al., 2014a; Ege et al., 2011),. Il est donc 
nécessaire de poursuivre ces travaux afin de mettre en évidence l’impact potentiel de la terre 
crue sur les aspects sanitaires de l’habitat. 
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Annexe 1 : Courbes de raréfaction des banques ITS et seuil fixé lors de la normalisation 
(affiché en rouge). 
 
Annexe 2 : Courbes de raréfaction des banques 16S et seuil de la normalisation (affiché en 
rouge). 
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Taxonomie des genres fongiques majoritaires 
Phylum Classe  Ordre Famille Genres 
Ascomycota Sordariomycetes Hypocreales Hypocreales_fam_Incertae_sedis Acremonium 
Ascomycota Dothideomycetes Pleosporales Pleosporaceae Alternaria 
Ascomycota Eurotiomycetes Eurotiales Aspergillaceae Aspergillus 
Ascomycota Sordariomycetes Sordariales Chaetomiaceae Chaetomium 
Ascomycota Dothideomycetes Capnodiales Cladosporiaceae Cladosporium 
Ascomycota Eurotiomycetes Chaetothyriales Coccodiniaceae Coccodinium 
Ascomycota Dothideomycetes Capnodiales Teratosphaeriaceae Devriesia 
Ascomycota Sordariomycetes Hypocreales Nectriaceae Fusarium 
Ascomycota Dothideomycetes Pleosporales 
Pleosporales_fam_Incertae_sedi
s Libertasomyces 
Ascomycota Sordariomycetes Xylariales Xylariales_fam_Incertae_sedis Monographella 
Ascomycota Eurotiomycetes Eurotiales Aspergillaceae Penicillium 
Ascomycota Eurotiomycetes Eurotiales Aspergillaceae Phialosimplex 
Ascomycota Sordariomycetes Sordariales Chaetomiaceae Thielavia 
Ascomycota Sordariomycetes 
Hypocreomycetidae_ 
ord_Incertae_sedis 
Plectosphaerellaceae Verticillium 
Basidiomycota Tremellomycetes Tremellales Tremellales_fam_Incertae_sedis Cryptococcus 
Basidiomycota Wallemiomycetes Wallemiales Wallemiaceae Wallemia 
Annexe 3 : Taxonomies des genres fongiques majoritaires (Abondance relative moyenne sur 
l’ensemble des sites ≥ 1 %). 
Taxonomie des genres bactériens majoritaires 
Phylum Classe  Ordre Famille Genres 
Actinobacteria Actinobacteria Pseudonocardiales Pseudonocardiaceae Actinomycetospora 
Actinobacteria Actinobacteria Micrococcales Micrococcaceae Arthrobacter 
Actinobacteria Actinobacteria Propionibacteriales Nocardioidaceae Nocardioides 
Actinobacteria Actinobacteria Micrococcales Promicromonosporaceae Promicromonospora 
Actinobacteria Actinobacteria Pseudonocardiales Pseudonocardiaceae Pseudonocardia 
Actinobacteria Rubrobacteria Rubrobacterales Rubrobacteriaceae Rubrobacter 
Actinobacteria Actinobacteria Pseudonocardiales Pseudonocardiaceae Saccharopolyspora 
Firmicutes Bacilli Bacillales Bacillaceae Bacillus 
Firmicutes Bacilli Bacillales Paenibacillaceae Paenibacillus 
Firmicutes Bacilli Lactobacillales Carnobacteriaceae Trichococcus 
Proteobacteria Gammaproteobacteria Pseudomonadales Moraxellaceae Acinetobacter 
Proteobacteria Gammaproteobacteria Enterobacteriales Enterobacteriaceae Enterobacter 
Proteobacteria Gammaproteobacteria Enterobacteriales Enterobacteriaceae Pantoea 
Proteobacteria Alphaproteobacteria Sphingomonadales Sphingomonadaceae Sphingomonas 
Annexe 4 : Taxonomies des genres bactériens majoritaires (Abondance relative moyenne sur 
l’ensemble des sites ≥ 0,75 %). 
 
Annexes 
 
- 259 - 
 
Nom de 
milieu 
Référence Composition (g/L) 
DG18 Oxoid  
(Ref : CM0729) 
Peptone : 5,0 
Glucose : 10,0 
Dihydrogénophosphate de potassium : 1,0 
Dichloran : 0,002 
Agar : 15,0 
Glycérol : 220 
 
pH 5,6 ± 0,2 
MEA Biokar  
(Ref : BK045HA) 
Extrait de malt : 30,0 
Agar : 15,0 
 
pH 5,6 ± 0,2 
PDA Oxoid  
(Ref : CM0139) 
Peptone : 5,0 
Glucose : 10,0 
Dihydrogénophosphate de potassium : 1,0 
Sulfate de magnésium : 0,5 
Dichloran : 0,002 
Agar : 15,0 
 
pH 5,6 ± 0,2 
TSA Biomérieux  
(Ref : 51044) 
Hydrolysat pancréatique de caséine : 15,0 
Hydrolysat enzymatique de soja : 5,0 
Chlorure de sodium : 5,0 
Agar : 15,0 
 
pH 7,3 ± 0,2 
Annexe 5 : Composition des milieux de culture utilisés. 
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considering the quality of indoor air.  
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raw materials. Detected fungi are related to those which are identified in conventional 
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